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 RESUME 
La recrudescence de la tuberculose, favorisée par l’apparition de souches de 
Mycobacterium tuberculosis résistantes aux antibiotiques, souligne la nécessité de déterminer 
les mécanismes moléculaires de la pathogénie du bacille tuberculeux et de développer de 
nouveaux antibiotiques efficaces contre les souches résistantes. Le génome de M. 
tuberculosis, comprend un grand nombre de gènes impliqués dans le métabolisme lipidique, 
dont les gènes fadD qui codent des acyl-CoA synthétases putatives. De nombreuses protéines 
FadD sont impliquées dans la biosynthèse des constituants de l’enveloppe du bacille 
tuberculeux, notamment dans celle des acides mycoliques. Ces acides gras à longues chaînes, 
alpha-ramifiés et béta-hydroxylés sont des composés majeurs et spécifiques de l’enveloppe 
des Corynebacterineae et leur biosynthèse est essentielle à la survie des mycobactéries. Ainsi, 
les enzymes intervenant dans la voie de biosynthèse de ces acides gras représentent des cibles 
potentielles d’antituberculeux. L’enzyme FadD32, une acyl-AMP ligase impliquée dans 
l’étape clé de condensation “mycolique” entre deux acides gras, est essentielle à la croissance 
des mycobactéries. La caractérisation enzymatique de FadD32 a permis de mettre en 
évidence, qu’en plus de son activité acyl-AMP ligase connue, FadD32 catalyse le transfert de 
l’acyl-adénylate sur des accepteurs spécifiques, révélant ainsi sa fonction acyl-ACP ligase. 
FadD32 activerait l’acide méromycolique (C50-C60) condensé avec un acide gras en C22-C24 
par la condensase Pks13 pour donner, après réduction, un acide mycolique. Le mécanisme 
réactionnel particulier de l’étape de condensation impliquant FadD32 et Pks13 a été étudié. 
Un analogue de substrat de FadD32 a été testé et montre un effet inhibiteur sur l’enzyme, 
mais également sur la biosynthèse des acides mycoliques et sur la croissance bactérienne, 
ouvrant des perspectives pour le développement de nouveaux agents antituberculeux. FadD32 
étant une nouvelle cible candidate d’antituberculeux, nous avons travaillé au développement 
d’un essai enzymatique de FadD32 adaptable au criblage à haut débit. Cet essai servira in fine 
à tester les chimiothèques d’inhibiteurs de partenaires industriels.  
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LISTE DES ABREVIATIONS 
Acc: acyl-CoA carboxylase 
ACP : Acyl Carrier Protein 
AcpM : mycobacterial Acyl Carrier Protein 
Acs : Acétyl-CoA synthétase 
ACS : Acyl-CoA synthetase (= FACS = FACL) 
AFE : adenylate forming enzyme 
ArCP : aroyl carrier protein  
BCG : Bacille de Calmette Guérin 
CCM : chromatographie sur Couche Mince 
cgFadD32 : Corynebacterium glutamicum FadD32 
CMN group: Corynebacterium, Mycobacterium, Nocardia (ou Corynebacterineae) 
CoA : CoenzymeA 
DAT : diacyltréhalose 
DIM : dimycocérosates de phtiocérol 
DMT : dimycolates de tréhalose  
DOTS : Directly Observed Treatment Short-course 
ecFadK : Escherichia coli FadK (acyl-CoA synthétase) 
EMB : éthambutol 
FAAL : Fatty Acyl-AMP Ligase 
FACL : Fatty Acyl-CoA Ligase (=ACS = FACS) 
FACS : Fatty Acyl-CoA Synthetase 
FAS : Fatty Acid Synthase 
IC50 : Inhibition Concentration 50% (Concentration nécessaire pour obtenir 50% 
d’inhibition) 
LC-FACS : Long Chain Fatty Acid CoA Synthetase 
maMIG : Mycobacterium avium Macrophage Induced Gene (une acyl-CoA synthétase) 
mbFadD26 : Mycobacterium bovis FadD26 
MMT : monomycolate de tréhalose  
MR/MDR : Multi-Résistantes/Multi Drug Resistance 
msFadD32 : Mycobacterium smegmatis FadD32 
mtFadD32 : Mycobacterium tuberculosis FadD32 
NRPS : Non Ribosomal Peptide Synthetase 
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PAGE : PolyAcrylamid Gel Electrophoresis 
PAT : PolyAcylTréhalose 
PCP : Peptidyl Carrier Protein 
PGL : PhénolGlycoLipides (dimycocérosates de phénolphtiocérol glycosylé) 
p-HBA : l'Acide p-HydroxyBenzoïque 
Pks : Polykétide synthase 
TB : TuBerculose 
UR/XDR : Ultra-Résistance/eXentsively Drug Resistance 
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 INTRODUCTION 
I. La tuberculose : situation de la maladie au 21ème siècle 
La tuberculose est synonyme pour les populations des pays dits « développés » de fléau 
d’une autre époque, souvent associée à l’idée d’une maladie que l’on ne contracte plus ou que 
l’on soigne facilement. Pourtant chaque année, la tuberculose reste la première cause de 
mortalité due à un agent infectieux unique, Mycobacterium tuberculosis, avec encore en 2007, 
plus de 9 millions de nouveaux cas et près de 2 millions de décès, soit un décès toutes les 16 
secondes en moyenne (Organisation Mondiale de la santé, OMS, rapport 2009). 
(http://www.who.int/tb/publications/global_report/fr/index.html) 
I.A. Données épidémiologiques 
La tuberculose (TB) est une maladie très ancienne dont les premières traces furent mises 
en évidence sur des momies égyptiennes. Au fil des siècles, plusieurs épidémies de 
tuberculose eurent lieu notamment en Europe et en Amérique du nord. Le déclin progressif de 
la tuberculose dans les pays industrialisés ne survient qu’à la moitié du XXème siècle grâce à 
l’amélioration de l’hygiène de vie associée à la vaccination par le BCG (vaccin mis au point 
par Calmette et Guérin en 1921) ainsi qu’à l’utilisation des antibiotiques (streptomycine en 
1944, isoniazide en 1952, pyrazinamide en 1954, et enfin l’éthambutol et la rifampicine en 
1962 et 1963, respectivement).  
De nos jours, la tuberculose touche principalement les pays en voie de développement 
comme en témoigne le dernier rapport de l’OMS qui estime au niveau mondial à 9,27 millions 
le nombre de nouveaux cas de tuberculose en 2007 dont 55% des cas en Asie et 31% en 
Afrique. L’Inde (2 millions de cas), la Chine (1,3 million), l’Indonésie (530 000), le Nigéria 
(460 000) et l’Afrique du Sud (460 000) arrivent aux cinq premiers rangs pour le nombre total 
de cas en 2007. Le nombre de nouveaux cas en 2007 est en augmentation par rapport aux 9,24 
millions de cas en 2006, 8,3 millions de cas en 2000 et 6,6 millions de cas en 1990. La 
recrudescence que l’OMS observe depuis les années 1990 est le résultat des effets combinés 
de la dégradation des conditions socio-économiques et de la co-infection avec le virus de 
l’immunodéficience humaine (VIH). En effet, sur les 9,27 millions de nouveaux cas, l’OMS 
estime que 1,37 million (15%) étaient VIH-positifs et que sur ces 1,37 million, 79% 
proviennent de la région africaine et 11% de la région de l’Asie du Sud-est, qui sont une 
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nouvelle fois les régions les plus touchées. La tuberculose représente 23% des deux millions 
de décès par VIH estimés en 2007.  
(www.who.int/tb/publications/global_report/2009/en/index.html). 
L’augmentation du nombre de cas de tuberculose  est aussi la résultante de l’apparition de 
souches multi-résistantes (MR), également appelées Multi Drug Resistant (MDR) et ultra-
résistantes (UR) (ou eXentsively Drug Resistant (XDR)). La tuberculose est dite TB-MR 
quand les souches de M. tuberculosis sont résistantes à au moins l’isoniazide et la rifampicine, 
deux des antibiotiques de première ligne les plus efficaces. La TB-UR est une tuberculose qui 
présente les mêmes résistances que la TB-MR mais possède en plus une résistante à n'importe 
quelle fluoroquinolone, et à au moins un des trois médicaments injectables de deuxième ligne 
(capreomycine, kanamycine et amikacine). La lutte contre ces souches TB-MR et TB-UR est 
une priorité pour l’OMS, car l’organisation a estimé à 500 000 le nombre de cas de 
tuberculose à bacilles multirésistants (tuberculose MR) en 2007, un chiffre en constante 
augmentation ces dernières années. Les pays les plus touchés par la tuberculose MR sont 
l’Inde (131 000), la Chine (112 000), la Fédération de Russie (43 000), l’Afrique du Sud (16 
000) et le Bangladesh (15 000). A la fin de l’année 2008, 55 pays avaient signalé au moins un 
cas de tuberculose ultra-résistante (tuberculose UR). 
I.B. La lutte contre la tuberculose, un enjeu majeur pour 
l’OMS 
Pour faire face à la recrudescence de la tuberculose à l’échelle mondiale, l’Organisation 
Mondiale de la Santé a décrété, dés 1993, la lutte contre la tuberculose comme une priorité 
mondiale de santé publique. Dans l’optique d’endiguer et de soigner l’épidémie, 
l’organisation a mis en place la stratégie DOTS (Directly Observed Treatment Short-course) 
en 1995. Ce plan d’action avait pour objectif à échéance de 2005, de détecter au moins 70% 
des cas de tuberculose et d’en soigner 85% par un traitement  approprié, standardisé de courte 
durée sous surveillance médicale. L’adoption de cette stratégie par plus de 180 pays, entre 
1995 et 2003, a permis de réaliser des progrès considérables dans la lutte contre la 
tuberculose. Le taux de succès thérapeutique a atteint l’objectif de 85% en 2006 (84,7% en 
2005 et 82% en 2003) et le taux de dépistage est en progression avec 63% en 2007 (contre 
61% en 2006 et 53% en 2004), mais reste néanmoins en-dessous du taux de 70% fixé à la 
mise en place de la stratégie DOTS. 
Parallèlement à ce bilan global positif, l’OMS a constaté une multiplication des cas de co-
infection tuberculose/VIH et de tuberculose pharmacorésistante. Afin de faire face à ces 
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nouvelles problématiques et d’améliorer les bénéfices apportés par la stratégie DOTS 
(http://www.who.int/tb/dots/fr/), l’OMS a élaboré une nouvelle stratégie intitulée « Halte à la 
tuberculose ». Elle repose sur six composantes principales : 1. Poursuivre et renforcer une 
stratégie DOTS, 2. Lutter contre la co-infection Tuberculose/VIH et la pharmacorésistance, 3. 
Contribuer au renforcement des systèmes de santé, 4. Impliquer tous les soignants, 5. Donner 
aux patients et aux communautés la capacité d'agir, 6. Favoriser et promouvoir la recherche. 
Le but est d'obtenir une réduction significative des cas de tuberculose d'ici à 2015, avec pour 
objectif chiffré une réduction de la prévalence et de la mortalité de 50% par rapport à 1990, et 
d'ici 2050, une élimination de la tuberculose (un cas par million d’habitants). Et ceci, en 
assurant que tous les patients, y compris les cas de co-infection avec le VIH et les cas 
pharmacorésistants, bénéficient de l'accès universel à des diagnostics de qualité et à des 
traitements centrés sur le patient. Pour atteindre ces objectifs, cette stratégie prône également 
la mise au point de nouveaux outils efficaces pour prévenir, dépister et traiter la tuberculose 
(http://www.who.int/tb/strategy/fr/). En effet, les outils de lutte contre la tuberculose, qu’ils 
soient préventifs ou curatifs, rejoignent parfois l’idée occidentale de la maladie ; ils datent 
d’une autre époque ! Ils doivent donc être améliorés pour répondre au projet d’éradiquer la 
tuberculose à l’horizon 2050. 
I.C. La prévention vaccinale de la tuberculose  
I.C.1. Le vaccin BCG  
Le vaccin BCG (Bacille bilié de Calmette et Guérin) est encore à ce jour un des seuls 
moyens de prévention par vaccination disponible contre la tuberculose. Il s’agit d’une souche 
atténuée dérivée de Mycobacterium bovis obtenue en 1911 à l’Institut Pasteur par cultures 
successives sur milieu contenant des sels biliaires. Les premiers essais d’administration chez 
l’Homme remontent à 1921. Le BCG a prouvé son efficacité chez l’enfant, à qui il fournit une 
protection d’environ 80% contre les formes sévères de la tuberculose telles que la méningite 
tuberculeuse et tunerculose miliaire (Trunz et al., 2006) ; (Walker et al., 2006). Néanmoins, 
une analyse a montré que la protection n’était en moyenne que de 50% chez les adultes et 
qu’il existait une forte variabilité entre les différentes populations vaccinées (Colditz et al., 
1994) ; (Brewer, 2000). Des hypothèses ont été proposées pour expliquer ces inégalités : (i) 
une dérive génétique des souches vaccinales qui n’offrent pas la même protection (Ritz et al., 
2008) ; (ii) en zone tropicale la présence de mycobactéries environnementales possédant des 
motifs antigéniques communs avec la souche BCG provoquerait la mise en place d’une 
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Antibiotique Structure chimique Mécanisme d’action et cible Mutations associées à la résistance 
Isoniazide 
 
Inhibe la synthèse des acides 
mycoliques : Cible primaire 
InhA (énoyl-ACP réductase) 
Cibles secondaires : MabA 
katG (catalase-
peroxydase requis pour 
l’activation de l’INH), 
locus inhA  
Rifampicine 
 
Inhibe la transcription : sous-
unité β de l’ARN polymérase rpoB (ARN pol β)  
Ethambutol  
 
Inhibe la synthèse de 
l’arabinogalactane : 
arabinosyltransférase (EmbB) 
embB  
Pyrazinamide 
 
Inhibe FAS-I pncA (pyrazinamidase) 
Streptomycine  
 
Inhibe la synthèse des protéines : 
sous-unité 30S du ribosome 
rpsL (sous-unité 30S), 
rrs (ARNr 16S)  
 
Tableau 1 : Antituberculeux de première ligne (d’après Sacchettini et al., 2008) 
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immunité naturelle chez l’individu empêchant la mise en mémoire des antigènes plus 
spécifiques du complexe M. tuberculosis (Thom et al., 2008).  
I.C.2. Les nouvelles stratégies vaccinales 
La nécessité de développer de nouveaux vaccins pour poursuivre et renforcer la 
prévention contre la tuberculose est primordiale. Deux principaux axes de recherche sont 
suivis : (i) la première stratégie serait le remplacement de la souche vaccinale BCG par des 
souches plus efficaces comme par exemple des souches recombinantes de M. bovis ou 
d’autres souches mycobactériennes atténuées (Pym et al., 2003) ; (ii) la seconde voie serait 
d’améliorer la protection immunitaire du BCG conférée à l’enfant pour qu’elle persiste chez 
l’adulte, notamment par l’utilisation de sous-unités vaccinales fortement immunogènes.  
Si la prévention vaccinale contre la tuberculose reste un large champ d’investigation avec 
des défis aussi importants que la protection contre la tuberculose latente (Lin and Ottenhoff, 
2008), l’aspect curatif reste lui aussi en demande d’innovation. 
I.D. Le traitement de la tuberculose 
I.D.1. L’antibiothérapie, encore en attente d’un rajeunissement de 
ses « premières lignes » 
La tuberculose est une maladie qui se distingue de la plupart des infections bactériennes 
par la capacité du bacille tuberculeux à entrer dans une phase dite de « dormance » (voir 
introduction § II.B). Cet état se caractérise par une activité métabolique réduite qui limiterait 
l’action des antibiotiques (Wayne and Sohaskey, 2001), déjà diminuée par la très faible 
perméabilité de l’enveloppe des mycobactéries (Jarlier and Nikaïdo, 1994). Les thérapies 
antituberculeuses doivent donc être adaptées aux différents états physiologiques (actif ou 
dormant) du bacille. 
Le traitement actuel de la tuberculose active pulmonaire ou extra-pulmonaire suit un 
schéma thérapeutique de 6 mois. Il comprend deux phases successives : une phase initiale 
intensive de 2 mois avec une quadrithérapie associant isoniazide, rifampicine, éthambutol et 
pyrazinamide (Tableau 1). La seconde phase, dite de consolidation associe isoniazide et 
rifampicine pour une durée complémentaire de 4 mois. 
• L’isoniazide (hydrazide de l’acide isonicotinique ou INH), découvert en 1952, 
cible la protéine InhA, une énoyl-ACP réductase NADH-dépendante impliquée 
dans la biosynthèse des acides mycoliques (Banerjee et al., 1994). L’INH est une 
pro-drogue nécessitant une activation par une oxydation en formes électrophiles 
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réactives (Johnsson and Shultz, 1994). La catalase-peroxydase KatG (en présence 
de NADH (Nicotinamide Adénine Dinucléotide Réduit), d’ion Mn2+ et de 
l’oxygène de la molécule) favorise le processus d’inhibition de l’INH (Zabinski 
and Blanchard, 1997), dont la forme active se fixe alors sur la protéine InhA et 
engage une liaison covalente avec le NADH formant l’adduit l’isonicotinoyl-NAD 
au sein du site actif de l’enzyme (Rozwarski et al., 1998). 
• La rifampicine est un antibiotique découvert en 1963. Les composés de la famille 
des rifampicines inhibent la transcription des ARNm en interagissant avec la sous-
unité β de l’ARN polymérase codée chez M. tuberculosis par le gène rpoB 
(Gillespie, 2002). 
• L’éthambutol (EMB ; dextro-2,2’-(ethylenediimino)-di-1-butanol) est un inhibiteur 
des arabinosyl-transférases EmbA, B et C impliquées dans la biosynthèse de 
l’arabinogalactane, polymère osidique et constituant structural de l’enveloppe 
mycobactérienne (cf. introduction § III.B.2) (Takayama and Kilburn, 1989) ; 
(Belanger et al., 1996). L’EMB va entraîner la déstructuration de l’enveloppe 
externe de la mycobactérie, améliorant la pénétration des composés hydrophiles et 
leur action sur le bacille, comme les rifampicines qui lui sont associées en thérapie.  
• La pyrazinamide, à l’instar de l’INH est une pro-drogue activée par PncA, une 
pyrazinamidase catalysant la formation de la molécule active : l’acide 
pyrazinoïque (Frothingham et al., 1996). Il cible le système FAS I (Fatty Acid 
Synthase de type I) impliqué dans la biosynthèse des acides gras (Zimhony et al., 
2000). 
• La streptomycine est un antibiotique appartenant à la classe des aminosides (ou 
aminoglycosides). Ces composés inhibent la traduction des ARNm en protéines, 
en se fixant à l'ARN ribosomique 16S de la sous-unité 30S du ribosome. 
L’utilisation de ces antibiotiques de première ligne dans un schéma thérapeutique de 6 
mois, est efficace à la condition d'une rigueur parfaite du patient pour le suivi du traitement. 
En effet, une inobservance du traitement peut non seulement entraîner son échec mais aussi 
favoriser l'émergence et la dissémination de bacilles résistants. Les antituberculeux dits « de 
seconde ligne » (ex : fluoroquinolones, éthionamide) sont alors utilisés pour traiter ces 
souches résistantes à certains antituberculeux de premières lignes. Ces molécules sont parfois 
moins efficaces et possèdent souvent une posologie plus contraignante avec des effets 
secondaires particulièrement incommodants comme par exemple l'acide para-
 - 14 - 
 
Introduction bibliographique - La tuberculose : situation de la maladie au 21ème siècle - 
aminosalicylique (PAS), qui est rarement utilisé à cause d’intolérance gastro-intestinale chez 
les patients.  
Le phénomène de résistance est la résultante d’une adaptation du bacille qui lui permet de 
contourner les effets de l’antibiotique. Cette résistance peut être acquise de différentes 
manières, mais elle est souvent le fruit de mutations génétiques qui peuvent être observées au 
niveau de la séquence codante de la cible elle-même ou de sa région régulatrice (promoteur, 
répresseur). Il existe un autre cas où la résistance ne met pas en cause la cible, mais l’enzyme 
responsable de l’activation de la pro-drogue. En effet certains antituberculeux sont 
administrés sous forme de pro-drogue et leur activation sous forme de « drogue » est assurée 
par une enzyme de la mycobactérie. Ainsi, une mutation affectant l’enzyme réalisant cette 
étape provoque le même effet de résistance qu’une mutation touchant le gène de la cible elle-
même. La mutation dans le gène katG impliqué dans l’activation de l’INH est l’exemple le 
plus connu, sa mutation entraîne une résistance à l’isoniazide similaire à celle provoquée par 
une mutation dans le gène inhA.  
L’apparition à l’échelle mondiale de souches résistantes à au moins deux, voire la totalité 
des antibiotiques de première ligne et parfois même de seconde ligne est très alarmante et 
rend le traitement de telles infections particulièrement délicat. Pour contourner les 
phénomènes de résistance et de persistance, de nouvelles molécules doivent être découvertes. 
I.D.2. La découverte des nouveaux agents antituberculeux 
De nombreux composés sont en cours de développement, à des stades plus ou moins 
avancés dans les différentes phases d’essais cliniques (Sacchettini et al., 2008). Parmi ceux-ci, 
deux composés illustrent deux méthodes d’investigation : l’amélioration d’un médicament 
existant et la découverte d’une nouvelle molécule. 
• Un analogue de la rifampicine : la rifapentine a été découverte en 1975 et approuvée 
par la FDA en 1998 (Food Drug Administration, administration équivalente à 
l’Agence Française de Sécurité Sanitaire des Produits de Santé, AFSSAPS) pour le 
traitement de la tuberculose (Cricchio et al., 1975). Cette molécule est issue d’une 
fonctionnalisation du composé parent (la rifampicine) où une fonction cyclopentane 
vient remplacer le groupement méthyle sur la partie piperazinyl hydrazone de la 
rifampicine. Il a été démontré in vitro que cette molécule possédait une meilleure 
activité antituberculeuse que la molécule parente (Arioli et al., 1981) ; (Bemer-
Melchior et al., 2000) ; (Dickinson and Mitchison, 1987) et qu’elle disposait 
également d’une plus longue demi-vie plasmatique (Burman et al., 2001). Son 
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évaluation clinique a permis de déterminer dans quelle proportion la rifapentine 
pouvait diminuer la fréquence de prise d’antibiotique. Ce composé est également en 
essai clinique de phase III en combinaison avec l’INH pour le traitement des 
tuberculoses latentes notamment sur les enfants (Sacchettini et al., 2008). 
• Les Benzothiazinones ou 1,3-benzothiazin-4-ones (BTZ), sont une nouvelle classe 
d'agents antimycobactériens qui agit sur M. tuberculosis in vitro, ex vivo et dans le 
modèle murin de la tuberculose (Makarov et al., 2009). Cette molécule cible 
principalement la décaprénylphosphoryl-β-D-ribose 2'-épimérase DprE1 codé par le 
gène Rv3790 chez M. tuberculosis. Cette enzyme intervient dans la formation du 
décaprénylphosphoryl-arabinose. Ce précurseur est nécessaire à la biosynthèse de 
l’arabinogalactane qui est un composé majeur et essentiel de l’enveloppe des 
mycobactéries. A titre de comparaison, le BTZ est 1000 fois plus actif que 
l’éthambutol (EMB) qui cible pourtant la même voie métabolique. 
 
Le défi de la lutte contre la tuberculose ne se limite pas seulement à une course contre la 
résistance, il faut prendre en compte de nombreux autres facteurs comme : le phénomène de 
persistance, la compatibilité avec les traitements du VIH et enfin les effets secondaires de 
certains antituberculeux. Dans ce contexte actuel, il paraît donc indispensable de découvrir de 
nouvelles molécules répondant au mieux à l’ensemble de ces critères.  
La majeure partie de mon travail de thèse a consisté à caractériser une cible potentielle 
pour le développement de nouveaux antituberculeux et à mettre au point pour cette cible un 
test enzymatique compatible avec les techniques de criblage de molécules à haut débit. 
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II. Mycobacterium tuberculosis, l’agent étiologique de la 
tuberculose 
II.A. Caractéristiques de M. tuberculosis 
M. tuberculosis, l’agent étiologique de la tuberculose humaine a été découvert en 1882 par 
Robert Koch. Le bacille tuberculeux ou bacille de Koch (BK) appartient à l’ordre des 
Actinomycetales, au sous-ordre des Corynebacterineae et à la famille des Mycobacteriaceae 
comprenant un seul et unique genre Mycobacterium. Le sous-ordre des Corynebacterineae est 
anciennement retrouvé dans la littérature sous le nom de cluster CMN en référence aux 
familles principales qui le composent Corynebacteriaceae, Mycobacteriaceae et 
Nocardiaceae. On y retrouve également les familles Gordoniaceae et Tsukamurellaceae. Les 
Corynebacterineae sont des bactéries aérobies, à Gram-positif qui partagent la propriété de 
synthétiser des acides mycoliques, qui sont des acides gras alpha-ramifiés et béta-hydroxylés 
dont la longueur des chaînes hydrocarbonées varie en fonction du genre et de l’espèce (cf. 
introduction § IV). La définition du genre Mycobacterium repose sur trois critères : (i) l'acido-
alcoolo résistance des bacilles, (ii) le contenu en GC de l'ADN compris entre 61 et 71 %, et 
(iii) la synthèse d'acides mycoliques de 60 à 90 atomes de carbone libérant des esters de 
pyrolyse de 22 à 26 atomes de carbone (Shinnick and Good, 1994). Les espèces appartenant 
au genre Mycobacterium peuvent être divisées en deux groupes principaux selon leur temps 
de croissance : les espèces à croissance lente qui nécessitent plus de 7 jours pour former des 
colonies visibles sur des supports solides, et les espèces à croissance rapide qui exigent moins 
de 7 jours. Les espèces à croissance lente sont souvent pathogènes pour l'Homme ou les 
animaux alors que les espèces à croissance rapide sont habituellement considérées comme 
non pathogènes pour l'Homme, bien que d'importantes exceptions existent (Shinnick and 
Good, 1994). Ainsi on peut également distinguer au sein du genre Mycobacterium selon leur 
pathogénie 3 groupes : les mycobactéries pathogènes strictes pour l’Homme, les 
mycobactéries pathogènes opportunistes et les bactéries non pathogènes dites saprophytes 
présentes dans l’environnement. Dans le groupe des pathogènes stricts, on trouve 
Mycobacterium leprae, l’agent responsable de la lèpre et M. tuberculosis qui forme avec les 
espèces suivantes, Mycobacterium africanum, Mycobacterium bovis, Mycobacterium microti, 
Mycobacterium caprae, Mycobacterium pinnipedii, et Mycobacterium canettii, le sous-groupe 
appelé « complexe M. tuberculosis ». Les mycobactéries autres que celles du complexe M. 
tuberculosis sont communément regroupées sous le nom de mycobactéries non-tuberculeuses 
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Figure 1 : Physiopathologie de l’infection par M. tuberculosis. (d’après Kaufmann et McMicheal
 
2005)
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(NTM). Ce sont des pathogènes opportunistes de l’Homme responsables de pathologies 
notamment chez les sujets immunodéprimés (Wagner and Young, 2004) ou des espèces sans 
pathologie connue comme Mycobacterium smegmatis. 
 
Le bacille tuberculeux est une bactérie immobile à gram-positif se présentant sous forme 
de bâtonnet droit ou légèrement incurvé de 0,2-0,5 µm de largeur sur 2-4 µm de longueur. M. 
tuberculosis est un parasite intracellulaire qui partage avec les autres mycobactéries la 
caractéristique de posséder une forte teneur en lipides (40-60% du poids sec de la paroi) 
(Goren and Brennan, 1979), une spécificité conférant la propriété d’acido-alcoolo résistance 
aux mycobactéries et utilisée pour leur indentification en microscopie (coloration Ziehl-
Neelsen). Les mycobactéries conservent la coloration par la fuchsine phéniquée malgré 
l’action combinée de l’alcool et des acides, là où dans les mêmes conditions, toutes les autres 
bactéries sont décolorées. 
II.B. Infection de M. tuberculosis 
La tuberculose est principalement une infection pulmonaire qui débute généralement par 
l’inhalation d’aérosols contenant des bacilles tuberculeux. L’agent infectieux, M. tuberculosis 
parvient jusqu’aux alvéoles pulmonaires où les cellules immunitaires de l’individu infecté, 
notamment les macrophages, vont le phagocyter. Néanmoins, M. tuberculosis, possède de 
nombreux dispositifs pour échapper aux agressions du macrophage et survivre au sein même 
des cellules immunitaires. Ainsi, un individu réagira de trois manières différentes face à une 
infection de germes tuberculeux, en fonction de son âge, de son patrimoine génétique, et 
surtout de l’état de son système immunitaire (Figure 1) (Kaufmann and McMichael, 2005) : 
Cas (i) : le système immunitaire combat l’infection et le bacille tuberculeux est éradiqué, il 
s’agit d’un cas rare, voire inexistant.  
Cas (ii) : le système immunitaire est débordé par l’infection, la tuberculose se déclare chez 
l’individu infecté et il faut la traiter. Il s’agit du cas typique pour les sujets immunodéficients, 
séropositifs ou soumis à certains traitements médicaux. 
Cas (iii) : l’infection est ici contenue par le système immunitaire dans des structures 
complexes multicellulaires « les granulomes ». L’individu ne développe pas la maladie 
immédiatement, on parle ici de « primo-infection » et de « bacilles dormants ». Il s’agit du cas 
le plus fréquent, il survient pour environ 90% des personnes contaminées. Mais certains 
facteurs, comme par exemple une réinfection ou une immunodépression passagère, peuvent 
déstabiliser l’équilibre entre la charge bactérienne et le système immunitaire. Les structures de 
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confinement mis en place par le système immunitaire ne sont plus en mesure de circonscrire 
l’infection, la tuberculose se déclare, c’est la phase de réactivation. Cette particularité de M. 
tuberculosis de pouvoir entrer dans une phase dite de « dormance » participe à sa large 
dissémination dans le monde. L’OMS estime qu’un tiers de la population terrestre est infectée 
par des germes de M. tuberculosis dormants.  
 
Qu’il soit dormant ou métaboliquement actif, le bacille de Koch est protégé par une 
enveloppe qui forme une barrière de perméabilité aux solutés conférant aux mycobactéries 
une résistance naturelle aux antibiotiques et aux attaques de l’hôte. Cette enveloppe 
mycobactérienne complexe reste encore aujourd’hui un champ d’investigation scientifique 
important. 
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III. Architecture de l’enveloppe mycobactérienne 
III.A. Importance de l’enveloppe mycobactérienne 
(Daffé and Draper, 1998) ; (Daffé, 2008) 
L’enveloppe possède un rôle protecteur tout en représentant l’interface d’échange entre la 
mycobactérie et l’hôte. La structure très rigide de l’enveloppe est responsable de la forme des 
bactéries et leur permet de résister à la forte pression osmotique intracytoplasmique et aux 
mécanismes de défense de l’hôte. L’enveloppe constitue une barrière de perméabilité qui 
contrôle les transferts de nutriments et empêche la pénétration des antibiotiques, expliquant en 
partie la résistance des mycobactéries aux antibiotiques à large spectre. La composition 
biochimique particulière de cette enveloppe constituée de nombreux lipides et notamment des 
acides mycoliques, expliquerait cette faible perméabilité (Daffé and Draper, 1998). Les acides 
mycoliques sont des acides gras extrêmement longs, de 70 à 90 atomes de carbone chez M. 
tuberculosis, qui s’orienteraient perpendiculairement à la membrane plasmique (Jarlier and 
Nikaïdo, 1994) et formeraient une véritable barrière de diffusion hydrophobe (Brennan and 
Nikaido, 1995). La faible fluidité de l’enveloppe mycobactérienne limite également la 
diffusion des composés lipophiles au travers de l’enveloppe (Jarlier and Nikaïdo, 1994). La 
fluidité de l’enveloppe est en partie modulée par la structure des acides mycoliques qui la 
composent (longueur de la chaîne hydrocarbonée et groupements fonctionnels) (Liu et al., 
1996) ; (Dubnau et al., 2000). La couche externe empêcherait également la diffusion de 
molécules provenant de l’hôte dans les parties plus internes de l’enveloppe (Daffé and 
Etienne, 1999), prévenant ainsi les mécanismes de dégradation et de lyse habituels 
(notamment du peptidoglycane). L’enveloppe joue également un rôle important dans les 
mécanismes de pathogénie (Rastogi and David, 1988). Certains composés de l’enveloppe sont 
des acteurs majeurs de l’initiation des réactions immunologiques induites par le bacille chez 
l’hôte tel que le lipoarabinomannane ou les phénolglycolipides (PGL) (Britton and Triccas, 
2008). 
III.B. De la membrane plasmique à la capsule, une 
organisation de l’enveloppe atypique  
L’enveloppe des mycobactéries est constituée schématiquement de l’intérieur vers 
l’extérieur, d’une membrane plasmique, d’une paroi et d’une capsule. La caractérisation 
structurale des constituants de l’enveloppe mycobactérienne a fait l’objet d’abondants travaux 
depuis la moitié du XXème siècle et de nombreux modèles de son architecture ont été 
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Figure 2 :  Modèle d’organisation de l’enveloppe des mycobactéries (d’après Zuber et al., 2008 et 
Daffé & Draper 1998)
Au niveau de la mycomembrane, les acides mycoliques sont modélisé en Noir, en bleu foncé : les 
phospholipides (longueur 16- à 18- carbone), en bleu clair : les GPLs, en gris clair : les porines, en 
orange : les dimycolate de tréhalose,  en rouge : les monomycolate de tréhalose. Les acides 
mycoliques et les mycolates de tréhalose sont repliés selon la conformation proposée par Villeneuve et 
collaborateurs (Villeneuve et al., 2004 et 2007). Les phospholipides de la membrane plasmique sont 
représentés en orange et marron.
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proposés (Barksdale and Kim, 1977) ; (Minnikin, 1982) ; (Brennan and Nikaido, 1995). La 
technique de cryo-microscopie électronique en section vitreuse (CEMOVIS, Cryo-Electron 
Microscopy of VItreous Sections) a récemment permis de visualiser la structure fine de 
l’enveloppe et de mettre en évidence une bicouche lipidique appelée mycomembrane (ou 
membrane externe) (Zuber et al., 2008) ; (Hoffmann et al., 2008). L’épaisseur de la 
mycomembrane ou membrane externe a été estimée à 7-8 nm pour les mycobactéries. Ces 
valeurs sont compatibles avec les données structurales obtenues sur les protéines formatrices 
de canaux ioniques supposées être présentes dans cette membrane externe (Mahfoud et al., 
2006) ; (Faller et al., 2004), mais ne correspondent pas à la taille d’un acide mycolique 
linéaire (Zuber et al., 2008). Un repliement tridimensionnel des acides mycoliques en W 
(Villeneuve et al., 2005) ; (Villeneuve et al., 2007) a été proposé pour rendre l’épaisseur de la 
mycomembrane compatible avec la taille des acides mycoliques (Zuber et al., 2008). Cette 
structure conformationnelle particulière des acides mycoliques permet de schématiser la 
mycomembrane sous forme de bicouche lipidique (Figure 2) (Zuber et al., 2008). Ce modèle 
d’organisation de la mycomembrane associé aux données antérieures a permis de proposer 
une représentation plus fidèle de la complexité de l’architecture de l’enveloppe 
mycobactérienne (Figure 2). 
III.B.1. La membrane plasmique 
La membrane plasmique des mycobactéries est similaire à celles des autres bactéries. Elle 
est composée de lipides à tête polaire, principalement des phospholipides assemblés en 
bicouche lipidique en association avec des protéines pour constituer une barrière perméable 
entourant le cytosol. Les phospholipides de la membrane plasmique des mycobactéries sont 
constitués d’une extrémité polaire hydrophile et de deux chaînes d’acide gras. Les acides 
palmitique (C16:0), oléique (C18:1) et 10-méthyl octadécanoïque (ou tuberculostéarique C19r) 
sont les principaux acides gras qui entrent dans la composition de la membrane plasmique. 
Les principaux phospholipides présents au niveau de la membrane sont le 
phosphatidylinositol mannoside (PIM), le cardiolipide, le phosphatidylglycérol, le 
phosphatidylinositol et la phosphatidyléthanolamine. La membrane plasmique, bien que vitale 
pour les mycobactéries, joue peu de rôle dans les processus pathologiques. Des études ont 
montré qu’il n’existait pas de différence majeure entre la composition de la membrane 
plasmique des bactéries à croissance rapide et celle des bactéries à croissance lente (Minnikin, 
1982). 
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III.B.2. La paroi 
La paroi est séparée de la membrane plasmique par un espace périplasmique dont 
l’existence fut proposée par Daffé et Draper en 1998 et démontrée récemment grâce à 
l’utilisation de la cryo-microscopie électronique qui a permis de confirmer sa présence au sein 
de l’enveloppe (Zuber et al., 2008) ; (Hoffmann et al., 2008). La paroi est constituée du 
squelette pariétal (cell-wall skeleton : CWS) associé à une grande variété de molécules liées 
de manière non-covalente dont la majorité sont des lipides et des glycolipides (Daffé and 
Draper, 1998) (Figure 2).  
Le squelette pariétal définit la forme et la taille de la bactérie, il se compose du 
peptidoglycane lié de façon covalente à l’arabinogalactane, lui-même estérifié par les acides 
mycoliques. Au dessus de l’armature constituée par le squelette pariétal repose une deuxième 
couche de lipides de natures diverses appelés « lipides extractibles » (car non covalemment 
liés) formant avec les acides mycoliques, une pseudo-bicouche lipidique appelée 
mycomembrane (Figure 2). 
III.B.2.a Le peptidoglycane 
Le peptidoglycane est un hétérodimère de glycoaminopeptides qui confère rigidité et 
forme aux bacilles. Le domaine glycane est composé d’unités alternées de N-acétyl-β-
glucosamine et d’acide muramique, pouvant être N-glycosylées ou N-acétylées, liées en β-
1→ 4. La présence de résidus d’acide N-glycosyl muramique est spécifique aux 
mycobactéries (Petit et al., 1969; Petit et al., 1975). La fonction carboxyle des acides 
muraniques est liée à un tétrapeptide.  
Des ponts tétrapeptide (L-alanyl-D-isoglutaminyl-méso-diaminopiményl-D-alanine) liés à 
l’acide muramique permettent d’associer les chaînes glycanes entre elles et composent un 
réseau assurant la rigidité du peptidoglycane. Le peptidoglycane est lié par une liaison 
phosphodiester à l’arabinogalactane via un phosphodisaccharide « linker » (Lederer et al., 
1975) ; (McNeil et al., 1990). 
III.B.2.b L’arabinogalactane 
L’arabinogalactane est le composé pariétal majeur (35% du poids sec) dont la structure a 
été déterminée pour la première fois chez M. tuberculosis  (Daffé et al., 1990). Cet 
hétéropolysaccharide se compose d’une chaîne galactane principale constituée d’un polymère 
formé de D-galactofuranosyles liés alternativement en β-(1Æ5) et β-(1Æ6) sur laquelle sont 
branchées des chaînes arabinanes (polymère D-arabinofuranosyles α-(1Æ5) avec des 
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Figure 3 :  Structure de lipides spécifiques du bacille tuberculeux.
(A) Acide mycolique dicyclopropanique (ou α-mycolate) de M. tuberculosis.
(B) DIM A de M.tuberculosis (adapté Daffe & Laneelle, 1988). Les DIM sont formés d’un β-
diol à longue chaîne carbonée (le phtiocérol) estérifié par deux chaînes d’acides gras 
polyméthyles ramifiés, les acides mycocérosiques.
(C) PGL-tb de M. canetti (Daffe et al., 1987). Le PGL possède une structure comparable à
celles des DIMs, excepté la présence supplémentaire d’un noyau phénol reliant la chaîne de 
phtiocérol à un trisaccharide, le 2,3,4-tri-O-méthyl L-fucopyranosyl α(13)L-
rhamnopyranosyl α(13) 2-O-methyl αL rhamno-pyranosyl. 
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ramifications en positions 3 tous les 4 résidus environ) au nombre de 3 chez M. tuberculosis. 
Les domaines arabinanes se terminent par un motif hexaarabinofuranosyl dont 2/3 des 
extrémités pentaarabinosyl non-réductrices sont estérifiées par des acides mycoliques chez M. 
tuberculosis (McNeil et al., 1991). 
III.B.2.c La mycomembrane 
La mycomembrane est une pseudo-bicouche lipidique composée des acides mycoliques 
(Figure 3 A) estérifiés à l’arabinogalactane (« lipides liés ») (le feuillet interne) et des lipides 
dits « extractibles » (le feuillet externe) (Figure 2). Les lipides « extractibles » ne sont pas liés 
de manière covalente à l’armature pariétale mais simplement associés par interaction 
hydrophobe et peuvent être extraits par les solvants organiques. La composition des lipides 
extractibles varie selon les espèces ; on trouve entre autres chez M. tuberculosis :  
 
o Des lipides à tréhalose, comme les mono et dimycolates de tréhalose (MMT et 
DMT), les diacyltréalose (DAT), les polyacyltréhaloses (PAT) et les 
sulfolipides. 
 
o Des cires constituées de phtiocérol et dérivés comme les dimycocérosates de 
phtiocérol (DIM) et les dimycocérosates de phénolphtiocérol glycosylé, 
également appelés phénolglycolipides ou PGL-tb chez certaines espèces 
(Figure 3 B & C). Les DIM sont rencontrés principalement chez les 
mycobactéries pathogènes (Daffé and Laneelle, 1988). La description d’une 
souche naturellement déficiente en DIM, dont la virulence était atténuée chez 
le cobaye (Goren et al., 1974), a permis d’associer très tôt ce composé à la 
pathogénie du bacille tuberculeux. Ces lipides contribuent à la barrière de 
perméabilité de l’enveloppe et à la virulence (Astarie-Dequeker et al., 2009) ; 
(Camacho et al., 2001) ; (Cox et al., 1999) ; (Rousseau et al., 2004). 
 
o Des lipides à mannose sont présents dans l’enveloppe comme le 
phosphatidylinositol mannoside (PIM), le lipomannane (LM) et le 
lipoarabinomannane (LAM). 
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III.B.3. La couche externe ou capsule 
La couche la plus externe de l’enveloppe des mycobactéries est appelée capsule chez les 
espèces pathogènes. Elle a été mise en évidence, de manière indirecte (présence d’un halo) en 
1959 (Chapman 1959). Depuis, de nombreuses études ont permis de préciser la composition 
de cette capsule qui varie selon les espèces. La capsule de M. tuberculosis est composée de 
polysaccharides (majoritairement l’α-D-glucane) (30-55%), de protéines (40-55%) et de 
lipides (3-8%) (Daffé and Draper, 1998). La capsule serait impliquée dans la pathogénie des 
mycobactéries (Gagliardi et al., 2007) ; (Geurtsen et al., 2009) et dans leur résistance active 
aux mécanismes microbicides de l'hôte, en jouant le rôle d’une barrière passive faisant 
obstacle à la diffusion de macromolécules vers les parties intérieures de l'enveloppe (Daffé 
and Etienne, 1999). 
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Figure 4 :  Structure des acides mycoliques (adapté de Marrakchi et al., 2008)
(A) Schéma illustrant la pyrolyse d’un acide mycolique en « méroaldéhyde » (chaîne principale 
ou chaîne méromycolique) et en acide gras (ou chaîne alpha) par une réaction similaire à l’inverse de 
la condensation de type Claisen. 
(B) Structure d’acide corynomycolique en C32 de Corynebacterium diphtheriae. La pyrolyse libère un 
acide gras en C16  et un « méroaldéhyde » en C16 .
(C) Structure d’acide mycolique dicyclopropanique (ou α-mycolate) de M. tuberculosis. La pyrolyse 
de cet acide gras en C80 libère principalement un acide gras en C26 et un « méroaldéhyde » en C54.
R indique la stéréochimie des carbones 2 (ou α) et 3 (ou β). D et P indiquent, respectivement, les 
positions distale et proximale des groupements fonctionnels.
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IV. Les acides mycoliques, armature essentielle de 
l’enveloppe des Mycobactéries 
 
Les acides mycoliques sont des composés majeurs et spécifiques de l’enveloppe des 
Corynebacterineae (sous ordre comprenant les genres Mycobacterium, Corynebacterium, 
Rhodococcus, Nocardia, Gordona, Tsukamurella). Les acides mycoliques sont présents d’une 
part au niveau du squelette pariétal de l’enveloppe liés à l’arabinogalactane, et d’autre part, 
associés au tréhalose ou au glycérol pour former les dimycolates de tréhalose (DMT) ou 
« Cord-Factor » (CF), les monomycolates de tréhalose (MMT) ou les monomycolates de 
glycérol. Les acides mycoliques sont présents chez toutes les espèces des Corynebacterineae, 
et jouent un rôle essentiel dans l’architecture et la perméabilité de l’enveloppe. La première 
structure de ces acides gras a été définie à partir des acides mycoliques de Corynebacterium 
diphteriae comme étant un acide 2R-tétradécyl, 3R-hydroxy octadécanoïque (Figure 4B) ; 
cette stéréochimie est conservée pour les acides mycoliques chez les corynébactéries, 
nocardia et mycobactéries (Figure 4B & 4C) (Asselineau and Asselineau, 1966) ; (Asselineau 
et al., 1970). Par la suite, la structure des acides mycoliques a été largement étudiée et leur 
spécificité caractérisée pour les différents genres, avec par exemple une longueur de chaîne de 
22 à 38 atomes de carbone pour les acides corynomycoliques du genre Corynebacterium 
(Figure 4B) (De Briel et al., 1992) , 46 à 60 pour le genre Nocardia (Nishiuchi et al., 1999) et 
60 à 90 pour le genre Mycobacterium (Chun et al., 1997) (Figure 4C). De manière 
intéressante, les acides mycoliques des genres autres que Mycobacterium présentent une 
structure simple avec un nombre variable de doubles liaisons. Au contraire, les acides 
mycoliques mycobactériens (aussi appelés acides eumycoliques) présentent une importante 
diversité de structure (Figure 5) pour revue (Marrakchi et al., 2008). 
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Type de d'acide mycolique                                                                     Structure                                                                                         Espèces Mycobacterium
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Figure 5 :  Structure des principaux acides mycoliques (Marrakchi et al., 2008)
Les annotations cis
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indiquent la conformation des insaturations (double liaisons ou
 
cyclopropanes) aux positions distale ou proximale. Les «
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»
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les groupements fonctionnels sur la chaîne méromycolique sont également 
précisées.
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IV.A. Diversité des structures des acides mycoliques chez les 
mycobactéries  
Les acides mycoliques mycobactériens sont des acides gras α-ramifiés et β-hydroxylés 
constitués d’une chaîne principale ou méromycolique en C40-C60 et d’une chaîne latérale ou 
alpha en C22-C26 (Asselineau and Lederer, 1950) (Figure 4C). La chaîne principale porte des 
groupements fonctionnels variés, localisés à deux positions dites proximale et distale 
(fonction respectivement la plus proche et la plus éloignée de la fonction carboxyle) (Figure 
4C). Selon la nature de ces groupements fonctionnels, qui peuvent correspondre à des 
cyclopropanes, des doubles liaisons et/ou des fonctions oxygénées, on distingue plusieurs 
types d’acides mycoliques (Figure 5). Les acides α-mycoliques sont les acides mycoliques 
majoritaires, ils possèdent deux cyclopropanes ou deux doubles liaisons et peuvent aussi avoir 
des ramifications méthyles en α de ces fonctions. En plus des acides α-mycoliques, la plupart 
des mycobactéries possèdent des acides mycoliques disposant d’une fonction oxygénée en 
position distale de la chaîne méromycolique toujours accompagnée d’une fonction méthyle en 
position vicinale. Les fonctions oxygénées peuvent être de différentes natures, on distingue 
alors les acides cétomycoliques (cétone), méthoxymycoliques (méthoxyle), 
hydroxymycoliques (alcool), époxymycoliques (époxyde) et les cires ou « wax » portant une 
fonction ester.  
La composition en acides mycoliques de l’enveloppe varie en fonction des espèces. Ainsi, 
chez M. tuberculosis, les acides mycoliques de type α-mycolate, cétomycolate, 
méthoxymycolate et hydroxymycolate (en très faible quantité) sont présents et caractérisent 
l’espèce (Figure 5). Les modifications de la chaîne méromycolique seraient impliquées dans 
la virulence et la pathogénie. L’implication de la cyclopropanation cis proximale des α-
mycolates dans la persistance et la virulence de M. tuberculosis a été démontrée chez la souris 
(Glickman et al., 2000). Les acides mycoliques oxygénés interviendraient au niveau de la 
fluidité de l’enveloppe, de la virulence et de la persistance du bacille tuberculeux (Dubnau et 
al., 2000) ; (Yuan et al., 1998) ; (Peyron et al., 2008). 
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Figure 6 : Structure des acides gras et de leur forme dérivée.
(A) acide gras, (B) Acyl-CoA (Coenzyme A), (C) Acyl-ACP (Acyl Carrier Protein). Le bras P-pant ou 
4’phosphopantéthéine
 
fixé
 
sur l’ACP est une modification post-traductionnellement qui provient du 
Coenzyme A. (R représente la chaîne hydrocarbonée). 
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IV.B. La voie de biosynthèse des acides mycoliques chez M. 
tuberculosis 
La synthèse des acides mycoliques résulte d’une condensation de type Claisen entre deux 
chaînes d’acides gras (Figure 4A) de taille similaire dans le cas des corynébactéries (C16-C18) 
(Figure 4B), d’un acide gras en C60 (appelée chaîne méromycolique) et d’un acide gras en 
C24-C26 (à l’origine de la ramification) dans le cas des mycobactéries (Figure 4C). Depuis leur 
découverte en 1950 par Asselineau et Lederer (Asselineau and Lederer, 1950), de nombreuses 
étapes de la voie de biosynthèse des acides mycoliques ont été caractérisées. La biosynthèse 
des acides mycoliques peut être schématiquement divisées en trois grandes étapes (Figure 7) : 
(i) La synthèse et l’élongation des précurseurs des acides mycoliques, (ii) l’élongation et 
l’introduction de modifications structurales de la chaîne méromycolique, (iii) la condensation 
entre les deux chaînes d’acides gras. 
IV.B.1. La biosynthèse des précurseurs  
La biosynthèse des précurseurs des acides mycoliques fait intervenir les systèmes FAS 
(Fatty Acid Synthase) qui réalisent la synthèse d’acides gras. D’une manière générale, la 
biosynthèse des acides gras est réalisée par plusieurs cycles successifs de quatre réactions 
enzymatiques : condensation, réduction, déshydratation et réduction, qui aboutissent à l’ajout 
de deux carbones à la chaîne hydrocarbonée. Les systèmes enzymatiques impliqués dans la 
synthèse des acides gras correspondent à deux systèmes apparentés mais distincts, les 
systèmes FAS. Le système de novo FAS de type I (FAS-I) correspond à une protéine 
multifonctionnelle retrouvée chez les eucaryotes à l’exception des plantes. Le système FAS de 
type II (FAS-II), constitué de plusieurs enzymes monofonctionnelles associées en complexe, 
est présent chez les bactéries, les chloroplastes des plantes, les apicoplastes de parasites et les 
mitochondries des cellules eucaryotes. Au cours de leur synthèse, les acides gras (Figure 6A) 
sont généralement liés à un « transporteur » tel que le CoenzymeA (Figure 6B) ou l’ACP 
(Acyl Carrier Protein) (Figure 6C) pour faciliter leur solubilité dans le cytoplasme. La chaîne 
acyle des acyl-CoA ou acyl-ACP est reliée par une liaison thioester entre l’oxygène de la 
fonction acide et le soufre du groupement thiol du bras 4’phosphopantéthéine du transporteur. 
De manière intéressante, les systèmes de synthèse d’acides gras FAS sont spécifiques d’un 
certain type de transporteurs, ACP ou CoA. 
Les mycobactéries ont la particularité de posséder en plus du système FAS-II, 
classiquement rencontré chez les procaryotes, un système FAS de type I impliqué dans la 
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Figure 7 :  Modèle de la biosynthèse des acides mycoliques chez les mycobactéries (Marrakchi et 
al., 2008)
La biosynthèse des acides mycoliques débute avec la synthèse de novo et l’élongation des acides gras 
réalisé par les systèmes de synthèse d’acides gras, les Fatty acid synthase FAS-I et II. FAS-II serait 
impliqué dans l’allongement et la modification du précurseur de la chaîne méromycolique. Le 
précurseur de la branche α est directement issu de FAS-I. L’étape de condensation est réalisée entre la 
chaîne méromycolique activée et la branche α carboxylée, elle est suivie d’une réduction qui aboutie à
la formation des acides mycoliques matures.
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synthèse de novo. Ces deux systèmes FAS diffèrent par leur organisation moléculaire, leur 
spécificité de substrat et d’accepteur. 
IV.B.1.a Le système FAS-I mycobactérien 
Le système FAS-I mycobactérien catalyse la synthèse de novo, en utilisant comme 
précurseur l’acétyl-CoA et comme unité d’élongation le malonyl-CoA (Bloch, 1977) ; 
(Fernandes and Kolattukudy, 1996). La protéine FAS-I mycobactérienne est codée par un seul 
gène fas (Rv2524c). Elle présente une organisation en 7 domaines distincts : acyltransférase, 
énoyl-réductase, β-hydroxyacyl déshydratase, malonyl/palmitoyl transférase, ACP, β-cétoacyl 
réductase, β-cétoacyl synthase, correspondant aux activités catalytiques requises pour la 
biosynthèse des acides gras (Bloch, 1977) ; (Fernandes and Kolattukudy, 1996). Ce système 
FAS-I présente la particularité de posséder un domaine malonyl/palmitoyl transférase 
probablement impliqué dans le transfert de la chaîne acyle sur le CoenzymeA (Fernandes and 
Kolattukudy, 1996). Ainsi, contrairement aux autres systèmes FAS-I qui synthétisent des 
acides gras libres, le FAS-I mycobactérien produit des acyl-CoA dont la distribution est 
bimodale, avec majoritairement des acyl-CoA en C16-C18 (classiquement observé pour la 
synthèse de novo), mais également des acyl-CoA en C24-C26. Les produits de FAS-I ont 
probablement plusieurs devenirs : (i) ils entrent communément dans la composition de la 
membrane plasmique sous forme de phospholipides, (ii) ils peuvent servir de précurseur pour 
des voies de biosynthèse faisant intervenir des systèmes de type polykétides synthases (Cole 
et al., 1998) ; (Kolattukudy et al., 1997). En ce qui concerne la biosynthèse des acides 
mycoliques, les produits de FAS-I serviraient à la fois de précurseurs de la chaîne 
méromycolique, les acyl-CoA en C16-C18 étant pris en charge puis rallongés par le système 
FAS-II et dans le même temps, les acyl-CoA en C24-C26 constitueront la chaîne latérale des 
acides mycoliques après carboxylation par le complexe Acyl-CoA Carboxylase (ACCase) 
(Figure 7). 
Peu de données sont connues sur la régulation du système FAS-I mycobactérien, mais il a 
été suggéré que l’activité d’élongation du C16-CoA du système FAS-I, pourrait être régulée 
par rétro inhibition. Le C16-CoA a forte concentration (5µM) dissocierait la structure 
quaternaire (6 à 8 monomères) de l’enzyme en sous unités inactives par effet détergent 
(Bloch, 1977). La dissociation de FAS-I est réversible et la réversion est facilitée par des 
polysaccharides méthylés (polymères de 3-O-méthylmannose et de 6-O-méthylglucose) 
(Bloch, 1977) qui complexent les acyl-CoA et lèvent ainsi la rétro inhibition. Ils seraient 
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également capables de modifier la distribution bimodale en faveur des acides gras en C16-C18, 
(Bloch, 1977) ; (Papaioannou et al., 2007) ; (Jackson and Brennan, 2009). 
IV.B.1.b Le système d’élongation FAS II chez les mycobactéries 
Le système FAS-II mycobactérien est constitué de plusieurs enzymes monofonctionnelles 
indépendantes associées en complexe, dont les activités sont dépendantes de l’ACP (présent 
sous forme libre contrairement à FAS-I où l’ACP est un domaine). L’AcpM ou ACP 
mycobactérien, codé par le gène Rv2244, assure le transfert des chaînes acyles intermédiaires 
entre les enzymes de FAS-II. L’AcpM peut se présenter sous une forme inactive dite « apo-
AcpM » et doit alors être activé via une modification post-traductionnelle 
(4’phosphopantéthéine ou bras P-pant) pour adopter sa forme active dite « holo-AcpM » 
(Figure 6C). Cette activation est réalisée par l’holo-ACP synthase (AcpS) qui catalyse le 
transfert du groupement phosphopantéthéine du coenzyme A sur l’apo-AcpM (Chalut et al., 
2006). L’holo-AcpM est responsable du transport des différents intermédiaires réactionnels au 
cours de leur élongation par FAS-II (Figure 8A). De manière intéressante l’AcpM se 
caractérise, par rapport aux autres ACP bactérien, par une extension C-terminale spécifique 
(Zhang et al., 2003) qui semblerait jouer un rôle important dans le transfert des très longues 
chaînes (Schaeffer et al., 2001). L’AcpM serait probablement le transporteur de la très longue 
chaîne méromycolique des acides mycoliques (Takayama et al., 2005). 
(L’ACP désigne l’AcpM dans la suite de la description du système FAS-II mycobactérien) 
Le système FAS-II mycobactérien est incapable de réaliser la synthèse de novo à partir 
d’acétyl-CoA, contrairement aux autres systèmes FAS-II bactériens (Odriozola et al., 1977), 
mais catalyse in vitro, l’élongation d’acyl-CoA (C12-C18) en acyl-ACP de C18 à C30 (Bloch, 
1977). La formation d’acides gras d’une longueur de chaîne allant jusqu’à 56 atomes de 
carbone a été mise en évidence dans un extrait cytosolique de M. tuberculosis H37Ra 
(Qureshi et al., 1984). L’élongation de la chaîne acyl-ACP se déroule en cycles successifs de 
quatre étapes (condensation, réduction, déshydratation et réduction), en utilisant comme 
précurseur les acyl-CoA synthétisés par FAS-I et comme unité d’élongation le malonyl-ACP 
(Figure 8A). Le malonyl-ACP est obtenu par transfert du groupe malonate du malonyl-CoA 
sur l’ACP, réaction catalysée par la malonyl-CoA:ACP transacylase (MtFabD). Pour réaliser 
le cycle d’élongation complet, aboutissant à l’ajout de deux carbones à la chaîne acyle initiale, 
quatre enzymes, catalysant chacune une étape du cycle de FAS-II, sont nécessaires (Figure 
8A) : 
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Figure 8 : Le système FAS-II mycobactérien (d’après Marrakchi et al., 2008, Sacco et al., 2007)
L’annotation ACP correspond ici à
 
l’AcpM. 
(A) Le cycle se déroule selon le schéma suivant : La malonyl-CoA:ACP transacylase (MtFabD) 
convertit le malonyl-CoA en malonyl-ACP qui est l’unité
 
d’élongation du système FAS-II. La
 
 
première étape du cycle FAS-II est la condensation du malonyl-ACP et des acyl-CoA issus du système 
FAS-I par la β-cétoacyl-ACP synthase, KasIII (étape 0). Le β-cétoacyl-ACP est ensuite réduit par la 
réductase MabA (1) en β-hydroxyacyl-ACP, qui est transformé
 
en 2-trans énoyl-ACP par les 
déshydratases HadAB/HadBC (2). La dernière étape du cycle FAS-II est catalysée par l’énoyl-ACP 
réductase InhA (3). Les β-cétoacyl-ACP synthases KasA et KasB assurent la poursuite du cycle FAS-
 
II (4) en remplaçant KasIII.
(B) Modèle des rôle des couples Had/Kas au cours de l’élongation de la chaîne méromycolique. 
KasA/HadAB seraient impliquées dans les premières étapes de FAS-II, jusqu’à
 
une longueur de 
chaîne de 32 à
 
42 atomes de carbone. KasB/HadBC assureraient l’élongation jusqu’à
 
la longueur 
finale de la chaîne méromycolique.
Etape 0
12
3 4
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(Condensation) La synthèse des acides gras est initiée par une réaction de condensation de 
type Claisen entre le malonyl-ACP et l’acyl-CoA, catalysée par la β-cétoacyl-ACP synthase 
III (Kas III ou MtFabH) pour former un β-cétoacyl-ACP (Etape 0 Figure 8A). Les cycles 
suivants d’élongation sont initiés par les β-cétoacyl-ACP synthases (ou condensases) KasA et 
KasB qui permettent l’ajout de deux carbones en catalysant la condensation entre l’acyl-ACP 
et le malonyl-ACP pour former un β-cétoacyl-ACP (Etape 4 Figure 8A). L’étude enzymatique 
in vitro des deux condensases a mis en évidence que KasA était capable de fournir des 
produits d’une longueur de 40 atomes de carbone et que KasB assurait la synthèse d’acides 
gras d’une longueur moyenne de 54 carbones (Slayden and Barry, 2002), suggérant ainsi 
fortement que FAS-II allongerait la chaîne acyle jusqu’à la longueur finale de la chaîne 
méromycolique. De plus, au vu des différences de spécificité de substrat observés pour ces 
deux condensases, il a été proposé que la protéine KasA serait impliquée dans les premiers 
cycles d’élongation jusqu’à une longueur de chaîne de 40 carbones, où Kas B prendrait le 
relais assurant la fin de la synthèse de la chaîne méromycolique (Kremer et al., 2002) (Figure 
8B). Cette hypothèse a été confirmée par l’étude des mutants de délétion du gène kasB chez 
Mycobacterium marinum (Gao et al., 2003) et chez M. tuberculosis (Bhatt et al., 2007). La 
perte de fonction se traduit par une diminution de la longueur des chaînes méromycoliques, 
respectivement 2 à 4 et jusqu’à 6 atomes de carbone pour M. tuberculosis. Des travaux récents 
ont également montré que la régulation de l’activité de ces deux protéines serait modulée par 
phosphorylation/déphosphorylation de façon opposée, la phosphorylation réduisant l'activité 
de KasA alors qu’elle améliore l’activité de KasB (Molle et al., 2006).  
 
(Réduction) (Etape 1 Figure 8A) Le dérivé β-cétoacyl-ACP est réduit, par la β-cétoacyl-ACP 
réductase NADPH-dépendante MabA, en β-hydroxyacyl-ACP. 
 
(Déshydratation) (Etape 2 Figure 8A) Le β-hydroxyacyl-ACP est déshydraté en 2-trans-
énoyl-ACP, probablement par les hétérodimères HadAB et HadBC (Rv0635-Rv0636-Rv0637) 
(Sacco et al., 2007). Une régulation de ces deux hétérodimères par 
phosphorylation/déphosphorylation selon un schéma similaire à celui des condensase KasA et 
KasB a été proposé (Figure 8B). L’hétérodimère HadAB pourrait être ainsi spécifique des 
acides gras à courte chaîne alors que HadBC serait impliqué dans l’élongation des acides gras 
à longue chaine. Des travaux récents ont suggéré d’autres candidats potentiels pour cette étape 
de déshydratation (Gurvitz et al., 2009), dont l’appartenance au système FAS-II 
mycobactérien reste à démontrer. 
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Nom  
Modification introduite 
(Mycolate synthétisés) 
Position Références 
PcaA (UmaA2) Cyclopropane cis (α-mycolates) Proximale Glickman et al., 2000 
UmaA1 
Groupement méthyle (α’-mycolate et 
époxymycolate) 
Proximale Laval et al., 2008 
CmaA2 Cyclopropane trans (méthoxy- et cétomycolate) Proximale 
Glickman et al., 2001 
Rao et al., 2006 
MmaA1  
Introduction d’un groupement méthyle en 
position vicinale des doubles liaisons ou 
cyclopropane (méthoxy- et cétomycolate) 
Proximale Yuan et al., 1997 
MmaA2  
Cyclopropane cis (α-mycolates, Distale) 
Cyclopropane cis (méthoxymycolate, Proximale) 
Distale et 
Proximale Glickman et al., 2003 
MmaA3 Groupement méthoxyle (méthoxymycolate) Distale 
Yuan and Barry, 1996 
Dubnau et al., 1998 
MmaA4 
(Hma) 
Ramification méthyle et fonction alcool 
secondaire en position vicinale (méthoxy-, céto- 
et hydroxymycolate,) 
Distale 
Boissier et al., 2006 
Dao et al., 2008 
Alahari et al., 2009 
CmaA1 Cyclopropane cis (α-mycolates) Distale Huang et al., 2002 
Tableau 2 : Tableau récapitulatif des 8 méthyl transférases à acides mycoliques (MA-
MT) impliquées ou potentiellement impliquées dans l’introduction de groupements 
fonctionnels sur la chaîne méromycolique des mycobactéries. 
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(Réduction) (Etape 3 Figure 8A) la réduction du 2-trans-énoyl-ACP en acyl-ACP est 
catalysée par une 2-trans-énoyl-ACP réductase NADH-dépendante, InhA (Quemard et al., 
1995). 
IV.B.2. L’introduction des groupements fonctionnels de la 
chaîne méromycolique 
Le mécanisme d’introduction des groupements fonctionnels sur la chaîne méromycolique 
n’est pas encore connu, mais il serait vraisemblablement réalisé en deux étapes : 
l’introduction de la double liaison cis en position distale et proximale par un mécanisme 
encore non élucidé, suivie par la mise en place des groupements fonctionnels par les méthyl 
transférases à acides mycoliques (Barry et al., 1998). Pour expliquer l’introduction de ces 
doubles liaisons cis, deux hypothèses ont été proposées : (i) l’action de désaturases sur la 
chaîne méromycolique ou (ii) la mise en place d’un mécanisme de 
déshydratation/isomérisation intervenant au cours de l’élongation de la chaîne méromycolique 
par FAS-II (Yuan et al., 1998) ; (Barry et al., 1998). L’analyse du génome de M. tuberculosis 
a permis d’identifier EchA10 et EchA11 comme des trans-2-cis-3-enoyl-ACP isomérases 
putatives ainsi que trois désaturases aérobies potentielles, codées par les gènes desA1, A2 et 
A3 (Cole et al., 1998). Néanmoins, seul le rôle de la protéine DesA3 qui interviendrait dans la 
biosynthèse de l’acide oléique (Phetsuksiri et al., 2003) a été caractérisé jusqu’à présent. 
L’introduction des groupements fonctionnels de la chaîne méromycolique est catalysée 
par les méthyl transférases. Les enzymes de cette famille transfèrent le groupement méthyle 
de la SAM (la S-adénosylméthionine) vers la fonction éthylène cis pour conduire à la 
formation de fonctions oxygénées (branchement méthyle adjacent en trans) ou de 
cyclopropane(s). L’analyse du génome de M. tuberculosis a permis d’identifier 8 gènes 
codant des méthyl transférases impliquées dans la biosynthèse des acides mycoliques 
également appelées MA-MT (Tableau 2 et Figure 5). Les groupements fonctionnels seraient 
probablement introduits au cours de l’élongation de la chaîne méromycolique, avant l’étape 
de condensation mycolique. Néanmoins, les données expérimentales n’ont jusqu’à présent pas 
permis de totalement démontrer cette hypothèse. 
IV.B.3. La condensation mycolique 
L’étape clé de la biosynthèse des acides mycoliques qui conduit à la formation du « motif 
mycolique » (α-ramification, β-hydroxylation) consiste en une condensation de type Claisen 
entre deux acides gras à longue chaîne (Figure 4). Pour cette réaction, les deux acides gras 
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Figure 9 : Modèle proposé pour l’étape finale de condensation de la chaîne méromycolique 
avec la chaîne alpha aboutissant à la formation des acides mycoliques (Marrakchi et al., 2008)
Le R1 de la chaîne méromycolique correspond à une chaîne hydrocarbonée en : C40-C60, R2 de la 
branche α correspond à C22-C24. X, X1 et X2 correspondent à des transporteurs (non encore 
identifiés) sur lesquels sont vraisemblablement fixés la chaîne méromycolique et le α-alkyl β-
cétoester synthétisé. L’acyl-AMP ligase FadD32 active la chaîne méromycolique sous forme 
d’acyl-AMP et l’acyl-CoA carboxylase [AccD4 + AccA3] catalyse la carboxylation de la chaîne 
α. Pks13 catalyse la condensation de ces deux substrats conduisant à la formation du β-cétoester, 
qui est ensuite réduit par CmrA pour former l’acide mycolique mature.
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subissent au préalable une activation différente selon qu’il s’agit de la chaîne méromycolique 
ou de la chaîne acyle à l’origine de la ramification (Gastambide-Odier and Lederer, 1960) ; 
(Walker et al., 1973) ; (Prome et al., 1974). La formation d’une liaison carbone-carbone par 
une condensation de type Claisen est une réaction catalysée par des enzymes de condensation 
ou « condensases » dans les voies de biosynthèse des acides gras et des polykétides. 
IV.B.3.a La réaction de condensation mycolique 
Un seul et unique gène codant une polykétide synthase (Pks) est conservé chez toutes les 
espèces des Corynebacterineae : pks13 (Rv3800c chez M. tuberculosis H37Rv).  
L’implication de Pks13 dans la biosynthèse des acides mycoliques a ainsi pu être 
démontrée en utilisant un mutant de délétion chez C. glutamicum (Portevin et al., 2004). Le 
mutant C. glutamicum Δpks13 ne synthétise plus d’acides mycoliques et présente une 
altération majeure de la structure de l’enveloppe. En effet, la biosynthèse des acides 
mycoliques n’est pas essentielle chez les corynébactéries, contrairement aux mycobactéries. 
L’utilisation chez M. smegmatis d’un mutant conditionnel de pks13 comportant une copie 
extra-chromosomique du gène dans un plasmide thermosensible, a permis de démontrer son 
implication dans la biosynthèse des acides mycoliques et son essentialité chez les 
mycobactéries (Portevin et al., 2004). La polykétide synthase 13 (Pks13) est responsable de la 
réaction de condensation mycolique chez les Corynebacterineae (Portevin et al., 2004). Pks13 
est une protéine de 186 kDa faisant partie de la famille des polykétides synthases de type I, 
possédant 4 domaines nécessaires à l’activité de condensation : ACP (acyl carrier protein 
domain), KS (cétoacyl synthase), AT (acyl transférase), et TE (thioestérase) ainsi qu’un 
second domaine ACP disposé à l’extrémité N-terminale de la protéine. L’activité de Pks13 
dépend d’une modification post-traductionnelle introduite par la phosphopantéthéine 
transférase (PptT) qui catalyse le transfert d’un groupement prosthétique phosphopantéthéine 
du coenzyme A sur les deux domaines ACP (Chalut et al., 2006). 
La réaction de condensation mycolique proprement dite est précédée par une étape 
d’activation des deux substrats de la condensase Pks13. L’acide gras précurseur de la chaîne 
méromycolique est activé par l’acyl-AMP ligase FadD32 (Trivedi et al., 2004) ; (Portevin et 
al., 2005), tandis que le précurseur alkylmalonyl-CoA de la chaîne α est produit par le 
complexe Acyl-CoA carboxylase (AccD4 + AccA3) (Portevin et al., 2005) ; (Gande et al., 
2004). La protéine Pks13 catalyse la condensation de Claisen entre les 2 substrats activés pour 
produire l’intermédiaire α-alkyl β-cétoester (Figure 9). Par homologie avec les domaines TE 
des NRPS (Non Ribosomal Peptide Synthetase), le domaine TE de Pks13 interviendrait dans 
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la libération ou le transfert de l’intermédiaire α-alkyl, β-cétoester sur un accepteur encore non-
identifié (transporteur, protéine). En effet, des domaines TE possédant à la fois l’activité 
transférase et hydrolase ont été caractérisés chez les NRPS (Linne et al., 2004). 
Les étapes d’activation des substrats de Pks13 par FadD32 et le complexe de 
carboxylation (AccD4+AccA3), sont indispensables à la formation des acides mycoliques 
(Portevin et al., 2005) ; (Gande et al., 2004). Ces protéines, tout comme la condensase Pks13 
(Portevin et al., 2004), ont été montrées essentielles à la survie des mycobactéries (Portevin et 
al., 2005). 
Le « motif mycolique” est obtenu après réduction de l’α-alkyl β-cétoester par CmrA (Lea-
Smith et al., 2007). La réduction interviendrait avant le transfert de l’acide mycolique sur les 
extrémités pentaarabinosyl de l’arabinogalactane (Lea-Smith et al., 2007). Cependant, la 
nature réelle du substrat de la réductase CmrA n’a pas encore été caractérisée ; l’intermédiaire 
α-alkyl β-cétoester pourrait être lié soit à Pks13 ou à un transporteur. 
IV.B.3.b Activation de l’acide gras à l’origine de la chaîne α des 
acides mycoliques 
Une combinaison d’approches de génomique comparative, de biologie moléculaire et de 
biochimie a conduit à l’identification de la protéine AccD4 (codé par le gène Rv3799c) 
comme membre du complexe de carboxylation (également appelé ACCase pour Acyl-CoA 
Carboxylase) intervenant dans l’étape de condensation mycolique (Portevin et al., 2005) ; 
(Gande et al., 2004). L’accumulation du produit carboxylé d’AccD4 (alkyl-malonyl-CoA ou 
Carboxy-acyl-CoA) lors de l’étude du mutant Δpks13 chez C. glutamicum a montré que la 
carboxylation été réalisé sur l’acide gras en C16 à l’origine de la chaîne α avant l’étape de 
condensation (Portevin et al., 2005). La réaction de carboxylation des ACCase se réalise en 2 
étapes dépendantes de la biotine (liée au transporteur Biotin Carboxyl Carrier Protein 
(BCCP)). 
(1) Formation de la carboxy-biotine catalysée par la biotine carboxylase (BC) 
HCO3- + Mg-ATP + BCCP-biotine Æ BCCP-biotine-CO2- + Mg-ADP - Pi 
(2) Transfert du groupement carboxyle sur l’acyl-CoA catalysé par la carboxyltransférase 
BCCP-biotine-CO2- + acyl-CoA Æ BCCP-biotine + carboxy-acyl-CoA 
Chez les mycobactéries, ces enzymes s’organisent en 2 sous-unités, les domaines BC et 
BCCP forment la sous-unité α, et la carboxyltransférase (CT) forme la sous-unité β qui assure 
la sélectivité de substrat (Diacovich et al., 2002) ; (Diacovich et al., 2004) ; (Tong, 2005). 
Pour l’étape d’activation de la chaîne α, AccD4 (β4) serait associé à AccA3 (α3) avec laquelle 
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Figure 10 :
 
Représentation schématique du réseau d'interaction protéine-protéine dans la 
voie de biosynthèse des acides mycoliques. (Veyron-Churlet
 
et al., 2005)
Chaque complexe FAS-II spécialisé
 
est délimité
 
par un cercle gris: I-FAS-II (initiation FAS-II), 
E1-FAS-II (élongation FAS-II type 1) et E2-FAS-II (élongation FAS-II type 2). Le noyau serait 
composé
 
au minimum des enzymes mtFabD, InhA, MabA et des déshydratases
 
HadAB/HadBC. 
Les flèches noires représentent la canalisation potentielle des produits intermédiaires d'un 
complexe à
 
l'autre. Les Flèches en pointillées représentent les liaisons successives des 
méthyltransférases sur KasA et KasB.
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elle a été co-purifiée (Portevin et al., 2005). De plus, la spécificité unique de AccD4 pour les 
substrats C24-C26 (Oh et al., 2006) est en accord avec la longueur de chaîne alpha chez les 
mycobactéries. 
IV.B.3.c Activation de la chaîne méromycolique  
Les gènes fadD32 (Rv3801c) et pks13 (Rv3800c) sont adjacents. Cette organisation 
génétique conservée chez M. tuberculosis et M. leprae a fortement suggéré l’implication de la 
protéine FadD32 dans l’étape de condensation mycolique. L’utilisation de mutants de délétion 
chez C. glutamicum a permis de démontrer le rôle de FadD32 dans la biosynthèse des acides 
mycoliques. Le mutant ΔfadD32 présente une absence complète d’acides mycoliques et une 
altération importante de l’enveloppe corynébactérienne (Portevin et al., 2005). L’enzyme 
FadD32 catalyse in vitro la formation d’acyl-AMP (ou acyl-adénylate) à partir d’acide gras 
libre et d’ATP (Trivedi et al., 2004). In vivo, l’enzyme activerait la chaîne méromycolique 
sous forme de « méroacyl-AMP » pour servir de substrat à Pks13 (Figure 9) (Trivedi et al., 
2004) ; (Portevin et al., 2005). 
IV.B.4. Le transfert des acides mycoliques dans l’enveloppe 
Des travaux ont montré que les acides mycoliques sont transférés sur le tréhalose ou le 
glycérol puis sur l’arabinogalactane par les mycoloyl transférases in vitro (Belisle et al., 1997) 
et in vivo (Puech et al., 2000) ; (Puech et al., 2002). 
IV.B.5. L’interaction entre les différents acteurs de la 
biosynthèse des acides mycoliques 
La combinaison de techniques de double-hybride et de co-immunoprécipitation a mis en 
évidence des interactions protéine-protéine présentes entre certaines enzymes de la voie de 
biosynthèse des acides mycoliques. La protéine MtFabD constituerait avec InhA et MabA le 
noyau (« Core ») qui interagirait avec chacune des β-cétoacyl-synthases (KasA, KasB et 
MtFabH) au cours de l’élongation des acides gras par FAS-II. Les méthyl transférases 
posséderaient une plus forte affinité pour KasA et KasB plutôt que pour MtFabH, suggérant 
que les modifications sur les chaînes méromycoliques seraient introduites au cours de leur 
élongation. Enfin, Pks13 qui catalyse la condensation mycolique finale, interagit 
spécifiquement avec KasB. Sur la base de ces données, un modèle de réseau d’interaction 
protéine-protéine entre les enzymes de la voie de biosynthèse des acides mycolique a été 
proposé. Cet assemblage « supramoléculaire » est constitué de trois différents modules : le 
module d’initiation, d’élongation-1 et d’élongation-2 organisés autour du « Core ». Ce 
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modèle, qui se compose d’un complexe multi-protéine (20 protéines), suggère l’existence 
d’une canalisation métabolique (« metabolic-channeling ») lors de la synthèse des acides 
mycoliques (Veyron-Churlet et al., 2004) ; (Veyron-Churlet et al., 2005) (Figure 10). 
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Figure 11: Réactions des enzymes d’adénylation. (Linne et al., 2007)
(A) Représentation schématique de la réaction catalysée par les enzymes d’adénylation. 
Ces enzymes catalysent la formation de dérivé
 
adénylate en utilisant l'hydrolyse de l'ATP (Etape 1). 
Les groupements  activés (X rouge) sont ensuite transférés sur des molécules acceptrices
 
(Y bleu 
sous forme libre et vert sous forme liée) (Etape 2). Des exemples d’enzymes d’adénylation et 
d’accepteurs sur lesquels elles transfèrent sont représenté
 
en dessous de la réaction.
 
En noir 
l’enzyme d’adénylation qui réalise la réaction, en rouge est précisé
 
le groupement activé, en bleu 
puis vert l’accepteur final de la réaction. 
(B) Mécanisme réactionnel des acyl-CoA synthétases.
La réaction débute par l’attaque nucléophile de l’ion carboxylate (COO-) du substrat acide sur le 
phosphate α
 
de l’ATP qui va entraîner le départ du fragment pyrophosphate de l'ATP. La seconde 
étape est l’attaque nucléophile de la molécule acceptrice sur le groupement carbonyle de la liaison 
phosphoester
 
de l'acyl-AMP. 
A
B
Etape 1 Etape 2
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V. Les acyl-CoA synthétases FadD de M. tuberculosis 
Le génome de M. tuberculosis comprend 35 protéines FadD (pour Fatty acid degradation) 
annotées comme « Fatty Acyl-CoA Synthetase » (FACS) putatives par homologie de 
séquence avec la protéine FadD d’E. coli  impliquée dans la β-oxydation. Les FACS 
appartiennent à la super famille des enzymes d’adénylation ou « adenylate forming enzyme » 
(AFE). 
V.A. Les acyl-CoA synthétases, des enzymes d’adénylation 
V.A.1. Description des enzymes d’adénylation 
V.A.1.a Mécanisme réactionnel 
La famille des enzymes d’adénylation est largement répandue dans la nature et comprend 
des représentants tels que les ARNt-synthétases, les fatty acyl-CoA synthétases (FACS) 
(Caviglia et al., 2004), les acétyl-CoA synthétases (Acs) (Gulick et al., 2003), les luciférases 
(Conti et al., 1996), et les domaines d’adénylation (domaine A) des peptides synthétases non 
ribosomales (NRPS) (Linne et al., 2007; Weber and Marahiel, 2001). Les domaines 
d’adénylation activent une grande variété de substrats ; PheA (Conti et al., 1997) qui active la 
phénylalanine pour la synthèse de la gramicidine S chez Bacillus brevis, DltA (May et al., 
2005) qui est impliqué dans la D-alanylation de l’acide lipotéichoïque (Figure 11A) ou DhbE 
qui active le 2,3-dihydroxybenzoate pour la synthèse de la Bacillibactine (Figure 12B) (May 
et al., 2002). La caractéristique commune à toutes ces enzymes est un schéma réactionnel en 2 
étapes, avec une première réaction de reconnaissance sélective et d'activation du substrat en 
acyl-AMP en présence d’ATP (réaction d’adénylation) (Figure 11A). La formation d'un 
intermédiaire adénylate résulte de l'attaque d'un nucléophile totalement ionisé (ion 
carboxylate du substrat) qui va entraîner le départ du fragment pyrophosphate de l'ATP 
(Figure 11 B). La seconde étape de la réaction est la formation d’une liaison thioester avec la 
molécule acceptrice. Cette molécule acceptrice peut être très différente selon le type 
d’enzyme (Figure 11 A). Le transfert du « dérivé AMP » s’effectue soit sur de petites 
molécules telles que le CoenzymeA (CoA) (Acs ou FACS) (Figure 11 A) ou l'oxygène 
(luciférase), soit sur des accepteurs plus importants tels que des ARNt pour les ARNt- 
synthétases, des protéines ou domaine de protéine dans le cas des NRPS et Pks (domaine 
ACP/PCP (Acyl/Peptidyl Carrier Protein) ou « carrier domain » DltC) (Figure 11A). 
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Figure 12: Comparaison des structures tridimensionnelles des enzymes d’adénylation.
 
 
(Linne et al., 2007)
Les enzymes d’adénylation sont constituées d'un grand domaine N-terminal et d’un petit 
domaine C-terminal. Pour faciliter la comparaison, les domaines N-terminaux sont dans des 
orientations équivalentes. La position des résidus fonctionnels équivalents est soulignée par de 
petites sphères, qui servent à
 
illustrer les réarrangements conformationels
 
du domaine C-
 
terminal (C) en rose le C-terminal (correspondant au résidu Gly536 dans DhbE [May et al., 
2002]); (i) en bleu le résidu basique impliqué
 
dans la demi-réaction d’adénylation (pour DhbE la 
Lys519) et (ii) en jaune le résidu basique impliqué
 
dans la demi-réaction de formation de liaison 
thioester (pour DhbE une Lys439).
(A) La luciférase cristallisée en absence de substrats présente une conformation ouverte, avec 
pratiquement aucun contact entre les deux domaines [Conti et al., 1996]. 
(B) Le domaine d’adénylation DhbE a été
 
cristallisée en présence d’un analogue de substrat 
l’acyl dihydroxybenzoyl-AMP en représentation «
 
bâtons
 
»
 
(jaunes) [May et al., 2002]. Le site 
actif est situé
 
entre les deux domaines Nter et Cter, cette organisation semble
 
être associée à
 
la 
demi-réaction d’adénylation. 
(C) La structure de l'acétyl-CoA synthétase (Acs) [Gullick
 
et al., 2003] a été
 
obtenue en 
présence d'un inhibiteur l’adénosine-5’-propyl phosphate, («
 
bâtons
 
»
 
jaunes) et de son substrat 
CoA-SH (vert). Le domaine C-terminal a effectué
 
une rotation de 140°
 
par rapport à
 
la position 
observée en (B). Le site actif adopte ainsi la configuration pour réaliser la demi-réaction de 
formation de liaison thioester . Les deux résidus basiques se sont intervertis entre les deux demi-
 
réactions.
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V.A.1.b Structure des enzymes d’adénylation 
Les enzymes d’adénylation présentent des caractéristiques structurales très conservées 
comme en témoigne la comparaison des structures tridimensionnelles de la luciférase (Conti 
et al., 1996), de l’Acs (Gulick et al., 2003) et du domaine d’adénylation DhbE (Conti et al., 
1997; May et al., 2002) (Figure 12). La conservation de cette structure, suggère que ce groupe 
d'enzymes d’adénylation partagerait des ancêtres communs dans la synthèse métabolique 
primaire des acides gras. Cette hypothèse a été confirmée pour la luciférase, qui est capable de 
catalyser la formation d’acyl-CoA (Oba et al., 2003). Les études cristallographiques ont 
montré que les protéines de cette famille, luciférase, acétyl-CoA synthétase et domaine 
d’adénylation des NRPS étaient repliées en deux domaines compacts, un large domaine N-
terminal et un petit domaine C-terminal, reliés par un peptide « linker » flexible (Figure 12) 
(Conti et al., 1996).  
Les enzymes de la famille des luciférases sont les premières protéines appartenant à la 
superfamille des enzymes d’adénylation dont la structure tridimensionnelle a été déterminée 
par cristallographie (Conti et al., 1996). La luciférase de la luciole (Photinus pyralis), qui a été 
cristallisée en absence de substrats, présente un large espace entre les deux domaines (Figure 
12A). Les acides aminés du site actif ont été identifiés à la surface des deux domaines. Ces 
données suggèrent qu’un changement conformationnel d’un ou des domaines s’opérerait au 
cours de la réaction pour permettre à tous les acides aminés catalytiques d’être en contact avec 
le substrat. L’enzyme alternerait entre une forme ouverte du site actif représentant son état 
« basal » avant et après la réaction, et une forme fermée correspondant à la forme active de 
l'enzyme au cours de la catalyse. Cette hypothèse a été confirmée par la résolution de la 
structure tridimensionnelle du domaine d’adénylation PheA avec l’AMP d’une part (Conti et 
al., 1997) et du domaine d’adénylation DhbE avec un analogue de substrat, d’autre part (May 
et al., 2002). 
Le domaine d’adénylation PheA est le deuxième membre de la superfamille des enzymes 
d’adénylation dont la structure tridimensionnelle a été résolue (Conti et al., 1997). La co-
cristallisation de PheA en présence d’AMP et de L-phénylalanine a permis d’observer la 
conformation des domaines lors de la réaction d’adénylation. Ce changement de conformation 
a été observé pour le domaine d’adénylation DhbE qui a été co-cristallisé avec un analogue de 
substrat (Figure 12B) (May et al., 2002). Les acides aminés importants pour la reconnaissance 
du substrat se localisent à la surface du domaine Nter, à l’exception de la Lys517 (Lys519 
pour DhbE) qui est présente au niveau du domaine Cter. Ces acides aminés se situent dans un 
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segment d’environ 100 résidus du domaine Nter, entre les motifs conservés A4 et A5 
(Marahiel et al., 1997) ; (Stachelhaus et al., 1999) (Figure 2 Publication 1). La Lys517 
(Lys519 pour DhbE), qui est amenée par une boucle du domaine Cter, utilise la charge 
positive de son groupement ammonium pour coordonner à la fois le groupe carboxyle et la 
région ribose phosphate de l’AMP, afin de les positionner dans la bonne conformation pour la 
réaction. Le dérivé adénylate est maintenu dans l’espace entre les deux domaines, à la surface 
du domaine Nter au moyen d’interactions de Van der Waals, d’interactions hydrophobes et de 
liaisons hydrogène avec des résidus hautement conservés et des résidus variables qui assurent 
la sélectivité du substrat  (Stachelhaus and Marahiel, 1995);(Konz and Marahiel, 1999). 
La résolution de la structure 3D de l’acétyl-CoA synthétase avec l’inhibiteur adénosine-
5’-propyl phosphate et de son substrat CoA-SH (Gulick et al., 2003) a permis d’observer le 
changement conformationnel du domaine C-terminal lors de la réaction de formation de la 
liaison thioester. Le domaine C-terminal effectue une rotation de 140° par rapport à la 
position lors de la réaction d’adénylation (Figure 12C). 
V.A.2. Fonction des Acyl-CoA synthétases 
Les Acyl-CoA synthétases (ou FACS également appelées « Fatty acid:CoA ligases » ou 
« Fatty acyl-CoA ligases ») jouent des rôles clés dans les processus métaboliques et de 
régulation par l'activation des acides gras libres en leur thioester de CoA. Le mécanisme 
enzymatique d’activation est toujours basé sur une réaction en deux étapes qui débute par la 
formation de l’intermédiaire acyl-adénylate (ou acyl-AMP), suivie par une étape de transfert 
de la chaîne sur l’accepteur CoA (Figure 11A et B). Les enzymes FACS eucaryotes 
interviennent dans de nombreuses voies cellulaires, notamment dans la biosynthèse des 
lipides, la dégradation des lipides (β-oxydation), la production d'énergie, les modifications 
post-traductionnelles des protéines, la biogenèse des membranes, le trafic vésiculaire et la 
régulation de l'expression des gènes (Faergeman and Knudsen, 1997). De nombreux 
organismes eucaryotes disposent de plusieurs FACS qui activent spécifiquement différentes 
longueurs de chaîne d'acides gras, courte (C6-C8), moyenne (C10-C12), longue (C14-C20), ou 
très longue (> C22) (Faergeman and Knudsen, 1997). Chez l’espèce bactérienne modèle E. 
coli , seulement deux FACS appelées FadD (Kameda and Nunn, 1981) ; (Black et al., 1992) et 
FadK (Morgan-Kiss and Cronan, 2004) ont été identifiées. 
 
Les Acyl-CoA Synthétases (FACS) bactériennes interviennent dans l'activation des acides 
gras libres en leur thioester de CoA lors de la première étape de la β-oxydation qui est la voie 
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Figure 13 : Schéma de la voie de transport des acides gras à longue chaîne avant 
leur dégradation par la voie de  β-oxidation chez E. coli (adapté de Black et al., 2001).
Les acides gras à longue chaîne (LCFA) traversent la membrane externe via la protéine 
membranaire de transport FadL. Une fois la membrane externe traversée, les acides gras 
sont protonés dans l'espace périplasmique. Ils sont ensuite activés par FadD (acyl-CoA 
synthétase) qui catalyse la formation des acyl-CoA, ce qui rend le processus de transport 
unidirectionnel. L’acide gras activé entre ensuite dans le cycle de β-oxydation aboutissant 
à la perte de 2 carbones de la chaîne acyle sous forme d’acétyl-coA à chaque itération du 
cycle.
+ Acétyl-CoA
Membrane plasmique
Périplasme
Membrane externe
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principale de dégradation des acides gras. Les produits de dégradation sont ensuite utilisés 
comme source de carbone et d’énergie. Le système de dégradation d’E. coli  est un modèle de 
référence pour l’étude des systèmes de β-oxydation bactériens (Nunn, 1986). La dégradation 
des acides gras chez E. coli  peut être réalisée par deux voies : l’une aérobie et l’autre 
anaérobie.  
La dégradation des acides gras est réalisée en deux étapes : les acides gras exogènes sont 
transportés à l’intérieur de la bactérie et activés sous forme d’acyl-CoA puis dégradés par des 
cycles de β-oxydation. L’étape de transport est réalisée par FadL, une protéine de la 
membrane externe spécifique des acides gras (C12-C18) (Figure 13). Conjointement au 
transport, les acides gras libres sont activés sous forme d’acyl-CoA par l’acyl-CoA synthétase 
FadD. In vitro, la protéine FadD de E. coli  a montré une spécificité de substrat large pour les 
acides gras de C12 à C18 (Morgan-Kiss and Cronan, 2004). Les acyl-CoA sont ensuite 
entraînés dans des cycles successifs de β-oxydation qui conduisent à la perte de 2 atomes de 
carbone de la chaîne acyle à chaque itération, aboutissant à la formation d’acétyl-CoA. La 
transcription des gènes du cluster fad (fatty acid degradation) est sous le contrôle du 
régulateur FadR, lui-même régulé par les acyl-CoA. En l'absence d’acyl-CoA à longue 
chaîne, FadR se lie à sa séquence opératrice et agit comme un répresseur de la transcription 
des gènes fad (et comme un activateur transcriptionnel des gènes fabA et fabB de la 
biosynthèse des acides gras) (Campbell et al., 2003) ; (Henry and Cronan, 1992) ; (Cronan 
and Subrahmanyam, 1998). En présence d’acyl-CoA, FadR se complexe avec les acyl-CoA à 
longue chaîne et ne se fixe plus sur sa séquence opératrice, la transcription des gènes fad est 
alors induite. La voie de dégradation anaérobie chez E. coli  est moins connue que celle 
aérobie. Les enzymes de cette voie ne sont pas sous contrôle de FadR (Campbell et al., 2003) 
et fonctionnent sur des acides gras court (< C10). Les enzymes impliquées dans cette voie sont 
pour la plupart des homologues des enzymes aérobies, dont l’acyl-CoA synthétase FadK 
homologue de FadD responsable de l’activation des acides gras inférieurs à 10 atomes de 
carbone (Morgan-Kiss and Cronan, 2004). 
V.A.3. Structure des acyl-CoA synthétases 
La structure de l’acyl-CoA synthétase de Thermus thermophilus spécifique des longues 
chaînes (ou ttLC-FACS pour Thermus thermophilus Long Chain Fatty Acyl-CoA Synthetase) 
a été la première structure d’acyl-CoA synthétase résolue (Hisanaga et al., 2004). Cette 
protéine est organisée comme toutes les enzymes d’adénylation en deux domaines, un large 
domaine N-terminal relié par un « linker » à un domaine C-terminal plus petit. L’enzyme 
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Figure 14 : Schéma du mécanisme de la catalyse unidirectionnelle réalisée par 
l’homodimère de l’acyl-CoA synthètase de Thermus thermophilus (Hisanaga et al., 
2004).
(A) La liaison de l'ATP est l'événement initial dans le processus de catalyse, il est à la 
fois, le déclencheur (B) de la fermeture du domaine C-terminal, de l'ouverture et de 
l'élargissement du tunnel de fixation de l'acide gras. Le tunnel de fixation de l'acide gras 
achemine la molécule à proximité du site de fixation de l’ATP. Le pyrophosphate est 
libéré après la formation d'un acyl-AMP. (C) Le CoA vient se lier alors à l'acyl-AMP. (D) 
Le groupement thiol du CoA attaque le carbone de l'acyl-AMP impliqué dans la liaison 
phosphoester et le produit Acyl-CoA final est formé. (E) L’ouverture des domaines N- et 
C-terminal libère les produits acyl-CoA et AMP. (F) Représentation de Cleland de la 
réaction. Le modèle « Bi Uni Uni Bi » décrit un mécanisme impliquant 2 substrats et 1 
produit puis 1 substrat et 2 produits dans lequel la/les liaison(s) des substrats avec 
l’enzyme et la/les sortie(s) des produits est ordonnée(s). 
UNI UNIBI BI
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ttLC-FACS fonctionnerait en homodimère catalysant la réaction de formation d’acyl-CoA en 
deux étapes suivant un mécanisme réactionnel unidirectionnel de type Ping-pong Bi Uni Uni 
Bi qui serait conservé pour toutes les FACS (Bar-Tana and Rose, 1973) (Figure 14F). Le 
modèle « Bi Uni Uni Bi » décrit un mécanisme impliquant 2 substrats et 1 produit puis 1 
substrat et 2 produits dans lequel la/les liaison(s) des substrats avec l’enzyme et la/les sortie(s) 
des produits est ordonnée(s). Le mécanisme Ping-pong décrit l’alternance de l’enzyme entre 
un état libre et un état intermédiaire lié avec le substrat. Le mécanisme est qualifié 
d’unidirectionnel car le substrat acide entre dans le site actif de l’enzyme par le tunnel de 
liaison de l’acide gras et le produit acyl-CoA est libéré côté site de fixation de l’ATP. Le 
schéma réactionnel est résumé dans la Figure 14 : (1) la liaison de l'ATP induit la 
conformation fermée du domaine C-terminal (Figure 14A) qui sera maintenue tout au long de 
la réaction, (Figure 14, A et B). (2) Lorsque la conformation fermée est stabilisée par liaison 
avec l'ATP, l’enzyme est capable de catalyser la formation de l'intermédiaire acyl-AMP en 
utilisant l’acide gras entrant dans le site actif après l'ouverture de la « Trp234 Gate » sur liaison 
de l'ATP (Figure 14B). (3) la molécule de pyrophosphate est libérée (Figure 14C). L’acyl-
AMP est le substrat pour la seconde réaction avec le CoA, qui se déroule toujours en 
conformation fermée, sans aucun réarrangement conformationnel supplémentaire de l'enzyme. 
(4) une molécule de CoA vient se fixer et le produit Acyl-CoA final est formé (Figure 14 C et 
D). (5) l'ouverture du domaine C-terminal entraîne la libération de l'acyl-CoA et de l'AMP 
(Figure 14 E). Contrairement aux enzymes SC- et MC-FACS (Short et Medium Chain) ainsi 
que d’autres enzymes d’adénylation (Gulick et al., 2003) ; (Jogl and Tong, 2004), 
l’intermédiaire acyl-AMP est profondément enfoui et n’a pas de possibilité d’être libéré 
lorsque l’enzyme LC-FACS est en conformation fermée (Hisanaga et al., 2004).  
L’analyse de l’alignement de séquences des protéines LC-FACS, a permis de mettre en 
évidence un motif conservé spécifique des LC-FACS appelé motif L. Il serait impliqué dans 
l'alternance entre les différentes conformations fermées du domaine C-terminal. La séquence 
consensus du motif L pour les LC-FACS est Asp432-Arg-Xaa-Lys435, alors que pour les SC-et 
MC-FACS ainsi que pour DhbE et PheA, le motif consensus est Gly-Arg-Xaa-Asp (Jogl and 
Tong, 2004),(Conti et al., 1997). La séquence consensus de la luciférase est proche de celle 
des LC-FACS (Conti et al., 1996). Le résidu glycine du second motif consensus confère au 
« linker » une flexibilité plus importante qui pourrait expliquer pourquoi le domaine C-
terminal des SC- et MC-FACS adoptent deux conformations fermées différentes avec l'AMP 
(Jogl and Tong, 2004) et l’intermédiaire acyl-AMP (Gulick et al., 2003). Cette mobilité du 
domaine C-terminal chez les SC- et MC-FACS pourrait permettre la libération et l'utilisation 
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Figure 15 : Comparaison entre FACL et FAAL.
(A)
 
Dendrogramme obtenu à
 
partir de l'alignement multiple de séquences des FadD de M. 
tuberculosis
 
(Trivedi et al., 2004)
Les protéines FadD mycobactériennes peuvent être regroupées en deux groupes distincts. Les 12 
FadDs qui présentent une forte similitude de séquence sont ombrés et apparaissent en gras, elles 
correspondent au groupe des FAAL (Fatty Acyl-AMP Ligase). L’autre groupe correspond aux 
FACL (Fatty Acyl-CoA Ligase).
(B) Réactions catalytiques des acyl-CoA synthétases. Les FAAL ne catalysent que la première 
demi-réaction, alors que les FACL catalysent les deux demi-réactions.
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des intermédiaires acyl-adénylates (Trivedi et al., 2004) ; (Berg, 1956) ; (Guranowski et al., 
1994) ; (Takao et al., 1987). L’hypothèse selon laquelle les domaines C-terminaux des SC- et 
MC-FACS adopteraient deux conformations fermées au cours de la réaction a été proposée 
par Gulick et collaborateurs suite à la résolution de la structure tridimensionnelle de l’acétyl-
CoA synthétase (Gulick et al., 2003). Le domaine C-terminal changerait de conformation lors 
de la fixation de l’ATP et lors de la réaction entre l’intermédiaire acyl-AMP et le CoA. En 
effet, l’acétyl-CoA synthétase co-cristallisée avec un substrat mimétique de l’intermédiaire 
adénylate, présente une conformation du domaine C-terminal différente de la conformation 
observée pour le domaine C-terminal du domaine d’adénylation de la phénylalanine co-
cristallisé avec l’ATP et la phénylalanine (Conti et al., 1997). Les auteurs ont donc postulé 
que la formation de l’intermédiaire adénylate et/ou la liaison avec le CoA provoquerait une 
rotation du domaine C-terminal de l'enzyme de 140° permettant de placer de manière 
appropriée le groupement thiol du CoA pour l'attaque nucléophile sur le groupe acétyle (dans 
le cas de l’acétyl-CoA synthétase). Cette hypothèse a été démontrée pour l’acétyl-CoA 
synthétase (Reger et al., 2007) et confirmée pour la chlorobenzoate CoA ligase (Reger et al., 
2008). 
V.B. Les FadD de M. tuberculosis  
L’analyse du génome de M. tuberculosis a révélé l’existence de nombreux gènes codant 
des protéines impliquées dans le métabolisme lipidique. Parmi ces protéines, un groupe 
d’acyl-CoA synthétases largement représenté ont été annotés « FadD » par homologie à 
l’acyl-CoA synthétase FadD de E. coli . 
V.B.1. La dichotomie acyl-CoA ligase (FACL) et acyl-AMP 
ligase (FAAL) des FadD 
V.B.1.a Mise en évidence des deux groupes FACL et FAAL 
L’analyse bioinformatique des séquences des FadD a révélé l’existence de 2 groupes 
distincts au sein des 35 FadD de M. tuberculosis (Figure 15A) (Trivedi et al., 2004). Les 
activités acyl-CoA synthétases des FadD de chacun des 2 groupes (FadD26, 28, 29, 30, 32 
pour le groupe A et FadD15, 17, 19 pour le groupe B) ont été testées in vitro. Les essais 
enzymatiques ont mis en évidence que les deux groupes de FadD possédaient une activité 
enzymatique différente. Les enzymes du groupe B catalysent la formation d’acyl-CoA selon 
le schéma réactionnel classique des FACS, alors que les enzymes du groupe A synthétisent 
l’intermédiaire adénylate, mais ne semblent pas capables de catalyser la formation d’acyl-
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Figure 16 : Implication de l’insertion structurale des FAALs dans leur mécanisme réactionnel 
(Arora et al., 2009)
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CoA (Figure 15B). Cette observation a conduit à nommer les enzymes appartenant au groupe 
A : FAAL pour Fatty Acyl-AMP Ligase par opposition aux enzymes du groupe B appelées 
FACL pour Fatty Acyl-CoA Ligase (ou FACS, pour Fatty Acyl-CoA synthétase) (Trivedi et 
al., 2004). De manière intéressante 9 des 12 gènes fadD qui composent le groupe des FAAL 
sont retrouvés à proximité de séquences codant des NRPS ou des Pks, contre 2 gènes sur 22 
pour le groupe des FACL. Cette observation, associée aux connaissances sur le mécanisme 
des domaines d’adénylation des NRPS, suggère que les FadD appartenant au groupe des 
FAAL posséderaient une activité enzymatique différente des acyl-CoA synthétases. Elles 
activeraient leur substrat sous forme d’intermédiaire adénylate et le transféreraient sur leur 
NRPS ou Pks adjacentes, suivant un mécanisme similaire à celui des domaines d’adénylation 
des NRPS (Trivedi et al., 2004). In vitro, les FAAL sont capables de synthétiser des acyl-
AMP « pris en charge » par leur Pks partenaire adjacente. 
V.B.1.b La structure de la première FAAL (domaine Nter de 
FAAL28) 
La résolution de la structure 3D du domaine N-terminal de la protéine FadD28 (ou 
FAAL28 selon la nomenclature proposée par les auteurs) a amené à mieux comprendre la 
différence entre ces deux groupes FAAL et FACL (Arora et al., 2009). Le repliement général 
du domaine N-terminal de la protéine FadD28 est similaire à celui des autres membres de la 
superfamille des enzymes d’adénylation (Hisanaga et al., 2004) ; (Conti et al., 1997) ; (Conti 
et al., 1996) ; (Gulick et al., 2003) (Figure 12). L’analyse de la structure 3D révèle la présence 
de 3 sous-domaines A et B repliés en topologie α/β et le troisième sous domaine C replié en 
tonneau β désordonné (Arora et al., 2009). Au sein de ce dernier sous-domaine il a été mis en 
évidence une insertion de 22 acides aminés (« i22 ») située entre les feuillets β1 et β2, 
conservée chez les FAAL mais absente chez les FACL. L’importance de cette insertion a été 
tout d’abord évaluée par modélisation du domaine C-terminal de FAAL28 dans les deux 
conformations connues : conformation pour la réaction d’adénylation (utilisation des données 
de cristallisation du domaine C-terminal du domaine d’adénylation de la NRPS DhbE) et 
conformation pour la réaction de formation de la liaison thioester (données de cristallisation 
du domaine C-terminal de l’acétyl-CoA synthétase). L’insertion pourrait moduler les 
mouvements du domaine C-terminal, ce qui perturberait la seconde demi-réaction de catalyse 
de l’acyl-CoA (Figure 16). Cette hypothèse a été confirmée par l’étude de mutants de 
FAAL28 et FACL19 dont les activités FAAL et FACL ont été échangées par « simple » 
suppression ou insertion de la région d’intérêt « i22 », respectivement. 
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V.B.2. Rôle des FadD dans le métabolisme mycobactérien 
V.B.2.a Rôle dans la dégradation  
Le gène fadD19 de M. tuberculosis (mtFadD19 ou mtFACL19) est l’homologue de gène 
mig de M. avium « macrophage induced gene », surexprimé lors de la croissance du bacille 
dans le macrophage (Plum and Clark-Curtiss, 1994). Si l’activité acyl-CoA synthétase de 
maMIG (MIG de M. avium) a été clairement démontrée (Morsczeck et al., 2001), son rôle 
précis lors de l’infection chez le macrophage reste encore inconnu. Néanmoins une étude chez 
Rhodococcus sur le catabolisme du cholestérol, a permis de démontrer que les homologues de 
mtfadD19 et de mtfadD17 étaient également surexprimés chacun avec un cluster de gènes 
intervenant dans la β-oxydation. Ces 2 gènes pourraient donc intervenir dans la dégradation 
du cholestérol (Van der Geize et al., 2007). 
Le gène fadD13 (FACL13) a été identifié par analyse transcriptomique comme étant 
surexprimé lors de la croissance du bacille dans le macrophage (Singh et al., 2003) ; (Fontan 
et al., 2008). Le gène fadD13 appartient à l'opéron mymA (Rv3083-Rv3089). Cet opéron est 
impliqué dans le remodelage de l'enveloppe cellulaire en condition de stress et dans la survie 
intracellulaire de l'agent pathogène (Singh et al., 2003) ; (Singh et al., 2005). Récemment une 
étude structurale a montré l’importance de certains résidus conservés pour l’activité Acyl-
CoA synthétase de FadD13 (Khare et al., 2009). La fonction précise de cette protéine n’est 
pas encore définie. 
L’homologue de fadD2 (FACL2) chez M. avium serait impliqué dans la régulation de 
l’invasion de la bactérie dans les cellules de la muqueuse épithéliale intestinale (Dam et al., 
2006).  
Le rôle potentiel du gène fadD33 (FAAL33) dans la pathogénie a été étudié chez M. 
tuberculosis H37Ra (la souche atténuée dérivée de H37Rv) où il est naturellement sous-
exprimé. Le gène fadD33 jouerait un rôle dans la virulence de M. tuberculosis chez les souris 
en accentuant la croissance bactérienne dans le foie (Rindi et al., 2002). 
V.B.2.b Rôle dans la biosynthèse 
L’analyse de mutants chez M. bovis a permis de montrer que Pks6 est impliquée dans la 
biosynthèse d’un composé lipidique polaire inconnu (Waddell et al., 2005). Les auteurs ont 
postulé que ce lipide pourrait être un acide méthyl-ramifié similaire à ceux retrouvés dans les 
lipooligosaccharides de M. canettii (Daffé et al., 1991). Si Pks6 est impliquée dans la 
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Figure 17 : Réactions catalysées par les FadD impliquées dans la biosynthèse des DIM et des 
PGL. (Gohkale et al., 2007) ;(He et al., 2009).
(A) FadD26 fournit des précurseurs pour la synthèse de la chaîne de phtiocérol à PpsA. (B) 
Dimycocerosate de phtiocérol (DIM) de M.tuberculosis, (adapté de Daffe & Laneelle, 1988) (C) 
FadD28 fournit les précurseurs à la Pks itérative de type I Mas qui synthétise les acides 
mycocérosiques. 
A
B
C
Phtiocérol
Acides mycocérosiques
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biosynthèse de ce type de composé ramifié, il est donc légitime de supposer que FadD30 
(FAAL30), « sa » FAAL partenaire, serait également impliquée dans cette biosynthèse.  
La protéine FadD23 (FAAL23) a été proposée comme la partenaire de Pks2 dans la voie 
de biosynthèse des sulfolipides (Gokhale et al., 2007). Cette proposition a été confirmée par 
des travaux sur un mutant de transposition (ΔfadD23) déficient en sulfolipide (Lynett and 
Stokes, 2007).  
L’orthologue putatif de FadD25 (FAAL25) chez M. smegmatis MSMEG_4731 est 
impliqué dans la biosynthèse des lipooligosaccharides (LOS) (Etienne et al., 2009). Ce sont 
des glycolipides fortement antigéniques produits par un certain nombre d'espèces 
mycobactériennes, qui comprend « M. canettii », un membre du complexe M. tuberculosis, 
ainsi que les agents pathogènes opportunistes M. marinum et M. kansasii. 
V.B.3. Rôle des FadD impliquées dans la biosynthèse des 
DIM et des PGL chez M. tuberculosis 
Parmi les nombreux lipides exposés à la surface des mycobactéries, les dimycocérosates 
de phtiocérol (DIM) (Figure 17B) et les dimycocérosates de phénolphtiocérol glycosylé, 
également appelé phénolglycolipides (PGL-tb) (Figure 18B), interviennent dans la barrière de 
perméabilité de l’enveloppe mycobactérienne et dans la virulence (Camacho et al., 2001). La 
plupart des gènes nécessaires à la biosynthèse et au transfert des DIM et des PGL sont 
regroupés dans une région de 70 kb du chromosome de M. tuberculosis, le locus 
« DIM+PGL » (Camacho et al., 2001) ; (Cole et al., 1998). Le locus contient 8 gènes codant 
des Pks (PpsA-E, Mas, Pks15/1) et 4 gènes codant des FadD (FadD22, FadD26, FadD28 et 
FadD29). La protéine FadD26 (ou FAAL26) participe à la biosynthèse des DIM en catalysant 
le chargement des acides gras à longue chaîne sur PpsA (Camacho et al., 2001) ; (Trivedi et 
al., 2004) (Figure 17A). Les gènes (ppsA-E) codent des polykétides synthases de type I (Pks), 
qui sont responsables de l'allongement des précurseurs des DIM ou des PGL par 
condensations successives d’unités malonyl-CoA et méthylmalonyl-CoA (Figure 17A). La 
fonction biologique de FadD29 (ou FAAL29) est encore inconnue. La protéine FadD28 (ou 
FAAL28) est impliquée dans la formation des acides mycocérosiques en activant les substrats 
de la Pks itérative de type I Mas (Fitzmaurice and Kolattukudy, 1998) qui catalyse 
l'allongement d’acides gras en C18-20 avec des unités méthylmalonyl-CoA pour aboutir à la 
formation des acides mycocérosiques (Azad et al., 1996) (Figure 17C).  
La protéine FadD22 (ou FACL22) participe à la formation des PGL chez M. bovis BCG 
(Ferreras et al., 2008). Cette protéine est une FadD atypique, c’est l’une des deux seules 
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Figure 18 : Réactions catalysées par les FadD impliquées dans la biosynthèse des PGL.
(A) Schéma du mécanisme réactionnel du couple FadD22-Pks15/1 A, adenylation; ACP, acyl 
carrier protein; ArCP, aroyl carrier protein; AT, acyltransferase; DH dehydratase; ER, 
enoylreductase; KR, ketoreductase; KS, ketosynthase. (He et al., 2009)
(B) Structure du PGL-tb de M.tuberculosis souche Canetti (Daffe et al., 1987). Une FadD encore 
non identifiée fournit des précurseurs pour la synthèse de la chaîne de phtiocérol à PpsA et FadD 28 
fournit les précurseurs à Mas qui synthétise les acides mycocérosiques.
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FACL dont le gène est situé à proximité d’un gène codant une pks (pks15/1). De plus, 
l’analyse de la séquence primaire de FadD22 montre qu’elle possède un domaine « aroyl 
carrier protein » (ArCP) proche des domaines PCP ou ACP propres aux Pks. Bien qu’elle soit 
classée parmi les FACL, la présence de ce domaine laisse suggérer un mécanisme catalytique 
particulier. La caractérisation enzymatique de FadD22 a permis de démontrer qu’elle 
catalysait la formation de p-hydroxybenzoyl-AMP à partir d’acide p-hydroxybenzoique (p-
HBA), et le transfert de la chaîne p-hydroxybenzoyl (p-HB) sur le domaine ArCP (Ferreras et 
al., 2008). Des travaux récents ont fait suite à cette étude et ont clairement démontré 
l’interaction de FadD22 avec Pks15/1 (He et al., 2009) (Figure 18A). La protéine Pks15/1 est 
une Pks de type I qui catalyse la synthèse des acides p-hydroxyphenylalkanoique à partir de 
l'acide p-hydroxybenzoïque (p-HBA) et par ajout successif d’unités de malonyl-CoA 
(Constant et al., 2002b). 
Les protéines FadD22, FadD26 et FadD29 feront l’objet d’une partie de cette étude. 
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Figure 19 : Mécanisme schématique supposé pour le couple FadD32-Pks13 au cours de 
l’étape de condensation mycolique (Gohkale et al., 2007).
(1) FadD32 activerait la chaîne méromycolique sous forme d’acyl-AMP et (2) la transférerait sur 
Pks13 pour former un acyl-S-ACPN. La chaîne α serait carboxylée par le complexe Acyl-CoA 
carboxylase (AccD4 et AccA3) puis (3) transférée sur le groupement thiol du 
phosphopantéthéine lié au domaine ACP de Pks13 par le domaine AT. (4) La fixation des deux 
substrats serait suivi par une condensation « decarboxylative » de type Claisen catalysée par le 
domaine KS qui aboutirait à la formation du β-cétoester.
(1)
(2)
(3)
(4)
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V.B.4. FadD32 dans le complexe de condensation mycolique 
Le gène fadD32 (Rv3801c) fait partie avec pks13 (Rv3800c) et accD4 (Rv3799c) du 
cluster de gènes intervenant dans l’étape de condensation mycolique. L’utilisation de mutants 
de délétion de fadD32 et accD4 chez C. glutamicum a permis de préciser le rôle de chaque 
gène dans la biosynthèse des acides mycoliques (Portevin et al., 2005). FadD32 (ou FAAL32) 
est capable in vitro de synthétiser un acyl-AMP à partir d’acide gras et d’ATP, ce produit est 
ensuite lié sur Pks13 (Trivedi et al., 2004). In vivo, FadD32 activerait la chaîne 
méromycolique sous forme d’« acyl-AMP » et transférerait la chaîne acyle sur la condensase 
Pks13 (Portevin et al., 2005) ; (Trivedi et al., 2004). Un mécanisme réactionnel a également 
été proposé pour l’étape de condensation catalysée par Pks13 par homologie avec le 
fonctionnement des Pks/NRPS (Trivedi et al., 2004) ; (Gokhale et al., 2007) (Figure 19): (1) 
FadD32 activerait la chaîne méromycolique sous forme d’acyl-AMP et (2) la transférerait sur 
Pks13 pour former un acyl-S-ACPN. (3) L’acide gras à l’origine de la chaîne α serait 
carboxylée par le complexe Acyl-CoA carboxylase (AccD4 et AccA3) (Portevin et al., 2004) ; 
(Gande et al., 2004) puis (4) transférée sur le groupement thiol du phosphopantéthéine lié au 
domaine ACP de Pks13 par le domaine AT. (5) La fixation des deux substrats serait suivie par 
une condensation « decarboxylative » de type Claisen catalysée par le domaine KS qui 
aboutirait à la formation du α-alkyl β-cétoester (Figure 19).  
Ce schéma réactionnel semble être le plus probable au vu des connaissances sur les NRPS 
et les Pks. Néanmoins, aucune donnée expérimentale sur le trio enzymatique ne précise 
réellement le mécanisme réactionnel. La compréhension et la démonstration du mécanisme 
catalytique entre FadD32 et Pks13 feront l’objet de cette étude. 
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Enveloppe des mycobactéries
FAAL32
Figure 20 : Implication des FadD dans le métabolisme lipidique des mycobactéries.
Le rôle des FAAL dans la biosynthèse des composés de l’enveloppe mycobactérienne 
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V.B.5. Conclusion sur les FACL et les FAAL 
 
Cette étude bibliographique fait ressortir l’importance des enzymes FadD dans le 
métabolisme lipidique chez M. tuberculosis. Les enzymes appartenant aux groupes FAAL et 
FACL semblent s’orienter vers des rôles métaboliques différents. En effet, même si peu des 
données concernent les FACL de M. tuberculosis, elles participeraient à la dégradation de 
sources de carbone « alternatives » au cours de la phase de latence de l'infection (Fontan et 
al., 2008) ; (Van der Geize et al., 2007). Au contraire, les FAAL interviendraient au niveau de 
la biosynthèse des constituants lors de la phase de croissance. Cette observation renforce 
encore la dichotomie entre les deux types d’enzymes qui jouent un rôle important dans la 
canalisation des acides gras dans les différentes voies métaboliques au cours des phases du 
cycle de vie de la mycobactérie (Figure 20).  
 
 - 47 - 
 
Présentation des travaux de thèse 
 PRESENTATION DES TRAVAUX DE THESE 
 
Les travaux de thèse présentés dans ce manuscrit ont pour but d’approfondir les 
connaissances sur le métabolisme lipidique de Mycobacterium tuberculosis. L’une des 
particularités du bacille tuberculeux est son enveloppe riche en lipides qui constitue une 
véritable barrière de perméabilité aux composés hydrophiles, rendant inefficace la plupart des 
antibiotiques à large spectre. Ces lipides interviennent également dans la résistance du bacille 
face aux attaques de l’hôte et dans le processus de pathogénie. L’identification et la 
caractérisation des protéines intervenant dans le métabolisme de dégradation ou de 
biosynthèse des lipides permettront une meilleure compréhension de ces mécanismes, 
nécessaire pour envisager, à plus long terme, la conception de nouveaux antituberculeux. 
 
Parmi les nombreuses enzymes du métabolisme lipidique, les acyl-CoA synthétases jouent 
un rôle essentiel à la fois dans la biosynthèse et dans la dégradation des acides gras. L’analyse 
du génome de M. tuberculosis a mis en évidence une famille d’acyl-CoA synthétases 
comportant 35 membres annotés FadD (Fatty acid degradation) par homologie avec l’acyl-
CoA synthétase d’E. coli  impliquée dans la β-oxydation. Les objectifs de cette étude portent 
sur la caractérisation enzymatique des protéines FadD impliquées dans la biosynthèse de 
constituants lipidiques de l’enveloppe du bacille tuberculeux. 
Les acides mycoliques sont des acides gras à longue chaîne spécifiques de l’enveloppe 
mycobactérienne et essentiels à la survie des mycobactéries. L’enzyme FadD32 intervient 
dans la biosynthèse des acides mycoliques, au niveau de l’étape clé de la condensation 
“mycolique”. Elle est de plus essentielle à la croissance des mycobactéries. La caractérisation 
enzymatique de FadD32 a mis en évidence son activité acyl-ACP ligase, jusque là inconnue, 
ainsi que son interaction avec sa protéine partenaire : la condensase Pks13. La protéine Pks13 
est l’enzyme responsable de la synthèse du « motif » mycolique de ces acides gras α-ramifiés 
et β-hydroxylés par condensation de deux acides gras. L’étude enzymatique du « couple » 
FadD32-Pks13 a permis de mieux appréhender le mécanisme réactionnel de l’étape de 
condensation mycolique. Un inhibiteur analogue de substrat de FadD32 (alkyl-AMP) possède 
un effet inhibiteur sur l'activité de FadD32, la biosynthèse des acides mycoliques et la 
croissance des mycobactéries. 
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Présentation des travaux de thèse 
La caractérisation d’autres FadD de M. tuberculosis (et de genres apparentés) a été 
réalisée afin de compléter les connaissances sur le mécanisme réactionnel et l’implication de 
ces FadD dans le métabolisme lipidique du bacille. Le rôle et l’activité enzymatique des FadD 
intervenant dans la biosynthèse des dimycocérosates de phtiocérol (DIM) et des 
phénolglycolipides (PGL), composés importants de l’enveloppe mycobactérienne, ont été 
précisés. 
 
Les études antérieures menées sur le mode d’action des agents spécifiquement 
antituberculeux (INH, pyrazinamide) ont montré que ces molécules ciblaient particulièrement 
la biosynthèse de composants de l’enveloppe du bacille, notamment celle des acides 
mycoliques. Ainsi, après avoir caractérisé l’activité des FadD, et tout particulièrement celle de 
FadD32, nous avons développé un essai enzymatique de FadD32 adaptable au criblage à haut 
débit. Cet essai servira in fine à tester les chimiothèques d’inhibiteurs de partenaires 
industriels. 
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 RESULTATS  
 CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la 
biosynthèse des acides mycoliques. 
Partie 1 Caractérisation enzymatique de la protéine FadD32 de 
M. tuberculosis 
I. Contexte de l’étude de FadD32 
La protéine FadD32 est une acyl-AMP ligase putative essentielle à la croissance des 
mycobactéries (Portevin et al., 2005). Elle intervient avec ses enzymes partenaires : la 
« condensase » Pks13 (Portevin et al., 2004) et l’enzyme de carboxylation AccD4 (Portevin et 
al., 2005) dans l’étape finale de condensation “mycolique” entre deux chaînes d’acides gras. 
Cette réaction aboutit à la synthèse d’un β-cétoester qui, après réduction, conduit à la 
formation d’un acide mycolique « mature » (α ramifié et β hydroxylé). La protéine FadD32 
activerait in vivo la chaîne méromycolique (acide gras en C40-C60), l’un des deux substrats de 
la condensase Pks13 (Trivedi et al., 2004) ; (Portevin et al., 2005), suivant un schéma 
réactionnel putatif similaire à celui des domaines d’adénylation des NRPS (Non Ribosomal 
Peptide Synthetase) (Figure 19) (Gokhale et al., 2007). Le schéma réactionnel catalysé par 
FadD32, reste une proposition qui doit être démontrée. Le substrat activé sous forme d’acyl-
AMP est-il réellement transféré sur Pks13 par FadD32, comme cela a été proposé par 
homologie avec les domaines d’adénylation des NRPS, ou bien est-il libéré par FadD32 puis 
« pris en charge » par Pks13 ? Quelle est la spécificité de substrat de FadD32 ? Quel substrat 
serait le plus adapté pour le développement d’un essai enzymatique in vitro adaptable au 
criblage à haut débit ? Au vu de son implication dans la biosynthèse des acides mycoliques, 
un métabolisme essentiel à la survie des mycobactéries, FadD32 représente une cible 
potentielle pour le développement de nouvelles molécules antituberculeuses, mais quelles sont 
les conséquences d’une inhibition de l’enzyme sur la croissance du bacille tuberculeux ? Afin 
de répondre à ces questions, nous avons entrepris la caractérisation enzymatique de FadD32. 
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II. Publication 1 : «The Dual Function of the Mycobacterium 
tuberculosis FadD32 required for mycolic acid 
biosynthesis » 
II.A. Résumé 
Les propriétés biochimiques et enzymatiques de l’acyl-AMP ligase (FAAL) FadD32 qui 
intervient dans la biosynthèse des acides mycoliques ont été caractérisées au cours de ces 
travaux. La production hétérologue chez E. coli  et la purification par chromatographie 
d’affinité et de perméation de gel de FadD32 ont été mises au point afin de permettre son 
étude in vitro. La caractérisation enzymatique montre que l’enzyme FadD32 présente une 
forte affinité pour les substrats acides gras à longue chaîne. De plus, nous avons mis en 
évidence que FadD32 possède une activité acyl-ACP ligase. La protéine FadD32 est la 
première FAAL de M. tuberculosis décrite pour posséder une telle activité, suggérant qu’elle 
pourrait être un « prototype » pour expliquer le mécanisme catalytique entre les FAAL et les 
polykétides synthases (Pks). Nos travaux ont également montré qu’in vitro des analogues de 
substrat, les alkyl-AMP ont un effet inhibiteur sur l'activité de FadD32, la biosynthèse des 
acides mycoliques et la croissance des mycobactéries. L’analyse de l’alignement de séquences 
d’acides aminés de FadD32 avec d’autres membres de la famille des enzymes d’adénylation a 
permis de mettre en évidence une insertion d’acides aminés spécifiquement conservée chez 
toutes les FadD32 analysées des Corynebacterineae (excepté chez le genre Corynebacterium) 
et absente des autres membres de la famille des FAAL de M. tuberculosis. Cette insertion 
pourrait jouer un rôle dans la sélectivité de substrat de l’enzyme ou dans l’interaction avec ses 
protéines partenaires. 
Cette étude a fait progresser notre compréhension du mécanisme catalytique de l’étape de 
condensation de la biosynthèse des acides mycoliques chez les mycobactéries. Les 
connaissances sur l’activité de FadD32 et son inhibition serviront à une meilleure 
compréhension du mécanisme catalytique, à l’origine du développement de nouveaux agents 
antimycobactériens. 
II.B. Publication 
 - 51 - 
 
Chemistry & Biology
ArticleThe Dual Function of the
Mycobacterium tuberculosis FadD32
Required for Mycolic Acid Biosynthesis
Mathieu Le´ger,1,2 Sabine Gavalda,1,2 Vale´rie Guillet,1,2 Benoıˆt van der Rest,1,2,3 Nawel Slama,1,2 Henri Montrozier,1,2
Lionel Mourey,1,2 Annaı¨k Que´mard,1,2 Mamadou Daffe´,1,2,* and Hedia Marrakchi1,2,*
1Centre National de la Recherche Scientifique (CNRS), Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale (IPBS), De´partementMe´canismes
Mole´culaires des Infections Mycobacte´riennes, 205 route de Narbonne, F-31077 Toulouse, France
2Universite´ de Toulouse, Universite´ Paul Sabatier (Toulouse III), IPBS, F-31077 Toulouse, France
3Present address: E´cole Nationale Supe´rieure Agronomique de Toulouse, Avenue de l0Agrobiopole, BP 32607, Auzeville-Tolosane – F-31326
Castanet-Tolosan, Cedex
*Correspondence: mamadou.daffe@ipbs.fr (M.D.), Hedia.marrakchi@ipbs.fr (H.M.)
DOI 10.1016/j.chembiol.2009.03.012SUMMARY
Mycolic acids are major and specific lipids of Myco-
bacterium tuberculosis cell envelope. Their synthesis
requires the condensation by Pks13 of a C22-C26 fatty
acid with the C50-C60 meromycolic acid activated by
FadD32, a fatty acyl-AMP ligase essential for myco-
bacterial growth. A combination of biochemical and
enzymatic approaches demonstrated that FadD32
exhibits substrate specificity for relatively long-chain
fatty acids. More importantly, FadD32 catalyzes
the transfer of the synthesized acyl-adenylate onto
specific thioesteracceptors, thus revealing the protein
acyl-ACP ligase function. Therefore, FadD32 might be
the prototype of a group ofM. tuberculosispolyketide-
synthase-associated adenylation enzymes possess-
ing such activity. A substrate analog of FadD32
inhibited not only the enzyme activity but also mycolic
acid synthesis and mycobacterial growth, opening
an avenue for the development of novel antimycobac-
terial agents.
INTRODUCTION
One decade after the publication of theMycobacterium tubercu-
losis genome sequence, impressive progress has been achieved
toward the discovery and the understanding of specific and
essential mycobacterial metabolic pathways. Among these is
the lipid metabolism of the tubercle bacillus to which a high
number of genes are dedicated. These lipids include mycolic
acids, very long-chain (up to C90) fatty acids (a-branched,
b-hydroxylated), which are major and very specific components
of the cell envelope of M. tuberculosis and play a crucial role in
its remarkable architecture and impermeability (Daffe´ and
Draper, 1998). Their biosynthesis is the target of the front-line
and highly efficient antituberculous drug isoniazid (Takayama
et al., 1972) and this pathway still represents an important reser-
voir of targets for the development of new antimycobacterial
drugs. Many enzymes of the pathway have been discovered,510 Chemistry & Biology 16, 510–519, May 29, 2009 ª2009 Elsevieramong which are the enzymes of the fatty acid synthase II
(FAS-II) system involved in the formation of the very long mero-
mycolic chain (C50–C60), and the transferases that introduce
methyl groups on this chain (for review, see Marrakchi et al.,
2008). The ultimate step in the pathway, the ‘‘mycolic condensa-
tion’’ of two long-chain fatty acids, has been shown to require at
least three enzymes encoded by the putative accD4-pks13-
fadD32 operon (Portevin et al., 2004, 2005). This gene cluster
is restricted to mycolic-acid-producing bacterial species, the
so-called Corynebacterineae suborder (Gande et al., 2004; Por-
tevin et al., 2004, 2005). AccD4 and FadD32 play a role in the acti-
vation of the substrates of the condensing enzyme, Pks13, and
all three proteins are essential for the viability of mycobacteria
(Portevin et al., 2004, 2005). AccD4 is a subunit of the acyl-CoA
carboxylase (ACC) complex that activates the a-branch ofmyco-
lates through a carboxylation step (Gande et al., 2007), whereas
FadD32, a fatty acyl-AMP ligase (FAAL), catalyzes the formation
of acyl-adenylates, proposed to be the ‘‘activated’’ form of the
very long meromycolic acid substrate in the mycolic condensa-
tion reaction (Portevin et al., 2005; Trivedi et al., 2004). Finally,
the reduction of the b-ketoacyl product formed after condensa-
tion by Pks13 is catalyzed by CmrA to yield the mature mycolic
acids (Lea-Smith et al., 2007).
FadD32, one of the 34 FadD proteins ofM. tuberculosis anno-
tated as putative fatty acyl-CoA synthetases (FACS), is amember
of theadenylate-formingenzymesuperfamilyPF00501 (Finnet al.,
2008) that includes the acyl- and aryl-CoA synthetases or ligases,
theadenylationdomainsof thenonribosomalpeptidesynthetases
(NRPS), and firefly luciferases. In the two-step reaction catalyzed
by enzymes of this superfamily, a carboxylated substrate is first
activatedwithATP, to formanacyl-adenylate (acyl-AMP) interme-
diate (Figure 1). In the second half-reaction, these enzymes cata-
lyze the formation of thioester of either CoA or acyl-carrier protein
(ACP) (Bar-Tana et al., 1972; Bar-Tana andRose, 1973; Hisanaga
et al., 2004). Based on their primary sequence similarity, which
was found to correlate with their functions, the M. tuberculosis
FadD proteins have been subdivided in two classes, namely,
(i) a large group of FadD proteins displaying the expected FACS
activity, and (ii) a small subset of FadD proteins, which includes
FadD32, displaying solely the FAAL activity (i.e., catalyzing only
the first half-reaction) (Figure 1) (Trivedi et al., 2004).Ltd All rights reserved
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FadD32 Acyl-AMP Ligase/ACP SynthetaseIn the present study, we report the biochemical and kinetic
characterization of the FAAL activity of FadD32.We also demon-
strate the ability of the protein to further transfer the synthesized
acyl-adenylate onto a thioester acceptor, an unrevealed acyl-
ACP ligase function that shed light on the cross talk between
some polyketide synthases and their associated adenylation
enzymes. In addition, as a first step in the design of mecha-
nism-based novel antimycobacterial agents, we synthesized
a substrate analog and showed that it inhibits both FadD32
activity and mycolic acid synthesis, and affects mycobacterial
survival.
Figure 1. Two-Step Chemical Reaction Catalyzed by Acyl-CoA/ACP
Synthetases
Fatty acyl-AMP ligases (FAAL) and fatty acyl-CoA or -ACP synthetases (FACS/
FAAS) catalyze the formation of the acyl-adenylate intermediate; only FACS/
FAAS are able to catalyze the second half reaction to yield fatty acyl CoA/ACP.
R corresponds to alkyl chain (CH3-(CH2)n-).Chemistry & Biology 16RESULTS
Characteristic Features of FadD32
The analysis of the Corynebacterineae genomes sequenced so
far revealed the strict conservation of the fadD32 gene within
the accD4-pks13-fadD32 cluster, with the encoded proteins
exhibiting high levels of sequence similarity (Portevin et al.,
2005). It also underlined the requirement of the fadD32-encoded
protein for mycolic acid biosynthesis, in agreement with the
essentiality of the gene in mycobacteria (Portevin et al., 2005).
The fadD32 open reading frame specifies a protein from the
ATP-dependent AMP-binding protein superfamily whose various
members catalyze mechanistically similar two-step reactions
(Figure 1). Alignment of the primary sequences of FadD32 with
a set of proteins catalyzing the acylation reaction using diverse
substrates revealed a few regions of high similarity and
conserved signature motifs, A3 to A10 (according to the nomen-
clature adopted for the NRPS adenylation domains [Marahiel
et al., 1997]), characteristic of these adenylate-forming proteins
(Ingram-Smith et al., 2006; Morsczeck et al., 2001) (Figure 2).
The crystal structures of the adenylate-forming enzymes (AFE)
so far determined show that these proteins, despite their low
sequence identities, uniformly adopt a similar fold and domain
structure: a large N-terminal and a smaller C-terminal domain,
with the active site residing at the interface between the twoFigure 2. Conserved Motifs in FadD32 and Adenylate-Forming Proteins
Structure-based amino acid sequence alignment of the FadD32 (top row) with other members of the AMP-forming family. Regions corresponding to the
conserved motifs I to IV are displayed as hatched boxes and the embedded highly conserved A3–A10 patches are delineated with solid lines above the
sequences. Black boxes indicate amino acid stretches S1–S4 found only in FadD32 proteins. For sequences aligned, darker background corresponds to higher
conservation and invariable residues are indicated by stars. MtFadD32 (M. tuberculosis FadD32, CAA17865); NfFadD32 (Nocardia farcinica FadD32,
YP_116394); PpLucif (Photinus pyralis luciferase, BAF48396); At4CL1 (Arabidopsis thaliana 4-coumarate-CoA ligase, Q42524); EcFadD (Escherichia coli
FadD, CAA50321); TtLC-FACS (Thermus thermophilus long-chain fatty acyl-CoA synthetase, BAD20228); AlcCBL (Alcaligenes sp. chlorobenzoate-CoA ligase,
AAN10109); SeACS (Salmonella enterica ser tiphymurium acetyl-CoA synthetase, AAO71645)., 510–519, May 29, 2009 ª2009 Elsevier Ltd All rights reserved 511
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2008).
Structure-based alignment of various AFE sequences,
together with the predicted secondary elements of FadD32,
revealed the presence of four additional stretches (S1 to S4) of
amino acids of variable lengths (6–19 amino acids); S1–S3 being
exclusively found in FadD32 proteins of all Corynebacterineae
examined among other AFE (see Figure S1 available online and
Figure 2). The two central insertions S2 and S3 surround the
substrate binding pocket that comprises at least A3, A5, and
A7 sequence motifs (in the N-terminal domain of the protein),
whereas the two remaining insertions (S1 and S4) are in the close
vicinity of the acceptor binding pocket and the A8 region. Finally,
of potential importance is the long C-terminal insertion S4
following the A8-motif III (residues 534–551) that could be drawn
from this structural alignment (Figure 2). This insertion is not only
specific for FadD32 among the AFE, but also, and more impor-
tantly, is missing in the other FAAL enzymes of M. tuberculosis
(e.g., FadD26) (Figure S1). Interestingly, S4 occurs in the
FadD32 of all representatives of the genera of the Corynebacter-
ineae suborder examined except Corynebacterium (Figure S1),
a genus that produces the shortest (C32–C36) mycolic acids.
Expression and Purification of FadD32
The fadD32 gene (Rv3801c) from M. tuberculosis was cloned
and the encoded protein was produced either as a fusion with
a cleavable amino- or carboxy-terminal hexa-histidine tag.
Attempts to produce FadD32 with a C-terminal His-tag in
a soluble form were unsuccessful. The production of the
N-terminal-tagged FadD32 was induced in the E. coli BL21
(DE3) strain and purification by affinity chromatography followed
by gel filtration chromatography allowed an enrichment of the
protein with approximately a 50-fold increase in the specific
activity of the pure protein over the crude extract (Figure S2).
Depending on whether an imidazole- or a pH-gradient was
used to elute the His-tagged FadD32 from the affinity column,
distinct gel filtration elution profiles were obtained (Figure 3). In
the elution using imidazole, the profile displayed two peaks,
both of which contained FadD32, whereas a single major peak
was obtained when the protein was eluted with a pH-gradient
(Figure 3). Dynamic light scattering analysis and FAAL activity
determination (see below) of the peaks indicated that the high-
molecular-weight species (contained in peak 1, Figure 3),
presumably induced by the presence of imidazole, did not
exhibit FAAL activity. In contrast, the combined fractions from
the second peak eluted with imidazole, as well as those of the
single peak from the pH-gradient, displayed the FAAL activity
(left inset of Figure 3). Consequently, a pH gradient was
preferred for eluting His6-FadD32 from the affinity column prior
to gel filtration chromatography. SDS-PAGE and western blot
analyses using antihistidine antibodies of the FadD32-contain-
ing fractions during purification steps indicated an essentially
homogenous protein (Figure S2). The purified His6-tagged
FadD32 protein migrates on SDS-PAGE close to the predicted
molecular mass (71,395 Da) (right inset of Figure 3). Consis-
tently, size exclusion chromatography allowed estimation of
the apparent molecular mass at about 71 kDa, suggesting
that the active form of the protein is a monomer in solution
(Figure S2).512 Chemistry & Biology 16, 510–519, May 29, 2009 ª2009 ElsevierFadD32 Enzymatic Characterization and Substrate
Specificity
The FAAL activity of the purified FadD32 was determined by
radiolabeled-thin layer chromatography (radio-TLC) (Trivedi
et al., 2004). The FadD32 protein was used to generate [14C]acyl-
AMP from [1-14C]fatty acid; the substrate being subsequently
separated from the product on the basis of their differential
Rf (frontal ratio). In thepresenceof dodecanoic acid, a production
ofC12-AMPbyFadD32was observed and found to be both ATP-
and Mg2+-dependent (Figure 4A); expectedly, the presence of
CoA in the mixture did not result in the production of acyl-CoA
(Trivedi et al., 2004), demonstrating that the purified FadD32
possessed a FAAL activity in our in vitro assay. The FadD32
enzyme exhibited typical Michaelis-Menten profiles when its
acyl-adenylation activity was determined using increasing
concentrations of fatty acid (Figure S3). To determine the
FadD32FAAL-specificactivity, theacyl-AMPformationasa func-
tion of enzyme concentration was measured (Figure 4B). The
optimal conditions for the measurement of the initial velocity
weredetermined (FigureS4). The responsewas linear in the range
of FadD32 concentrations tested (up to 2.4 mM and 0.8 mM with
C12 and C14 fatty acid substrates, respectively). Under standard
assay conditions, the enzyme was much more active when C14
was used as substrate, compared with C12 (Figure 4B). The
specific activities calculated for the enzyme (at 20 mM of
substrate) were 0.32 ± 0.02 and 1.59 ± 0.21 nmol min1 mg1
protein for C12 and C14, respectively. It is worth noting that the
value obtained in the presence of the latter substrate was similar
to that of the E. coli fatty acyl-CoA synthetase FadK (1 nmol C14-
CoA min1 mg1 [Morgan-Kiss and Cronan, 2004]).
To gain insight into the substrate specificity of FadD32, the
protein was incubated with a panel of commercially available
Figure 3. Purification, Activity, and Aggregation State of His6-
FadD32
Elution profile of His6-FadD32 using a gel filtration (Superdex 200) column after
a first step of affinity chromatography was performed using either an imidazole
(blue trace) or pH gradient (red trace) for elution. Fatty acyl-AMP ligase (FAAL)
activity in peaks 1 and 2 derived from the imidazole purification (left inset);
means and standard error of the mean (SEM) of two replicates are shown,
and data are representative of three independent experiments. Fractions
from the Superdex 200 major peak obtained in the pH-gradient purification
were pooled and analyzed by SDS-PAGE (right inset).Ltd All rights reserved
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FadD32 Acyl-AMP Ligase/ACP Synthetaseradiolabeled fatty acids, from C4 to C16, and the acyl-adenyla-
tion activity was determined. The FadD32 substrate selectivity
profile was compared with those of two FACS, namely the
E. coli FadK and the Mycobacterium avium Mig, known to
display, respectively, short-chain and medium-chain length
specificity. The latter proteins were expressed and purified as
described (Morgan-Kiss and Cronan, 2004; Morsczeck et al.,
2001) and their FACS activity was tested in a typical FadD32
radio-TLC assay containing CoA and using [1-14C]labeled fatty
acids at a fixed concentration. Whereas FadK and Mig exhibited
substrate preferences centered on C8-C12 and C8-C14 fatty
CA
B
Figure 4. FadD32 Fatty Acyl-AMP Ligase (FAAL) Activity and Acyl
Chain-Length Selectivity
(A) The FAAL activity and the requirements of FadD32. The assays contained
the indicated components and were initiated either with the enzyme (2 mM) or
with [1-14C]C12:0 fatty acid (50 mM) in the minus-enzyme assay. The reaction
products were separated by TLC and detected by autoradiography; migration
origin (O) and front (F). The TLC profile shown is representative of two repli-
cates. [14C]C16-CoA (lane 6) and cold C12-AMP (lane 7) were used as stan-
dards; the latter synthetic product was detected after spraying the plate with
rhodamine B and observation under UV (the spot was highlighted for clarity).
(B) Specific activity of FadD32 using either [1-14C]C12:0 (B) or [1-14C]C14:0 (d)
as substrate.
(C) The enzymatic activities of His6-FadK, His6-Mig and His6-FadD32 were
determined in the presence of 20 mM of the indicated [1-14C]fatty acids with
different chain lengths. Incorporation of radioactivity into product, acyl-CoA
(for FadK and Mig) or acyl-AMP (for FadD32), was displayed as percentages
of the total radioactivity (including those contained in the spot [remained at
the origin], substrate and product). The graph showing FadD32 selectivity is
representative of two independent experiments.Chemistry & Biology 16acids, respectively, FadD32 was most active when C14 was
used as substrate (Figure 4C).
In order to investigate further the enzymatic properties
of FadD32, kinetic parameters for selected chain fatty acid
substrates (C12, C14, and C16) were determined. FadD32
displayed typical Michaelis-Menten profiles (Figure S3) and con-
verted C12:0, C14:0 and C16:0 to their respective acyl-adeny-
lates, with the enzyme affinity and catalytic efficiency (kcat/Km)
increasing with the chain length of the substrate (Table S1).
Expectedly, FadD32 demonstrated the highest affinity (Km of
3.2 mM) toward C16, 1000-fold increased as compared with
that toward C12. In terms of catalytic efficiencies, the C16 and
C14 represented the most efficiently converted substrates,
with kcat/Km of 4.7 and 6.2 mM
1 min1, respectively; 80- to
100-fold higher than that for C12 (Table S1). The apparent
activity of the enzyme with C4 and C8 was too low for activity
determination in the standard FAAL assay. The purified FadD32
showed a Km of 2 mM for ATP (Table S1), which is in the same
order of magnitude of those described for other FACS (Hall
et al., 2005; Rusnak et al., 1989). Thus, determination of
FadD32 catalytic constants for substrates indicated again that
the protein displays a preference for long-chain over medium-
and short-chain fatty acid substrates.
To assess the specificity of FadD32 for longer substrates,
a competitive kinetic assay was performed because of the
unavailability of commercially radiolabeled fatty acids longer
than C20. The competing long- and very long-chain fatty acids
were added at a fixed concentration to the reaction containing
increasing concentrations of [14C]substrate (Figure S5); C16
was chosen for these experiments, based on the high affinity of
the enzyme toward this substrate (see above). The formation of
C16-AMP by FadD32 as a function of [14C]C16 concentration in
the absence or presence of cold C16 showed typical curves
of efficient competitive binding (Figure S5). Unexpectedly,
however, the addition of 10 mM C20 or C24 resulted in binding
curves with higher rate (Vmax) values than the control without
competitor (Figure S5). This reproducible observation suggested
the occurrence of an underlying phenomenon, reminiscent of
a ‘‘detergent’’ effect, probably due to the long aliphatic chains
of the competitors tested. Consistently, the addition of low
concentrations (0.1%) of Triton X-100 to FadD32 assays signifi-
cantly improved the enzyme activity (Figure S5). Further attempts
to improve the experimental conditions for these competitive
binding assays in order to dissect the effect of long-chain
substrates on FadD32 activity were unsuccessful.
Structural Features of FadD32 Suggestive
of an Additional Acylation Activity
From structural and biochemical studies with acetyl-CoA
synthetase (Acs) and chlorobenzoyl-CoA ligase (CBL) (Reger
et al., 2007, 2008), the adenylate-forming enzymes have been
proposed to have a ‘‘domain alternation’’ type of catalysis, where
conformational changes take place and define either an adeny-
late- or a thioester-forming conformation, the two conformational
states being in equilibrium. The role of the domain movement
would be to remove stabilizing residues that are necessary for
the adenylation half-reaction from the active site and simulta-
neously create a binding pocket for the phosphopantetheine
(P-pant) of the acceptor. Key residues involved in both, 510–519, May 29, 2009 ª2009 Elsevier Ltd All rights reserved 513
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Lys608 (in A10-motif IV) essential for the adenylate-forming
conformation and Gly499 (in A8-motif III), ensuring the thioester-
forming conformation by hydrogen bonding to the P-pantmoiety,
as shown for Acs andCBL (Reger et al., 2007, 2008). Importantly,
the conservation of this glycine in FadD32 was suggestive of
the enzyme acylation activity (acyl-CoA/ACP) because kinetic
analysis of an Acs mutant in this residue (Gly to Leu) was only
active for the adenylate-forming half-reaction (Reger et al., 2007).
Thus, the alignment of FadD32 with acyl-adenylate-forming
enzymes (Figure 2) suggested that the protein would catalyze
the two half-reactions usually performed by FACS and fatty
acyl-ACP synthetase (FAAS) enzymes (Figure 1). In addition, as
stated above, the exclusive occurrence of the long C-terminal
insertion S4 following the A8-motif III (Figure 2) in FadD32
among both the AFE and the other FAAL of M. tuberculosis
FadD points to the potential interaction of FadD32 with the
P-pant moiety of an ‘‘acceptor’’ molecule/domain and to specific
features of the protein of possible importance in catalysis and/or
substrate specificity.
FadD32 Displays Acyl-ACP Synthetase Activity
To investigate the possible acylation activity of FadD32 and
determine its ‘‘acceptor’’ selectivity, several substrates (CoA,
ACP, AcpM, Pks13) were tested in modified FAAL, FACS, and
FAAS assays using FadD32 or control enzymes, i.e., E. coli
FadK (a FACS enzyme) and Aas (a FAAS protein), purified as
described previously (Morgan-Kiss and Cronan, 2004; Shanklin,
2000). In the presence of CoA, FadD32, unlike FadK, was unable
to convert the C14-AMP (formed from [1-14C]C14 andATP) to the
corresponding acyl-CoA (Figure 5C, lanes 3 and 4), as expected
(Trivedi et al., 2004). To investigate whether FadD32 could
acylate ACP, the enzyme was mixed with either E. coli holo-
ACP orM. tuberculosis holo-ACP (holo-AcpM) and the formation
of labeled C14-ACP was analyzed by conformationally sensitive
gel electrophoresis (Post-Beittenmiller et al., 1991; Rock et al.,
1981) (Figure 5A). In the presence of holo-ACP, no acyl-ACP
was detected when FadD32 was used in the assay, unlike the
high acyl-ACP synthetase activity observed with Aas (Figure 5A,
lanes 2 and 3). In contrast, in the presence of AcpM, FadD32
showed a significant acylation activity, as demonstrated by the
formation of labeled acyl-AcpM, comparable to that measured
for the acyl-ACP synthetase Aas in the presence of holo-AcpM
(Figure 5A lower panel, lanes 4 and 5). Finally, the radiolabeling
associated with the Pks13 protein (Figure 5B, lower panel,
lane 3), likely due to the transfer of [14C]acyl chain from the inter-
mediate C14-AMP onto the protein, was specifically observed
in the presence of FadD32, but not in that of Aas (Figure 5B, lanes
2 and 3). These data demonstrated that, in addition to its
FAAL activity, FadD32 functions as an acyl-ACP ligase in vitro
and that this acylation activity is highly specific and restricted
to a limited number of ‘‘acceptors,’’ namely, AcpM and the
condensing enzyme Pks13, the latter being probably the natural
and most efficient substrate.
In order to investigate the molecular basis of the FadD32
specificity toward ACPs from different sources, a bioinformatic
analysis was performed (Figure 6). Alignment of E. coli ACP
and AcpM indicates a high degree of similarity between the
proteins, especially in the four-helix bundle ACP fold (residues514 Chemistry & Biology 16, 510–519, May 29, 2009 ª2009 Elsevier1–82) at their N termini, while the particularity of AcpM resides
in an extended carboxyl-terminus (residues 83–115). Strikingly,
the N-ACP (amino-terminal ACP) domain of Pks13, onto which
the transfer of the acyl chain from FadD32 to the condensase
has been suggested to occur (Trivedi et al., 2004), also displays
such an extension. Despite the relatively low degree of similarity
A
C
B
Figure 5. Determination of the Acceptor Selectivity of FadD32
In Vitro
All reactions used [1-14C]C14:0 as substrate in a standard FAAL, FACS, or
FAAS assay.
(A) The FadD32 acylation activity in the presence of either E. coli holo-ACP or
M. tuberculosis holo-AcpM was analyzed by urea-PAGE (2.5 M, 15%) (Post-
Beittenmiller et al., 1991; Rock et al., 1981). The assays included Aas (1 mM)
or FadD32 (4 mM); lane 1 contains holo-ACP and lane 6, holo-AcpM (with the
two distinctive bands that correspond to the monomer [AcpMm] and disulfide
dimer [AcpMd]).
(B) Loading of the labeled acyl chain from C14-AMP (generated using either
Aas [0.6 mM] or FadD32 [2.1 mM]) onto Pks13 (3.6 mM) analyzed by SDS-
PAGE. Detection in (A) and (B) was by Coomassie staining and by autoradiog-
raphy in upper and lower panels, respectively.
(C) Radio-TLC analysis of FadD32 products using CoA as acceptor. The E. coli
FadK, a FACS, was used as a control for the synthesis of acyl-CoA (lane 4);
both enzymes were added at 2.1 mM, and lane 5 contained a [14C]C16-CoA
standard.Ltd All rights reserved
Chemistry & Biology
FadD32 Acyl-AMP Ligase/ACP SynthetaseFigure 6. Structure-Based Amino Acid
Sequence Alignment of ACPs
The four-helix bundle characteristic of the ACP fold
is displayed for AcpM (Wong et al., 2002). Black and
grayshadings indicatestrictlyconservedandsimilar
residues, respectively, and a star indicates the
conserved serine residue where the prosthetic
group binds. MtAcpM (M. tuberculosis AcpM,
CAA94640);Mtpks13ACP1(N-terminalACPdomain
of M. tuberculosis Pks13, CAA17864); EcACP
(E. coli ACP, AAB27925).between the two C-terminal extensions, AcpM and the N-ACP
domain of Pks13 sequences align quite well (Figure 6), suggest-
ing that this common feature very likely plays a role in deter-
mining the specificity of the FadD32-acceptor interaction.
Inhibition of FadD32 Activity
The ultimate goal of identifying and characterizing essential and
specific proteins of the tubercle bacillus is their use as novel
targets for the development of new antituberculous drugs.
FadD32 is one of these newly discovered candidates (Portevin
et al., 2005). Various nonhydrolyzable acyl-AMP analogs have
been recently used as mechanism-based inhibitors, which were
found to be potent inhibitors of related adenylate-forming
enzymes (Arora et al., 2009; Ferreras et al., 2005, 2008). Adeno-
sine 50-alkyl phosphates, are structural analogs of adenosine
50-acyl phosphates (acyl-AMP) (Figure 7A, (1)), the transient inter-
mediates of the acyl-CoA/ACP synthetic reaction (Figure 1).
Based on these considerations, we postulated that the reaction
intermediate mimic adenosine 50-dodecylphosphate (alkyl-
adenylate, AMPC12, Figure 7A (2)), known to inhibit many FACS
(Grayson and Westkaemper, 1988; Shiraishi et al., 1994), would
be a potent inhibitor of the acyl-adenylation activity of FadD32.
We chemically synthesized AMPC12 as described previously
(Machida et al., 1997) and checked its structure by mass spec-
trometry and nuclear magnetic resonance (see Supplemental
Data). We first tested the inhibitory effect of the synthesized alkyl
phosphate on the acyl-CoA synthetase FadK from E. coli. In a
typical acyl-AMP ligase assay containing [1-14C]fatty acid and
CoA as substrates, AMPC12 showed a significant inhibition on
the FadK activity (85%of the original level at 2 mM). The inhibitory
effect of the AMPC12 on FadD32 activity was then examined by
varying the inhibitor concentration (0.05–10 mM) at a fixed
concentration (100 mM) of the fatty acid substrate ([14C]C14). As
shown in Figure 7B, the AMP analog inhibited the activity of the
enzyme in a concentration-dependent manner, reducing it by
almost 90% of the original level at 2 mM, remarkably comparable
to the effect of the inhibitor on FadK. The calculated half-maximal
effective concentration (EC50) of the AMPC12 compound corre-
sponds to 0.11 mM, which is less than 20 times the enzyme
concentration used in the assay. Because the AMPC12 was
active on FadD32, we investigated whether this AMP analog
could influence the mycobacterial growth. For this purpose,
Mycobacterium smegmatis mc2155 cells (OD600 of 0.02) were
incubated in 96-well plates at 37C in the presence of increasing
concentrations (8–75 mM) of AMPC12 and their viability was
monitored after 48 hr using the tetrazolium salt assay (Sieuwerts
et al., 1995). The same concentrations of AMPC12were tested in
parallel on growing cells of Corynebacterium glutamicum andChemistry & Biology 16E. coli. The addition of AMPC12 to M. smegmatis induced
a dose-dependent inhibition of growth with more than 80% loss
of viability at 19 mMof the inhibitor (Figure 7C). At this concentra-
tion, about 45% growth impairment of C. glutamicum was
observed whereas E. coli was almost insensitive to AMPC12.
BecauseM. smegmatis and C. glutamicumwere the most sensi-
tive to AMPC12, we hypothesized that these mycolic-acid-
synthesizing bacteria have their mycolic acid metabolism
affected by the synthetic analog. We therefore examined the
inhibitory effect of AMPC12 on fatty acid/mycolic acid synthesis
inM. smegmatis using a cell-free extract (CFE) synthesizingmost
exclusively mycolic acids (Lacave et al., 1990). AMPC12 was
pre-incubated with CFE for 30 min and the synthesis of
[1-14C]acetate-labeled fatty acids andmycolic acidswasallowed
for 60 min before lipids were extracted and analyzed. Although
no effect on fatty acid synthesis was observed at a subinhibitory
concentration of AMPC12 (10 mM), an inhibition of 40% of the
synthesis of all types of M. smegmatis mycolic acids (alpha,
alpha0, epoxy) was observed (data not shown). These results indi-
cated that AMPC12 could reach its target within the particular
system of CFE and that inhibition of mycolic acid synthesis
occurs very likely through the inhibition of FadD32 activity.
DISCUSSION
The present study was undertaken in order to characterize the
enzymatic properties of FadD32, a protein essential for mycolic
acid synthesis, and define its substrate specificity. From its
chromatographic behavior, the His6-FadD32 appeared active
as a monomer in solution. It is unknown, however, whether
FadD32 exists as a monomer in the ‘‘condensing complex’’
in vivo where it possibly engages interaction(s) with its partners,
Pks13 and AccD4. Expectedly, the purified FadD32 possessed
an acyl-AMP ligase activity in vitro and was able to synthesize
acyl-adenylates from fatty acids and ATP in the presence of
Mg2+. Investigation of detailed kinetic properties of the enzyme
showed that FadD32 exhibited the strongest affinity toward
C16 fatty acid and best catalytic efficiencies toward C16:0 and
C14:0 acids. These properties distinguish FadD32 from the
(middle-chain) acyl-CoA synthetase Mig of M. avium, whose
substrate specificity is centered on C10 (Morsczeck et al.,
2001). FadD32 thus presents an apparent selectivity profile
centered on C14-C16 and can be classified as a long-chain
acyl-AMP ligase in vitro. For a matter of unavailability of very
long-chain radiolabeled molecules, we used cold fatty acids
in a competitive kinetic assay to investigate the specificity of
FadD32 for very long-chain substrates (Figure S5). Because
a ‘‘detergent’’ effect was invariably observed in the presence, 510–519, May 29, 2009 ª2009 Elsevier Ltd All rights reserved 515
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not be studied in the presence of its presumed natural substrates
in mycobacteria, i.e., C54–C64 meromycolic acids. Compared
with specific activities described for short- or medium-chain
FACS from the same family (S. enterica Acs [Ingram-Smith
et al., 2006], E. coli FadD [Morgan-Kiss and Cronan, 2004],
M. avium Mig [Morsczeck et al., 2001]), the M. tuberculosis
FadD32 exhibits a relatively low activity toward middle- to
long-chain substrates (C12–C16), which probably reflects the
low catalytic efficiency of the protein in the presence of these
relatively ‘‘short’’ substrates as compared with the natural
substrates. Elements from amino acid alignment of FadD32
with other AMP-forming proteins and short-chain acyl-CoA
synthetases corroborate this result (Figure 2). Indeed, among
the specific amino acid residues shown to be involved in chain
length selectivity of proteins from this superfamily (Black et al.,
1997; Ingram-Smith et al., 2006) is a Gly that is present in
FadD32 (Gly351 in motif II, Figure 2), whereas in the aligned
sequence of the S. enterica short-chain acyl-CoA synthetase
Acs, a Trp is found in lieu of the Gly residue. Interestingly, in
the case of the S. enterica Acs that has a preference for acetate
and propionate, the removal of the equivalent Trp416 side chain
from the hydrophobic pocket was sufficient to enlarge the
pocket to accommodate longer substrates (Ingram-Smith
et al., 2006).
A
B C
Figure 7. Inhibitory Effect of Dodecyl-AMP (AMPC12) on FadD32
Activity and on Bacterial Growth
(A) Chemical structures of acyl-adenylate intermediate (acyl-AMP, (1)) and its
analog, adenosine 50-alkylphosphate (alkyl-AMP, AMPC12, (2)), R = C12.
(B) FadD32 activity in the presence of increasing concentrations of AMPC12
was determined in a typical radio-TLC assay (using 100 mM [1-14C]C14:0 as
substrate and 2.1 mMenzyme). Data shown are representative of two indepen-
dent experiments.
(C) Bacterial growth inhibition curves ofM. smegmatismc2155 (-),C. glutami-
cum ATCC13032 (A), and E. coli DH5a (:) strains in the presence of
increasing concentrations of AMPC12 were determined. ODT/ODC, ratio of
OD580nm of inhibitor-treated (ODT) to OD580nm of control cultures (ODC),
DMSO-treated. Data show the mean of two replicates.516 Chemistry & Biology 16, 510–519, May 29, 2009 ª2009 ElsevierThe very-long-chain acyl-adenylates produced by FadD32 are
the putative activated substrates for the condensation reaction
catalyzed by Pks13. The resulting meromycoloyl chains should
then be transferred onto the N-ACP domain of Pks13 by either
a yet unknown enzyme or FadD32 that would then necessarily
possess an unrevealed additional function (Gavalda et al.,
2009). Investigation of the putative additional acyl-ACP synthe-
tase function of FadD32 led to the demonstration that the enzyme
is also able to acylate the mycobacterial AcpM. Thus, FadD32
would not simply be a ‘‘fatty acyl-AMP ligase,’’ as previously
suggested (Trivedi et al., 2004), but rather would catalyze the
two half-reactions usually performed by FadD enzymes, i.e.,
the production of an acyl-AMP from a fatty acid and ATP, then
the transfer of the acyl chain from the acyl-AMP onto the P-pant
moiety of a substrate, the natural one being in the present case
Pks13. It is noteworthy that among the 12 FadD proteins of
M. tuberculosis previously classified as FAAL (Trivedi et al.,
2004), 9 have their gene located near a pks that includes an acp
sequence or near an acp-like gene (Table S2). The enzymes
belonging to this subfamily are likely to have the function of
producing ACP/PCP (peptidyl carrier protein) derivatives. Thus,
with respect to their substrate specificity, FadD enzymes would
either synthesize acyl-CoA or acyl-ACP/PCP molecules, the
ACP or PCP being either free-standing proteins or PKS- and
NRPS-associated domains. It is noteworthy that Cronan’s group
has recently reported thecharacterization of an acyl-ACPsynthe-
tase from Vibrio harveyi that was previously classified as a
member of the acyl-CoA synthetase family (Jiang et al., 2006).
In this regard, FadD32wouldbeaprototypeof theM. tuberculosis
FadD proteins classified as FAAL, where these adenylate-form-
ing enzymes associated to pks genes would catalyze ACP-acyl-
ation reactions. In agreement with this hypothesis, we have
observed that another FadD protein, namely FadD26, also
possesses an acyl-ACP activity (our unpublished data).
As an acyl-ACP synthetase, FadD32 is capable of acylating
the mycobacterial AcpM but neither ACP from E. coli nor CoA,
the N-terminal domain of Pks13 being its very likely natural and
highly specific in vivo acceptor. These results strongly suggest
that specific features of AcpM versus E. coli ACP and/or speci-
ficity of the interaction FadD32-acceptor domain might be
involved. This assumption was further supported by the bioinfor-
matic analysis of ACP from different sources. The alignment of
the protein sequences shows a high degree of similarity at their
N termini, yet AcpM has an extended carboxyl-terminus that
aligns quite well with the sequence of the N-ACP domain of
Pks13 despite their low degree of similarity. This suggests that
this common feature very likely plays a role in determining the
molecular basis underlying the chain-length specificity of fatty
acyl intermediates during mycolic acid biosynthesis.
Finally, as a first step in the validation of FadD32 as a good
target for the search of new antituberculous drug, we showed
that the alkylphosphate ester of AMP, adenosine 50-dodecyl-
phosphate (AMPC12), inhibited the acyl-AMP ligase activity of
FadD32. This reasoning was based on the observed inhibition
of many FACS by this molecule. This compound has a structure
analogous to acyl-AMP, the transient intermediate of the acyl-
CoA/ACP synthetic reaction (Figure 1). Furthermore, AMP
analogs were recently reported as potent inhibitors of acyl- and
aryl-adenylation domains of enzymes involved in the productionLtd All rights reserved
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2005, 2008). Indeed, AMPC12, which also inhibited both mycolic
acid synthesis and mycobacterial growth, is an efficient inhibitor
of FadD32. Based on the inhibition data presented herein,
AMPC12 represents a promising tool for the study of substrate
binding pocket and three-dimensional structure determination
in complex with FadD32. Further insights into the enzymatic
mechanism will require the structure determination of enzyme-
ligand complexes to search for efficient inhibitors in the perspec-
tive of antimycobacterial drug development.
SIGNIFICANCE
Mycolic acids aremajor and specific lipid components of the
mycobacterial cell envelope, and essential for the survival of
members of the genus, which contains numerous human
and animal pathogens. Understanding the biosynthesis of
these critical determinants of both the mycobacterial
permeability and virulence is an important goal, because it
might lead to design of new antituberculous drugs. FadD32
is an FAAL that activates the very long meromycolic acid
(C50–C60) condensed by Pks13 with a C22–C26 fatty acid to
yield, after reduction, mycolic acids. The findings reported
here demonstrate the biochemical and enzymatic properties
of FadD32 and show that, in addition to the previously recog-
nized FAAL activity, the protein possesses an acyl-ACP
ligase function. Moreover, to the best of our knowledge,
FadD32 is the firstM. tuberculosis FAAL reported to possess
such an activity and might be the prototype of a group of
polyketide-synthase-associated adenylation enzymes with
an uncommon catalytic mechanism. The substrate analog
dodecyl-AMP efficiently inhibited the FadD32 activity, my-
colic acid biosynthesis and mycobacterial growth. Overall,
these studies advance our understanding of the biosyn-
thesis of the hallmark of mycobacteria and open an avenue
for the development of mechanism-based novel antimyco-
bacterial agents.
EXPERIMENTAL PROCEDURES
Bioinformatic Sequence Analysis
Amino acid sequences were obtained from the National Center for Biotech-
nology Information. Alignments were performed using the Clustal W2 program
(Larkin et al., 2007) and manually adjusted in Seaview (Galtier et al., 1996); the
figures were shaped using Espript (Gouet et al., 1999).
Cloning and Purification of FadD32 (His6-FadD32)
The cloning and purification of FadD32 are described in detail in the Supple-
mental Data. Briefly, the M. tuberculosis H37Rv fadD32 gene was amplified
by polymerase chain reaction and the insert was ligated into the pET15b
E. coli expression vector (Novagen). The FadD32 expression was induced
5 hr at 25C in E. coli BL21(DE3) cells. The cleared lysate expressing
FadD32 was applied to HisTrap HP affinity column and elution of the protein
was performed using either an imidazole or pH gradient. The FadD32-contain-
ing fractions were applied to a gel filtration chromatography (Superdex 200)
column; the protein was homogeneous as judged by SDS-PAGE (Laemmli,
1970) and western blot analysis using anti-polyHis antibodies (detailed in
Supplemental Data).
Enzymatic Assays for Acyl-AMP/ACP Ligase Activity
Enzymatic activity was determined by monitoring acyl-AMP formation using
radio- TLC in which labeled fatty acid in the presence of ATP was convertedChemistry & Biology 16into acyl-AMP that was separated from the substrate by TLC and detected
by autoradiography (Trivedi et al., 2004). The standard FAAL reaction mixture
included 100 mM Tris-HCl (pH 7), 20–100 mM [14C]fatty acid, 2 mM ATP, 8 mM
MgCl2 and 0.2–3.6 mg protein in a 15 ml reaction volume. In the case of deter-
mination of FACS activity, 2 mM CoA was added to the mixture. The reaction,
performed for 10 min at 30C, was initiated by the addition of the enzyme,
terminated by the addition of 5% acetic acid, and spotted on silica gel TLC
plates (G60). Radiolabeled products were resolved in butan-1-ol/acetic acid/
water (80:25:40) at room temperature and visualized by exposing the TLC to
Fujifilm imaging plate prior to phosphorimager detection (Typhoon Trio GE
Healthcare). A standard curve of labeled [14C]fatty acid substrate allowed
[14C]acyl-AMP quantification using the ImageQuant software version 5.1
(Molecular Dynamics).
For FAAS/ligase activity determination, the reaction mixture (15 ml) con-
tained 100 mM [1-14C]C14 fatty acid, 2 mM DTT, 10 mM MgCl2, 5 mM ATP
in 100 mM Tris-HCl (pH 7), and 15–25 mM of ACP or AcpM, the latter being
produced and purified as reported (Kremer et al., 2000). Reactions were
started with the addition of enzyme and incubated for 2 hr at 30C. For acyl-
ACP and acyl-AcpM detection, 10–15 ml of reactions were analyzed by urea-
PAGE (15% polyacrylamide gel containing 2.5 M urea [Kremer et al., 2000;
Post-Beittenmiller et al., 1991; Rock et al., 1981]). To test the loading of the
acyl chain from acyl-AMP (generated by FadD32) onto the Pks13 protein (puri-
fied as reported in Gavalda et al., 2009), the same reaction mixture was used
except for the buffer (100 mM HEPES [pH 7] replaced Tris buffer); separation
was performed by 12% SDS-PAGE. The labeled products were detected
using phosphorimager.
Mycolic Acid Synthesis Assay and Analysis
The CFE synthesizingmycolic acids was prepared fromM. smegmatismc2155
as described (Lacave et al., 1990). AMPC12 was added to the CFE for 30 min
and the neosynthesis of fatty acids, including mycolic acids, was followed by
the addition of 50 mm of [1-14C]acetate as a precursor. The reaction was
stopped 60 min later by saponification and lipids were extracted with diethyl
ether. The effect of the AMPC12 on the incorporation of radioactivity into non-
hydroxylated fatty acid methyl esters and mycolic acid methyl esters was
determined.
SUPPLEMENTAL DATA
Supplemental Data include Supplemental Experimental Procedures, five
figures, and two tables and can be found with this article online at http://
www.cell.com/chemistry-biology/supplemental/S1074-5521(09)00147-1.
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SUPPLEMENTAL MATERIALS 
 
The sources of [1-14C]fatty acids (specific activity, 50-58 mCi/mmol) were the American 
Radiolabeled Chemicals, Inc. (St Louis, MO) and PerkinElmer (Waltham, MA). ACP, antibiotics 
and most other chemicals were purchased from Sigma (St Louis, MO), whereas microbiological 
media were ordered from Invitrogen (Carlsbad, CA) and Difco (by VGDINC, Lawrence, KA). 
Restriction enzymes were purchased from New England Biolabs (Ipswich, MA) and DNA 
purification kits from Qiagen (Courtaboeuf, France), whereas chromatography columns and 
FPLC system were from GE Healthcare (Piscataway, NJ). Acyl-AMP standards were synthesized 
according to (Keller et al., 1984). Proteins were quantitated by either the Bradford method 
(Bradford, 1976) using bovine serum albumin as a standard, or using the calculated extinction 
coefficient. 
 
SUPPLEMENTAL EXPERIMENTAL PROCEDURES 
 
Cloning and Purification of FadD32 (His6-FadD32) 
The fadD32 gene was amplified from the bacterial artificial chromosome (BAC) library of M. 
tuberculosis H37Rv (Institut Pasteur). The fadD32 PCR primer pair consisted of 5’-
ACGTCATATGTTTGTGACAGGAGAGAG and 5’-
ATGCAAGCTTGTCCGAAGTGGCGAAGACCG. The primers introduced the restriction sites 
for NdeI at the initiator methionine codon of the predicted coding sequence and HindIII 
downstream of the stop codon. The PCR products were ligated into the pGEM-T vector 
according to the manufacturer’s instructions (Promega, Madison, WI) and the insert was 
confirmed by DNA sequencing with T7 and SP6 primers. The single NdeI digestion released the 
fadD32 fragment from pGEM-T (having a NdeI site downstream of the cloned insert). The insert 
was then isolated and ligated into the pET15b Escherichia coli expression vector (Novagen) 
under the control of the T7 promoter. Restriction profiles allowed the selection of the forward 
orientation of the insert in the resulting plasmid (pET15b-fadD32), that was used to transform the 
E. coli BL21(DE3) strain. The recombinant cells were grown at 37 °C in LB medium containing 
carbenicillin (50 µg ml-1) and induced at OD600= 0.5 by adding 0.5 mM isopropyl thio-β-D-
galactopyranoside. Cells were then grown 5 h at 25°C and collected by centrifugation at 4,000 g 
for 15 min at 4°C, washed in [50 mM Tris pH 8, 500 mM NaCl, 10% glycerol] and kept at -80°C 
until further use. For lysis, pellets were resuspended (1:25 dilution of culture volume) in [50 mM 
Tris pH 8, 500 mM NaCl, 10% glycerol, 0.75 mg ml-1 lysozyme, 1 mM phenylmethylsulfonyl 
fluoride (PMSF)] supplemented or not with 30 mM imidazole and frozen overnight at -80°C. All 
further purification steps were performed at 4°C. The frozen bacterial pellets were thawed at 
room temperature and disrupted by sonication (5 intermittent pulses of 30 s in ice) on a VibraCell 
(Fisher Bioblock Scientific, Illkirch, France). Cell debris were removed by centrifugation (60 min 
   
   
at 45,000 g) and the cleared lysate was filtered on 0.2 µm (Millipore) and applied to HisTrap™ 
HP (1 ml) affinity column. Elution of the protein from the affinity column (monitored at OD280) 
was performed using two different gradients: “imidazole” or “pH”. For the “imidazole” elution, 
the cleared lysate was loaded onto the column that was washed with 10%, then with 20% buffer 
B [50 mM Tris pH 8, 300 mM imidazole, 300 mM NaCl, 10% glycerol, 0.2 mM PMSF]. The 
His6-tagged protein was eluted with 50% of buffer B. For the “pH” elution procedure, the affinity 
column was sequentially washed with buffers with decreasing pH, all containing 500 mM NaCl, 
10% glycerol, 0.2 mM PMSF: buffer A1 [50 mM Tris, pH 8]; buffer A2 [20 mM NaH2PO4, pH 
7.3]; buffer A3 [20 mM sodium acetate, pH 6] and 20% of buffer B3 [20 mM sodium acetate, pH 
4] (in A3). The His6-tagged protein was eluted with 60% of buffer B3. The combined fractions 
corresponding to the FadD32 peak were applied to a gel filtration chromatography (Superdex 
200) column pre-equilibrated with [50 mM Tris pH 8, 500 mM NaCl, 0.2 mM PMSF]. The 
protein was homogeneous as judged by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel 
electrophoresis (Laemmli, 1970) and western blot analysis. 
 
Western Blot Analysis of the His6-FadD32 
The western blot analysis of His6-FadD32 from different purification stages was performed using 
standard protocols. Briefly, samples were separated on 12% SDS-PAGE (using a Mini-Protean II 
electrophoresis system, Bio-Rad) and the proteins were electrophoretically transferred to 
nitrocellulose membrane (Trans-blot SD semi-dry transfer cell, Bio-Rad). The membranes were 
pre-blocked in 5% nonfat milk powder and then incubated overnight with anti-poly histidine 
antibodies (Sigma) diluted 1:2000. The membranes were washed and incubated with secondary 
antibodies conjugated with alkaline phosphatase (Sigma, 1:10000); the labeled His-tagged 
proteins were visualized using BCIP/NBT Color Development Substrate kit (Promega) for the 
colorimetric detection of alkaline phosphatase activity. 
 
Kinetic Parameter Determinations 
For the determination of apparent kinetic parameters, the concentration of one substrate was 
varied in the presence of constant levels of the second substrate or cofactor. The substrate 
concentrations varied generally from 0.2 to 5-10 times the Km value. The apparent Km and kcat 
values of the enzyme for the fatty acids  were found similar at all concentrations examined of 
ATP (2 to 10 mM); for instance, Km of 20.5 and 18.8 µM were obtained for the C14:0 with 2 and 
10 mM ATP, respectively. However, the addition of concentrations of ATP higher than 5 mM in 
the assay (to approach saturating concentrations) resulted in a severe decrease in reaction rates, 
with Vmax being significantly reduced (from 3.7 to 0.18 pmole/min in the presence of 2 and 10 
mM ATP, respectively). Accordingly, the kinetic parameters determination of fatty acids was 
performed in the presence of 2 mM ATP. 
 
Competition Studies 
Because of the unavailability of commercially radiolabeled fatty acids longer than C20, the fatty 
acid substrate specificity of the purified FadD32 was assessed using a competitive enzymatic 
inhibition by the addition of unlabeled fatty acids. The competing long- and very long-chain fatty 
acids were added at a fixed concentration (10 µM) to the reaction containing increasing 
concentrations of [14C]palmitic acid.  
 
Chemical synthesis of the acyl-AMP analog (alkyl-AMP) 
The adenosine 5’-alkylphosphate (AMPC12) was chemically synthesized from alkyl bromide and 
AMP tetrabutylammonium salt in dimethylacetamide at 80°C for 4 h, as described previously 
(Machida et al., 1997). The synthesized alkyl-AMP was purified by flash chromatography on a 
silica gel (Florisil) column. The chemical structure of the alkyl-AMP (AMPC12) was confirmed 
by mass spectrometry and NMR spectroscopy. The MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser 
Desorption Ionisation - Time Of Flight) MS mass spectra were characterized by the occurrence of 
   
   
the pseudo molecular ions (M+H+), (M+Na+) and (M-H+2Na+) at m/z 516, 538 and 560, 
respectively. Analysis of the 1H-NMR (600 MHz in DMSO-d6) spectra was in good agreement 
with the previously reported data for AMP analogs (Machida et al., 1997), namely, the 
characteristic signals for adenosine ring at 8.39 p.p.m (singlet, 1H) and 8.22 p.p.m (singlet, 1H); 
the signal resonances for ribofuranose were observed at 5.96 p.p.m (doublet, 1H, J = 4.3, H’1), 
4.62 p.p.m (triplet, 1H, J = 5.2, H’2), 4,22 p.p.m. (triplet, 1H, J = 4.62, H’3), 4.11 p.p.m 
(multiplet, 1H, H’4), and 4.05 p.p.m (multiplet, 2H, H’5,5’), respectively. Signal resonances of 
CH2 linked to phosphate group were seen at 3.84 p.p.m (multiplet, 2H, JCH2, P = 6.7) and 1.53 
p.p.m. (multiplet, 2H) and those for aliphatic chain were observed at 1.23 p.p.m (multiplet, CH2) 
and 0.87 ppm (triplet, 3H, J = 7.1, CH3). 
   
   
 
Figure S1. Structure-Based Amino Acid Sequence Alignment of FadD32 with Other 
Adenylate-Forming Proteins 
Sequences of various members of the adenylate-forming protein superfamily were aligned using 
Clustal W2 (Larkin et al., 2007). MtFadD32 (M.tuberculosis FadD32, CAA17865); NfFadD32 
(Nocardia farcinica FadD32, YP_116394); RspFadD32 (Rhodococcus jostii RHA FadD32, 
YP_704019); CgFadD32 (Corynebacterium glutamicum FadD32, CAF20897); MtFadD26 
(Mycobacterium tuberculosis FadD26, Q10976) PpLucif (Photinus pyralis luciferase, 
BAF48396); At4CL1 (Arabidopsis thaliana 4-coumarate-CoA ligase, Q42524); EcFadD 
   
   
(Escherichia coli FadD, CAA50321); TtLC-FACS (Thermus thermophilus long-chain fatty acyl-
CoA synthetase, BAD20228); AlcCBL (Alcaligenes sp. chlorobenzoate-CoA ligase, 
AAN10109); SeACS (Salmonella enterica ser tiphymurium acetyl-CoA synthetase, AAO71645). 
The structural alignment was performed using DaliLite server for the available structures at the 
Protein Data Bank PDB (Holm and Park, 2000) and manual adjustment was done in Seaview 
(Galtier et al., 1996). Alignments were obtained using Espript (Gouet et al., 1999). Similarity 
scores higher than 60% are represented in red characters on a white background; white characters 
on a red background correspond to residues strictly conserved in the column. Secondary structure 
prediction was obtained for MtFadD32 sequence by NPS@ (Combet et al., 2000) and is 
represented at the top of the structural alignment. PpLucif (PDB 1BA3); TtLC-FACS (PDB 
1ULT), AlcCBL (PDB 3CW8) and SeACS (PDB 1PG4) structures have been superimposed 
using DaliLite pairwise structural alignments. Secondary structure of the SeACS is represented at 
the bottom row. The highly conserved patches A3 to A10 within the conserved domains are 
indicated with solid lines below the sequences; the insertions within the FadD32 sequences are 
highlighted in yellow boxes. 
 
 
 Figure S2.  
(A) SDS-PAGE purification steps of His6-FadD32. Recombinant FadD32 was expressed and 
purified and fractions were taken throughout the purification process and assayed for C14-AMP 
formation activity as described under “Experimental Procedures”. Lane 1, uninduced culture; 
lane 2, crude extract (CE); lane 3, soluble lysate fraction (lysate); lane 4, nickel affinity 
chromatography flow-through; lane 5, pool of fractions eluted from the nickel affinity column (at 
pH 5.3); lane 6, pool of fractions eluted from gel filtration S200 column (GF).  
(B) Western blot analysis of FadD32-containing fractions during the purification process using 
anti-His antibodies.  
(C) Fatty acyl AMP-ligase (FAAL) activity measured in the FadD32-containing fractions (CE, 
lysate, affinity, GF) obtained during the purification process. Two µg of total protein in each 
   
   
fraction was assayed using [1-14C]C14 as substrate; data are the mean of two replicates ± 
standard error of the mean (SEM).  
(D) The apparent molecular mass of FadD32 was estimated by gel filtration chromatography 
using a Hi-load 16/60 Superdex 200 prep grade column (GE Healthcare) calibrated with RNase A 
(14 kDa), chymotrypsin (25 kDa), ovalbumin (43 kDa), albumin (67 kDa), aldolase (153 kDa), 
catalase (232 kDa), ferritin (440 kDa), and thyroglobuline (669 kDa). The column, pre-
equilibrated with [50 mM Tris pH 8, 500 mM NaCl, 0.2 mM PMSF], was developed at a flow 
rate of 0.5 mL/min and the elution volumes of standards allowed calculation of Kav (Ve-V0/Vt-
V0), where Ve, V0 and Vt represent the elution volume, the column void volume and the column 
total volume, respectively. 
 
 
 
 
Figure S3. FadD32-Catalyzed Reaction Rate  
Formation of acyl-AMP by FadD32 (2 µM) was followed as a function of [1-14C]C16 
concentration in a typical radio-TLC assay and quantified by phosphorimager. Data show means 
of triplicate reactions ± SEM. Inset, Lineweaver-Burk plot of the enzyme reaction. 
 
   
   
 
 
Figure S4. Determination of Optimal Assay Conditions for FadD32 Activity  
FadD32 was purified using affinity chromatography (imidazole gradient) followed by gel 
filtration chromatography as described under “Experimental procedures”. Experiments for time 
course (A) and determination of the temperature effect on the FadD32 acyl-AMP activity (B) 
were performed using 2 µM FadD32 in the presence of 100 µM [1-14C]C12:0; data are the mean 
of two replicates ± SEM. 
   
   
 
 
Figure S5.  
(A) Competitive kinetic assay of FadD32 with very long-chain substrates. The acyl-AMP ligase 
activity of FadD32 (2 µM) was assayed using increasing concentrations of [1-14C]C16 as 
substrate, in the absence (¡) or presence of 10 µM of the indicated cold fatty acids: C16:0 (), 
C20:0 (|) or C24:0 (z).  
(B) FadD32 activity in the presence of increasing concentrations of Triton X-100.  The assay for 
FadD32 FAAL activity included 2 µM of the protein and 100 µM [1-14C]C14:0 as the substrate, 
in the presence of the indicated concentrations (%, v/v) of Triton X-100. 
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Table S1. Kinetic Parameters of FadD32 for Fatty Acid Substrates and ATP 
 Km 
(µM) 
Vmax 
(pmol min-1) 
kcat 
(min-1) 
kcat/Km 
(mM-1 min-1) 
C12a 2640  4.4 0.150 0.06 
C14 20.5 3.7 0.123 6.0  
C16 3.2 0.45 0.015 4.7 
ATP 2020 1.25 0.09 0.04 
 
FadD32 fatty acyl-AMP ligase activity was tested using the radio-TLC assay. Data of FadD32 
kinetic constants were measured from initial velocity experiments and are representative of at 
least two independent experiments, each performed in 1-, 2- or 3- replicates. The steady-state 
parameters Km (Michaelis constant), Vmax (maximum velocity), kcat (catalytic constant) and 
kcat/Km (catalytic efficacy) were determined using non-linear regression to fit the data to the 
Michaelis-Menten equation using the PRISM software (GraphPad Software Inc.). a Kinetic 
constant values measured for the C12 fatty acid displayed significant variations, yet the ratio 
kcat/Km remained in the same order of magnitude.  
   
   
 Table S2. Proximity of fadD Genes and (acyl-/peptidyl-carrier protein) acp/pcp-Coding 
Sequences in M. tuberculosis H37Rv Genome 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Neighboring pks, NRPS genes or acp/pcp fadD 
name adjacent same orientation 
fadD21 -   
fadD23 Rv3825c (pks2) - - 
fadD24 pks5 - - 
fadD25 -   
fadD26 Rv2931 (ppsA) + + 
fadD28 mas + - 
fadD29 pks15, pks1 - + 
fadD30 Rv0405 (pks6) + + 
fadD31 -   
fadD32 pks13 + + 
fadD33 Rv1344 + + 
fadD34 acpA + + 
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III. Résultats complémentaires à la caractérisation 
enzymatique de FadD32 
III.A. Optimisation de la surproduction de FadD32 pour 
l’étude cristallographique  
En parallèle à l’étude de la caractérisation des propriétés enzymatiques de FadD32, la 
détermination de la structure tridimensionnelle de FadD32 par cristallographie a été initiée par 
l’équipe de biophysique structurale (L. Mourey, IPBS - CNRS). Les protocoles de production 
et de purification de la protéine FadD32 ont été ainsi améliorés afin d’obtenir une plus grande 
quantité de protéine sous forme native pour initier les essais de cristallisation.  
III.A.1. Surproduction de FadD32 dans les souches 
ArcticExpress (DE3) 
La protéine FadD32 de M. tuberculosis portant une étiquette poly-histidine (6His-
mtFadD32) est obtenue sous forme soluble en suivant les protocoles expérimentaux décrits 
dans la publication 1. Néanmoins, bien que FadD32 soit produite à relativement « basse » 
température (25°C), une partie de la production se présente sous forme de corps d’inclusion. 
Le risque lors de la surproduction de protéines hétérologues chez E. coli  est d’obtenir la 
production d’une grande quantité de protéines mal repliées ou de générer des protéines 
agrégées inactives sous forme de corps d’inclusion. Une production à basse température est 
l’une des stratégies possibles pour augmenter la proportion de protéines solubles. Néanmoins, 
les protéines chaperonnes de E. coli  (GroEL/ES), qui facilitent le bon repliement des 
protéines, perdent 70% de leur activité à 12°C (Ferrer et al., 2003). Afin d’augmenter la 
quantité de protéine FadD32 soluble par rapport à celle sous forme de corps d’inclusion, un 
nouveau protocole de surproduction de FadD32 a été mis au point. 
Ce protocole utilise la souche ArcticExpress (DE3) qui a été spécialement construite pour 
permettre une production à basse température. Cette souche co-exprime les protéines 
chaperonnes Cpn10 et Cpn60 de la bactérie psychrophile Oleispira antarctica. Ces enzymes 
présentent une activité de repliement optimale entre 4 et 12°C. Les conditions de culture 
mises au point avec cette souche (culture à 10°C pendant 24h) ont permis d’obtenir un 
meilleur enrichissement en protéine dans la fraction soluble. Ce protocole a amélioré le 
rendement de production après purification de 0,4mg/L à 0,73 milligramme de protéine / Litre 
de culture. 
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III.A.2. Surproduction en milieu « auto-inductible » 
III.A.2.a Les caractéristiques du  milieu auto-inductible 
De nombreuses études ont été réalisées sur les facteurs affectant la stabilité, la croissance 
et l’induction des souches d’E. coli  utilisant la RNA polymérase T7 pour transcrire les gènes 
clonés sous le contrôle du promoteur T7lac. Elles ont abouti à la conclusion que la fuite de la 
répression dans ces systèmes d'expression inductibles intégrant la T7 était principalement due 
à la présence d’une faible quantité de lactose dans les milieux riches. Ces observations, 
associées aux connaissances sur l’effet répresseur du glucose, des acides aminés et de 
l’aération sur l’induction au lactose ont conduit au développement d’un milieu de culture 
(ZYP-5052). Ce milieu permet d’atteindre des densités optiques de l’ordre de 25 contre 3 à 5 
en milieu LB. Ainsi, le milieu « ZYP-5052 » permet, à volume égal, de quasiment décupler le 
rendement d’expression améliorant par sept les rendements de production de protéines 
hétérologues chez E. coli  (Studier, 2005). Ce milieu est composé de 3 sources de carbone 
métabolisable par la bactérie : le glucose, le glycérol et le lactose. Le glucose est le saccharide 
qui va être consommé en premier. Il permet à la fois un apport énergétique efficace stimulant 
la croissance initiale de la culture et l’inhibition de l’expression de fuite par répression 
catabolique. Lorsqu’il est entièrement consommé, les bactéries métabolisent le glycérol, qui 
assure une montée en phase exponentielle plus lente et plus contrôlée. Lorsque le glycérol est 
à son tour épuisé, le lactose est alors consommé par les bactéries. La consommation du lactose 
présent dans le milieu minimum entraîne alors l’induction du gène d’intérêt. 
III.A.2.b Surproduction de FadD32 en milieu « auto-inductible » 
Un protocole de production utilisant un milieu « auto-inductible » a été employé au cours 
de l’étude des protéines FadD26, FadD29 et FadD22 qui appartiennent à la même famille que 
FadD32 (cf. Résultats : Chapitre II, II.). L’utilisation de ce milieu a permis d’obtenir des 
rendements de purification de l’ordre de 4-6 mg/L. Ce protocole a été appliqué à la production 
de FadD32. Le rendement de production a alors été amélioré d’un facteur 10, passant de 0,73 
mg/L à 7 mg/L. 
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Figure 21 : Constantes enzymatiques des enzymes FadD32, Acs et MIG. 
Tableau récapitulatif des constantes cinétiques de FadD32 de M. tuberculosis (Publication 1) et 
des enzymes de la même famille étudiées précédemment l’acétyl-CoA synthétase (Acs) de S. 
enterica (Ingram-Smith et al., 2006) et  l’acyl-CoA synthétase MIG de M. avium (Morsczeck et 
al., 2001).  L’activité de FadD32 a été mesurée en quantifiant par autoradiographie l’acyl-AMP 
marqué au 14C et séparé par CCM (Trivedi et al. 2004). Le suivi de la formation de l’acétyl-CoA 
a été réalisé en utilisant l’acide hydroxamique (Rose et al. 1954). L’activité de MIG a été suivie 
à l’aide d’un test d'activité enzymatique couplé utilisant la myokinase, la pyruvate kinase et la 
lactate déshydrogénase, permettant de mesurer la formation d’AMP ou d'ADP (Ziegler et al. 
1989).
Résultats - CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques. 
III.B. Etude de l’activité enzymatique de FadD32 
La comparaison des constantes enzymatiques de FadD32 à celles décrites dans la 
littérature pour d’autres Acyl-CoA synthétases (FACS) montre de nombreuses singularités 
notamment lorsque l’on compare la constante de spécificité (kcat/Km) qui reflète l’affinité et 
l’efficacité catalytique d'une enzyme vis à vis d’un substrat donné (Figure 21). Les acyl-CoA 
synthétases spécifiques des acides gras à courtes et moyennes chaînes telles que l’acétyl-CoA 
synthétase (Acs) de Salmonella enterica (Ingram-Smith et al., 2006) ; (Rose et al., 1954) et 
MIG de Mycobacterium avium (Morsczeck et al., 2001) ; (Ziegler et al., 1989) présentent des 
constantes de spécificité pour leur meilleur substrat, respectivement l’acétate (C2:0) et l’acide 
décanoïque (C10:0), 200 et 30 fois supérieures à celle de FadD32 pour ses meilleurs substrats 
déterminés in vitro le C14:0  et le C16:0 (Figure 21). De manière surprenante, l’affinité de 
FadD32 (Km) est d’autant plus forte que le substrat possède une chaîne hydrocarbonée longue, 
alors qu’a contrario, l’efficacité catalytique de l’enzyme (kcat) décroît (Figure 21). Comment 
expliquer que l’affinité de l’enzyme pour les substrats de plus en plus hydrophobes augmente, 
alors que dans le même temps son efficacité catalytique déjà faible comparée aux autres 
FACS n’évolue pas? Pour répondre à cette interrogation, plusieurs hypothèses peuvent être 
formulées. La protéine FadD32 activerait in vivo la chaîne méromycolique constituée de 54 à 
64 atomes de carbone pour la condensase Pks13 (Trivedi et al., 2004) ; (Portevin et al., 2005). 
Ainsi, la faible efficacité catalytique de FadD32 pourrait s’expliquer par l’utilisation de 
substrat trop court ou mal adapté à la structure de la poche de fixation du substrat acide. Au 
vu de la caractérisation de l’activité acyl-ACP ligase de FadD32, l’absence d’accepteur ACP 
pourrait également expliquer la faible efficacité catalytique de FadD32. Nous avons testé ces 
deux hypothèses afin de compléter la caractérisation enzymatique de FadD32. 
III.B.1. Etude de la spécificité de substrat de FadD32 
Le substrat in vivo de FadD32 serait un acide gras à longue chaîne constitué de 54 à 64 
atomes de carbone (acide méromycolique) qu’elle activerait sous forme d’acyl-AMP, substrat 
de la condensase Pks13 (Trivedi et al., 2004) ; (Portevin et al., 2005). L’étude de la spécificité 
de substrat in vitro de FadD32 a été réalisée en utilisant des acides gras de C8 à C18 et le 
C18:1Δ9 marqués au carbone 14 [1-14C] afin de s’affranchir des problèmes de solubilité des 
acides gras dans le milieu réactionnel aqueux. Les acides gras de 8 à 18 atomes de carbone 
diffèrent du substrat putatif de Fad32 par leur longueur, d’une part, et selon toute 
vraisemblance également, par leur organisation dans l’espace. En effet, il a récemment été 
proposé que les acides mycoliques pourraient adopter une conformation dite en « W » ou 
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Figure 22 : Représentation schématique de la conformation tridimensionnelle des acides 
mycoliques (adapté de Benadie 2008 et Villeneuve 2007).
(A) Représentation d’un acide mycolique portant un cyclopropane cis en position proximale 
(P) et un groupement méthoxyle en position distale (D) (acide méthoxymycolique cis). La 
configuration érythro 2R, 3R des acides mycoliques favorise ce repliement en « W ». 
(B) Représentation d’un acide méromycolique portant un cyclopropane cis en position 
proximale et un groupement méthoxyle en position distale. Proposition de repliement en 
« N ». 
Les distances entre les groupements fonctionnels de la chaîne méromycolique sont précisées 
en bleu pour l’acide méthoxymycolique. 
Chaîne méromycolique
Chaîne alpha
D
P
OH
COOH
OMe
D
P
COOH
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m1 m2 m3
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« U » dans la mycomembrane (Figure 22) (Zuber et al., 2008) ; (Hoffmann et al., 2008). Cette 
conformation en « W » correspondrait à la chaîne α et aux repliements de la chaîne 
méromycolique au niveau des groupements fonctionnels. Le schéma actuel de biosynthèse des 
acides mycoliques postule que les décorations mycoliques seraient introduites sur la chaîne 
méromycolique avant la condensation avec la chaîne α. La chaîne méromycolique pourrait 
ainsi présenter une conformation en « N » similaire au modèle de conformation en « W » 
proposé pour l’acide mycolique (Figure 22B). Les distances entre les différentes fonctions de 
la chaîne méromycolique sont notées m1 pour celles entre la fonction CH3 terminal et le 
groupement fonctionnel distal, m2 entre les deux groupements fonctionnels et m3 entre le 
groupement fonctionnel proximal et la le groupement carboxyle de la chaîne mérimycolique 
(Figure 22A). Chez M. tuberculosis les valeurs m1 correspond à 15, 17 ou 19 atomes de 
carbone, m2 entre 12 et 17 et m3 est équivalente à m1. La détermination de la spécificité de 
substrat apparente de FadD32 réalisée avec les acides gras de C8 à C16 a permis de montrer 
que l’enzyme était plus active pour le C14. Cette longueur de chaîne est proche des longueurs 
m3 des principaux acides mycoliques de M. tuberculosis (entre 15 et 19). L’enzyme FadD32 
posséderait-elle une poche de fixation de l’acide gras adapté à la conformation particulière de 
son substrat ?  
La spécificité de substrat de l’enzyme a été évaluée, d’une part, pour des substrats plus 
longs (C20:0, C22:0, C24:0), et d’autre part, pour un substrat plus proche structuralement de la 
conformation en « N » putative de la chaîne méromycolique. Pour réaliser cette expérience, 
nous avons synthétisé au laboratoire un substrat « mimétique » de la chaîne méromycolique. 
Ce substrat est un acide gras comportant 18 atomes de carbone avec une double liaison de 
conformation cis en position 13 qui mime la décoration proximale d’un acide mycolique 
insaturé: le C18:1Δ13 (cis). Ce substrat présenterait une structure plus proche de celle de la 
chaîne méromycolique repliée au niveau d’une double liaison ou d’un cyclopropane (Figure 
23). 
III.B.1.a Synthèse d’un substrat mimétique : le C18 : 1Δ13 
La synthèse de l’acide cis-13-octadécénoïque comporte 5 étapes (cf. matériels et 
méthodes) (Besra et al., 1993). Tous les termes intermédiaires de synthèse ont été purifiés par 
chromatographie sur colonne de florisil et le suivi de la purification a été réalisé par CCM 
avec le dichlorométhane comme solvant de migration. Les produits ont été observés sous UV 
après révélation par la rhodamine. La caractérisation et l’estimation du degré de pureté des 
produits et des intermédiaires ont été réalisées par une analyse en chromatographie gazeuse 
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3Figure 23 : La structure chimique de l’acide cis-13-octadécénoïque et l’acide cis-11,12-
méthylèneoctadécanoïque.
0 5 10 15 20 25 30
0.0
0.2
0.4
0.6
0.8
C16 (µM)
v
i 
(p
m
o
l m
in
-
1 )
Figure 24 : Etude de l’activité enzymatique de FadD32 par compétition de substrat
(A) Essais de compétition de substrat en utilisant le [1-14]C16:0 comme substrat de référence en 
absence () ou en présence de 10 µM des compétiteurs acides gras froids indiqués : C16:0 (), 
C20:0 () ou C24:0 () 
(B) Essais de compétition de substrat en utilisant le [1-14]C16:0 comme substrat de référence en 
absence () ou en présence de 10 µM des compétiteurs acides gras froids indiqués : C16:0 (), 
C18:0 (▼) or C18:1∆13 (□) 
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couplée à la spectrométrie de masse (GC/MS) du produit natif ou de son dérivé éther de 
triméthylsilyl (TMS) pour l’alcool ou dérivé ester de méthyle pour l’acide.  
III.B.1.b Essais de compétition de substrats avec le C18:1Δ13 et les 
substrats à longue chaîne 
L’essai enzymatique de FadD32, utilisant l’acide gras marqué au 14C comme substrat, n’a 
pu être utilisé pour tester l’activité de l’enzyme pour les acides gras à longue chaîne et pour le 
C18:1Δ13 pour des raisons de non disponibilité de ces substrats marqués au 14C. Des essais 
enzymatiques « alternatifs » ont été réalisés, en utilisant notamment l’ATP comme substrat 
marqué au 14C ou au 3H. L’ATP marqué au  3H ou au 14C ne s’est pas révélé être un substrat 
adapté pour l’essai enzymatique de FadD32. L’ATP marqué au 14C n’était pas pur et un 
contaminant migrait en CCM à un Rf équivalent à celui du produit acyl-AMP attendu, gênant 
sa détection. L’ATP marqué au 3H (stock à 30µM) devait être dilué par de l’ATP non marqué 
pour que la solution mère d’ATP soit à une concentration compatible avec les conditions de 
fonctionnement optimales de l’essai, soit une concentration en ATP égale à au moins Km/2  
(1000µM). Cette dilution par 30 de l’ATP marqué au 3H a diminué fortement le marquage du 
produit acyl-AMP le rendant quasiment indétectable par autoradiographie. Cet essai utilisant 
l’ATP marqué a été temporairement mis de côté au profit d’un essai de compétition de 
substrat permettant une mesure indirecte de la spécificité de substrat de FadD32 pour les 
substrats à longues chaînes saturées (acides octadécanoïque (C18), éicosanoïque (C20) et 
tétracosanoïque (C24)) et insaturée (l’acide octadécèn-13 oïque (C18:1Δ13)). Le principe de 
l’essai repose sur la détermination des courbes de vitesse en fonction de la concentration en 
substrat [1-14C]C16:0 en absence et en présence de compétiteur non marqué. Ainsi, en présence 
des acides gras compétiteurs le VmaxC16 est d’autant plus faible que le compétiteur est 
meilleur. L’enzyme ne différenciant pas le substrat marqué du substrat non marqué, 
l’utilisation du C16 en compétition avec le [1-14C]C16:0 a permis d’observer la diminution du 
VmaxC16 attendue et de valider l’essai (Figure 24A et B()). L’activité de FadD32 a été suivie 
en présence d’ATP, de Mg2+, de [1-14C]C16:0 à une concentration variable de 2,5µM à 50µM, 
de l’enzyme FadD32 à 2µM et du compétiteur (ou non) à une concentration fixe de 10µM. 
Nous avons testé avec cet essai les acides gras en C20:0 (|) et en C24:0 (z) (Figure 24A) et 
comparé les termes en C18:0 (C18:0 (▼) et le C18:1Δ13 (□)) (Figure 24B). Nous observons que la 
présence de substrats à longues chaînes améliore le Km et le Vmax de l’enzyme pour le C16, 
masquant l’effet éventuel de la compétition de substrat pour l’enzyme. Ce phénomène 
pourrait s’apparenter à un « effet détergent » pour les acides gras supérieurs au C16 qui 
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Figure 25 : Evaluation de l’effet de l’accepteur ACP  sur l’activité de FadD32.
(A)  Schéma de la réaction catalysée par les FAAL (Fatty Acyl-AMP Ligase), les FACS 
(Fatty Acyl-CoA Synthetase) et les FAAS (Fatty Acyl ACP Synthetase).
(B)  Mise en évidence de l’activité acyl-CoA synthétase (piste 1) & acyl-AMP ligase (piste 
2) de maMIG. Les essais contiennent 2 µM d'enzyme, 100µM d'acides gras [1-14C] 
C12:0, 2mM d’ATP, 8mM de Mg2+ et 2mM de CoA pour la piste 1. Les produits de la 
réaction ont été séparés par chromatographie sur couche mince, (Butan-1-ol/acide 
acétique/eau, v/v/v, 80:25:40) et détectés par autoradiographie. Le graphique à gauche 
représente la quantification des différents produits, en absence/présence de CoA 
(Bleu/noir). 
(C)  Activité Acyl-AMP ligase de FadD32 (en pmol/min) en présence d’une gamme de  
concentration croissante en Pks13. L’essai contient FadD32 à 2µM, 150µM [1-14]C12.
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favoriserait l’activité catalytique de l’enzyme pour le C16. Afin de vérifier cette hypothèse, 
nous avons testé si la présence de détergent non ionique tel que le TritonX-100, favorisait 
l’activité de l’enzyme. Nous avons pu constater que le Triton X-100 à 0,1% final multipliait 
par 2 l’activité de l’enzyme comme cela a déjà été observé pour des ACS (Bar-Tana et al., 
1971). Dans le cas des acides gras en C18:0 et C18:1Δ13 (Figure 24B), on observe un léger effet 
détergent qui pourrait expliquer l’absence de compétition avec le terme en C16 comme cela est 
observé pour les acides C20:0, le C24:0 (Figure 24A). 
L’« effet détergent » observé pour les substrats acides supérieurs au C16, ne nous a pas 
permis de déterminer avec précision la spécificité de substrat de FadD32 pour les longues 
chaînes et pour le C18:1Δ13. Cette mesure indirecte n’est pas satisfaisante, et la mise au point de 
l’essai spectrophotométrique basé sur la mesure du Pi résiduel (cf. Résultats Chapitre IV) 
permettra de réaliser une mesure directe de l’activité de l’enzyme. 
III.B.2. Etude de la spécificité d’accepteur de FadD32 
Les différences observées entre les constantes catalytiques des FACS et celles de FadD32 
peuvent s’expliquer par plusieurs facteurs dont le fait que FadD32 telle qu’elle est testée dans 
nos essais ne catalyse que la première demi-réaction contrairement aux FACS. En effet, les 
FACS catalysent deux demi-réactions : la formation de l’intermédiaire adénylate (Figure 25A 
(1)), puis la fixation de la chaîne acyle sur l’accepteur CoenzymeA (Figure 25A (2)). 
L’activité mesurée pour les enzymes FACS est l’activité acyl-CoA synthétase et non acyl-
AMP ligase comme cela est le cas pour FadD32. Pour illustrer la différence de catalyse qui 
peut exister entre l’activité acyl-AMP ligase et acyl-CoA synthétase des FACS, nous avons 
comparé ces deux activités pour maMIG (FACS de M. avium homologue de FadD19 de M. 
tuberculosis), en présence ou non de 2mM de CoA. Ces essais nous ont permis de constater  
que l’activité acyl-AMP ligase de maMIG était 3 fois plus faible que son activité acyl-CoA 
synthétase (Figure 25B). La mise en évidence de l’activité acyl-ACP ligase de FadD32 permet 
de supposer qu’en absence de son accepteur final (ACP), FadD32 n’effectue que la première 
demi-réaction, ce qui ne correspond pas à son activité enzymatique totale. Son activité 
enzymatique serait donc sous-estimée car il n’y aurait pas de déplacement d’équilibre de la 
catalyse en faveur de la formation d’acyl-ACP. De plus, si on suppose que l’intermédiaire 
acyl-AMP n’est pas libéré par l’enzyme en absence d’accepteur ACP, comme cela est suggéré 
pour certaines FACS (Hisanaga et al., 2004), le « turn-over » de l’enzyme est encore plus 
limité. Au vu de ces observations, nous avons testé l’influence d’une gamme d’accepteurs sur 
l’activité acyl-AMP ligase de FadD32. L’accepteur ACP entraîne un décalage d’équilibre de 
 - 57 - 
 
Résultats - CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques. 
la réaction en faveur: (1) de la formation d’acyl-AMP dans un premier temps, puis (2) de la 
formation d’acyl-ACP (Figure 25A). 
L’activité de FadD32 a été suivie en présence de substrat [1-14C]C12 et d’une gamme 
croissante de Pks13 (0,1 à 3,6µM) (Figure 25C). Une partie du milieu réactionnel a été 
déposée sur CCM pour permettre de quantifier l’acyl-AMP formé par autoradiographie. 
L’autre partie a été analysée sur gel SDS-PAGE afin d’observer le transfert de la chaîne acyle 
marquée au 14C sur la protéine « acceptrice » Pks13. La concentration en Pks13 améliore 
proportionnellement l’activité acyl-AMP ligase de FadD32, qui est multipliée par 2 en 
présence d’une quantité équimolaire de Pks13 (2,4µM pour 2,3µM de FadD32) Figure 25C. 
La présence de Pks13, l’accepteur final putatif de FadD32, déplacerait l’équilibre dans le sens 
de la formation du produit, comme nous l’avions supposé précédemment. Néanmoins, les 
constantes de spécificité de FadD32, même modifiées d’un facteur 2 potentiel, sont plus 
faibles que celles des FACS. L’effet de Pks13 sur l’activité de FadD32 reste donc 
« modeste ». Cette observation peut s’expliquer par la différence de concentration entre les 
deux accepteurs. En effet, lors des essais in vitro, Pks13 est quasiment 1000 fois moins 
concentrée que le CoA dans les essais FACS. Cette faible concentration de la molécule 
acceptrice (Pks13) limite le déplacement d’équilibre de la réaction catalysée par FadD32 en 
faveur de la formation du produit. 
III.C. Inhibition de l’activité de la protéine FadD32  
L'inhibition de l'activité enzymatique des acyl-CoA synthétases a été largement étudiée, 
notamment à l'aide de la Triacsine C, qui est une molécule à chaîne hydrocarbonée avec de 
multiples doubles liaisons trans et se terminent par un groupe triazenol (Knoll et al., 1995) ; 
(Hall et al., 2005) ; (Hall et al., 2003). Des travaux récents ont montré que des analogues non 
hydrolysables de dérivés AMP étaient de puissants inhibiteurs des enzymes d’adénylation 
(AFE) (Arora et al., 2009) ; (Ferreras et al., 2005) ; (Ferreras et al., 2008). Un analogue du 
palmitoyl-AMP, l’adénosine 5'-hexadecylphosphate (ou AMPC16), a également été testé 
comme inhibiteur des acyl-CoA synthétases. Cette molécule mimétique de l’intermédiaire 
adénylate formé lors de la réaction catalysée par les FACS s’est révélée être un puissant 
inhibiteur des acyl-CoA synthétases (Grayson and Westkaemper, 1988) ; (Shiraishi et al., 
1994) et notamment de l'activité palmitoyl-CoA synthétase chez la levure (Nakayama and 
Tanaka, 2001). Les adénosines 5’-alkyl phosphate présentent la particularité d’être des 
analogues structuraux des produits réactionnels intermédiaires des acyl-CoA/ACP 
synthétases : l’adénosine 5’-acyl phosphate (acyl-AMP) (Figure 26A(1) et (2)).  
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Figure 26 : Effet inhibiteur du dodécyl-AMP (AMPC12)  sur l’activité de FadD32 et sur 
la croissance M. tuberculosis H37Rv.
(A) Les structures chimiques de l‘intermédiaire acyl-adénylate ( ou acyl-AMP, (1) R=C11:0) et  
de l’analogue adénosine 5’-alkylphosphate (alkyl-AMP, AMPC12, (2)), R = C12:0.
(B) Courbe d’inhibition de l’activité acyl-AMP ligase de FadD32 déterminée en présence de 
concentrations croissantes en AMPC12 ▲, AMPC20 , AMPC18 , AMPC16 . Essai 
enzymatique  contenant 100 µM [1-14C] C14:0 et 2,1 µM d’enzyme. Les IC50 sont présentées 
en µM.
(C) Courbes d'inhibition de la croissance de M. tuberculosis H37Rv en présence de 
concentrations croissantes en AMPC18 ▲, AMPC20 ▼et d’ethambutol (données non 
présentées sur le graphique) comme contrôle. Le pourcentage représente le rapport entre 
DO580 des cultures traitées avec les inhibiteurs et la DO580 des cultures contrôles traitée au
DMSO.
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Nous avons synthétisé chimiquement l’adénosine 5’-dodécylphosphate (AMPC12) afin de 
le tester sur l’activité enzymatique de FadD32. En plus de l’AMPC12, nous avons également 
synthétisé des alkyl-adénylates de différentes longueurs de chaîne, C16, C18 et C20 (AMPC16, 
AMPC18 et l’AMPC20). Ces composés, selon leur effet inhibiteur sur l’activité de FadD32, 
vont permettre d’évaluer de manière indirecte l’affinité de l’enzyme pour son substrat acide, 
en parallèle de la détermination de la spécificité de substrat de FadD32. Ces composés ont été 
synthétisés comme décrit précédemment, leurs structures ont été vérifiées par spectrométrie 
de masse et RMN (Machida et al., 1997) (cf. publication 1 données supplémentaires). Nous 
avons démontré que l’AMPC12 inhibait l’activité de FadD32, réduisant la synthèse d’acyl-
AMP de manière dose-dépendante. L’inhibiteur à une concentration de 2µM diminue 
l’activité de FadD32 de 90% (Figure 26B). Les différents AMPC de longueur de chaîne 
croissante ont été testés dans les mêmes conditions que l’AMPC12 (Figure 26B). La 
concentration nécessaire pour obtenir 50% d'inhibition de l’enzyme (IC50) a été calculée pour 
les différents AMPC (Figure 26B). L’AMPC12 possède une IC50 de 0,11µM, ce qui est 
inférieur à 20 fois la concentration de l'enzyme utilisée dans l'essai. Si on le compare aux 
autres AMPC, l’AMPC12 est 10 fois plus efficace que l’AMPC18, 20 fois plus que 
l’AMPC16 et 50 fois plus efficace que l’AMPC20. Ces résultats d’inhibition de l’activité de 
FadD32 in vitro pourraient suggérer que les inhibiteurs possédant une chaîne alkyle 
supérieure à 12 atomes de carbone soient moins actifs sur l’enzyme. Une explication possible 
de ce résultat serait que les chaînes alkyles supérieures à 12 carbones sont moins adaptées à la 
poche de fixation du substrat acide de FadD32. 
En complément à ces résultats in vitro, nous avons montré que l’AMPC12 inhibe la 
croissance bactérienne de Mycobacterium smegmatis mc2155 (cf publication 1). L’AMPC18 
et l’AMPC20 ont également été testés sur la croissance de la souche H37Rv de M. 
tuberculosis, suivant un protocole similaire à celui utilisé pour tester la viabilité des souches 
de M. smegmatis. Les cultures de M. tuberculosis H37Rv (DO600= 0,02) ont été incubées en 
plaques 96 puits à 37°C pendant 6 jours en présence d’une concentration croissante en 
inhibiteur (10-90 µM). La viabilité des bactéries a ensuite été contrôlée par dosage 
spectrophotométrique en utilisant le sel de tétrazolium (Sieuwerts et al., 1995) (Figure 26C). 
Ces résultats préliminaires montrent que La croissance de M. tuberculosis H37Rv est inhibée 
par les dérivés alkyl-adénylate. Les IC50 ont été évaluées à 2,7µM (1,8 µg/ml) pour 
l’AMPC18 et 5,5µM (3,8 µg/ml) pour l’AMPC20 contre 15µM (7,7 µg/ml) pour l’AMPC12 
sur la souche M. smegmatis mc2155. Les valeurs d’IC50 des différents AMPC sur les 
bactéries entières sont du même ordre de grandeur contrairement aux IC50 déterminées in 
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vitro sur l’enzyme FadD32 seule. Comment expliquer que les IC50 déterminées sur les 
bactéries ne suivent pas la même tendance que les IC50 déterminées sur l’enzyme FadD32 
seule, avec une inhibition plus importante pour l’AMPC12 ? L’une des hypothèses serait 
l’existence de plusieurs cibles pour ces inhibiteurs. En effet, nous avons montré que la 
biosynthèse des acides mycoliques était l’une des cibles de ces composés (cf publication 1), 
mais également que l’AMPC12 inhibait au moins 2 des 4 FadD impliquées dans la 
biosynthèse d’autres lipides mycobactériens les DIM et les PGL (cf Résultat Chapitre II 
III.C.). 
IV. Discussion et perspectives 
Les résultats présentés dans cette partie traitent de la caractérisation enzymatique de 
FadD32 de M. tuberculosis (mtFadD32) : une protéine essentielle à la survie des 
mycobactéries. 
La protéine mtFadD32 étudiée a été produite de manière hétérologue chez E. coli  et 
possède in vitro l’activité acyl-AMP ligase attendue (publication 1). L’étude des propriétés 
cinétiques de l'enzyme a montré que FadD32 possédait la plus forte affinité (Km le plus faible) 
pour l'acide gras en C16 et les meilleures efficacités catalytiques (kcat/Km) pour le C16:0 et le 
C14:0 (Figure 21). Ces propriétés distinguent FadD32 des autres acyl-CoA synthétases 
bactériennes comme (i) MIG de M. avium, dont la spécificité de substrat est principalement 
centrée sur le C10 (Morsczeck et al., 2001) ; mais également (ii) FadK et FadD de E. coli  qui 
présentent un profil de spécificité de substrat centré respectivement sur le C6-C8 (Morgan-Kiss 
and Cronan, 2004) et sur le C12 (Kameda and Nunn, 1981). Le substrat potentiel in vivo de 
mtFadD32 est l’acide méromycolique constitué de 54 à 64 atomes de carbone, afin de 
s’approcher des caractéristiques de ce substrat nous avons testé des substrats plus longs (C20 
et C24) et plus proche de la conformation de son substrat potentiel in vivo (C18:1Δ13). En effet, 
les travaux récents de Zuber et Hoffman (Zuber et al., 2008) ; (Hoffmann et al., 2008) 
permettent de postuler que la chaîne méromycolique pourrait avoir une conformation 
particulière en « N », par un repliement de la chaîne carbonée au niveau des groupements 
fonctionnels. Afin de tester cette hypothèse, nous avons synthétisé le C18:1Δ13, un substrat 
« mimétique » de la chaîne méromycolique. La double liaison de conformation cis en position 
13 mime une « décoration » proximale de la chaîne méromycolique. Ce substrat serait ainsi 
plus proche structuralement de la conformation putative en « N » de la chaîne méromycolique 
qu’un acide gras saturé. Pour tester ce substrat « mimétique » et des substrats acides 
supérieurs au C18, nous avons utilisé un essai enzymatique de compétition de substrat. La 
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présence d’un « effet détergent » pour les substrats supérieurs au C16 ne nous a pas permis 
d’étudier l’affinité de FadD32 pour ce substrat. La mise au point d’un essai non radioactif 
permettra de comparer l’affinité de FadD32 pour les termes en C18 (C18, C18 :1Δ9, C18 :1Δ13). Les 
analogues de substrats AMPC12, C16, C18 et C20 utilisés au cours de l’étude d’inhibition de 
l’activité de FadD32 nous ont renseignés de manière indirecte sur la spécificité de substrat de 
l’enzyme. Ces expériences préliminaires d’inhibition doivent être confirmées, mais elles nous 
apprennent que l’inhibition de l’activité de FadD32 la plus importante est observée in vitro 
pour l’inhibiteur possédant une chaîne alkyl de 12 carbones (AMPC12) et la plus faible pour 
l’AMPC20. Ce résultat pourrait suggérer que la poche de fixation du substrat acide de 
l’enzyme est moins adaptée pour des substrats longs. La faible efficacité d’inhibition de 
l’AMPC20 viendrait d’un mauvais positionnement de la chaîne alkyle qui limiterait 
également l’interaction de l’AMP avec les acides aminés intervenant dans la fixation de 
l’ATP. En extrapolant ce schéma à un substrat acide gras en C20 saturé, on peut supposer que 
la fonction carboxyle de l’acide serait mal positionnée par rapport aux acides aminés 
catalytiques, diminuant de ce fait l’activité de l’enzyme. L’hypothèse proposée sur la 
conformation en N du substrat de FadD32 serait ainsi privilégiée. La différence d’inhibition 
observée entre l’AMPC12 et l’AMPC20 pourrait également être due à une différence de 
solubilité entre les deux composés en faveur de l’analogue possédant la chaîne alkyl la plus 
courte.  
Deux autres hypothèses « non éprouvées » peuvent être envisagées pour expliquer la 
« faible » activité de FadD32. L’une d’entre elles serait l’absence lors de la production de 
FadD32 de manière hétérologue chez E. coli , d’une modification post-traductionnelle 
nécessaire à son activité. Des modifications post-traductionnelles ont été décrites dans la 
littérature, notamment pour l’acétyl-CoA synthétase (Starai et al., 2002) et la « long chain 
acyl-CoA synthetase » (ASC1) du foie du rat (Distler et al., 2007). L’importance de la 
modification des protéines par acétylation réversible dans le métabolisme intermédiaire 
émerge juste. Il a été démontré récemment, que les deux isoformes de l'acétyl-CoA synthétase 
(cytosolique : AceCS1 et mitochondrial : AceCS2) sont acétylés de manière réversible, 
entraînant la perte de fonction (acétylation) ou le gain en fonction (désacétylation) (Starai et 
al., 2002) ; (Hallows et al., 2006) ; (Schwer et al., 2006). Il a été proposé que l'acétylation 
module l'activité de toutes les enzymes d’adénylation (Starai et al., 2002). La phosphorylation 
et la nitration ont également été observées sur ACS1, mais leur rôle biologique reste encore 
inconnu (Distler et al., 2007). Afin d’évaluer l’importance d’une modification post-
traductionnelle sur l’activité de FadD32, une production de la protéine FadD32 dans un 
 - 61 - 
 
Résultats - CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques. 
système hétérologue favorisant potentiellement la mise en place de la modification est à 
l’étude. Les systèmes de production envisagés sont la bactérie M. smegmatis ou le système 
"Baculovirus-cellules d'insectes". Une autre hypothèse possible pour expliquer la « faible » 
activité de FadD32 serait qu’in vivo, elle formerait un « complexe de condensation » avec ces 
protéines partenaires AccD4 et Pks13. La formation de ce complexe pourrait entraîner des 
modifications conformationnelles nécessaire pour l’activité « optimale » de FadD32. 
Quelque soit les hypothèses, l’essai enzymatique avec des substrats marqués au 14C a 
montré ses limites. La mise au point d’un essai enzymatique non radioactif et robuste nous 
permettrait de tester les différents substrats et d’aller plus loin dans la compréhension du 
mécanisme réactionnel de l’enzyme.  
 
Les enzymes d’adénylation catalysent généralement deux demi-réactions, et les cas 
d’enzymes catalysant uniquement la formation d’intermédiaire adénylate ont été décrits pour 
la première fois avec les FAAL de M. tuberculosis (Trivedi et al., 2004). Ces mêmes travaux 
ont suggéré sans le démontrer que les FAAL seraient capables de « transférer » leur produit 
« adénylé » sur des domaines ACP proches. Au cours de la caractérisation enzymatique de 
FadD32, nous avons donc cherché à découvrir quel était l’accepteur final de la réaction. Les 
travaux récents portant sur une acyl-CoA synthétase de Vibrio harveyi illustrent la frontière 
parfois ténue qui existe entre les différentes activités « acyl-ligase ». La caractérisation 
enzymatique de cette enzyme annotée comme « Fatty acyl-CoA synthetase » a conduit les 
auteurs à démontrer qu’elle possédait en réalité une activité acyl-ACP synthétase (Jiang et al., 
2006). Nos travaux ont permis de déterminer que FadD32 était capable d’acyler l’ACP 
mycobactérien (ou AcpM). FadD32 ne serait donc pas une simple ''Fatty acyl-AMP ligase'', 
comme cela a été suggéré précédemment (Trivedi et al., 2004). A l’instar des autres enzymes 
d’adénylation, FadD32 catalyserait deux demi-réactions : (i) la production d’un acyl-AMP à 
partir d'un acide gras et d'ATP, suivie (ii) de la formation d’un lien thioester entre la chaîne 
acyle de l'acyl-AMP et le groupement thiol du bras P-pant de son accepteur final : l’ACP. Cet 
accepteur serait probablement, dans le cas de FadD32, le domaine ACP-Nter de Pks13. 
L’activité de transfert proposée précédemment pour les FAAL (Trivedi et al., 2004) a 
maintenant été démontrée pour FadD32. Cette activité acyl-ACP ligase de FadD32 pourrait se 
généraliser aux autres FAAL de M. tuberculosis. Pour argumenter cette hypothèse, l’analyse 
de l’environnement des gènes fadD de M. tuberculosis, a montré que parmi les 12 protéines 
FAAL, 9 ont leur gène situé à proximité d’une séquence codante un acp ou un acp-like. 
(Table S2 Publication 1) (Trivedi et al., 2004). Les membres de cette sous-famille seraient 
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susceptibles de posséder l’activité enzymatique pour produire des dérivés ACP ou PCP 
(Peptidyl Carrier Protein). Les enzymes FadD pourraient posséder une spécificité de substrat 
différente vis-à-vis de l’accepteur P-pant final : le CoA pour les FACL, à l’ACP pour les 
FAAL. L’ACP serait soit libre, soit partie intégrante d’une protéine multi-domaine comme les 
Pks ou les NRPS. La résolution de la structure tridimensionnelle de FadD28 (ou FAAL28) a 
conduit à l’identification d’une séquence d’acides aminés propre aux FAAL qui semblerait 
être à l’origine de la différence d’activité entre les deux sous-familles (Arora et al., 2009). Ce 
motif d'insertion conservé chez les FAAL modifierait les mouvements du domaine C-
terminal, empêchant la deuxième demi- réaction de se produire. Cette insertion serait donc à 
l’origine de l’impossibilité pour les FAAL de catalyser la formation d’acyl-CoA. Nos données 
sur l’activité acyl-ACP ligase de FadD32 pourraient offrir un autre angle d’interprétation de la 
présence de cette insertion d’acides aminés. Ce motif d'insertion qui altère la flexibilité du 
domaine Cter ne servirait-il pas à discriminer l’accepteur final CoA, ACP, AcpM ou domaine 
ACP/PCP des protéines partenaires ? Les réactions d’adénylation et de formation de la liaison 
thioester s’effectuent à l’interface entre les deux domaines Nter et Cter caractéristiques des 
enzymes d’adénylation. Il est alors possible d’envisager que l’altération de flexibilité du 
domaine Cter pourrait laisser un espace interdomaine suffisant pour permettre à l’ACP (plus 
volumineux que le CoA) d’accéder au site actif réalisant la formation de la liaison thioester. 
 
Le passage de « FadD32 cible potentielle » à « FadD32 cible validée » pour la recherche 
de nouveaux médicaments antituberculeux peut être envisagé. En effet, nous avons, d’une 
part, montré que les adénosines 5’-alkyl phosphate (AMPC12, 16, 18, 20), inhibaient 
l’activité acyl-AMP ligase de FadD32, et d’autre part, nous avons montré qu’en utilisant un 
inhibiteur qui cible les FadD, la croissance des mycobactéries était inhibée. De plus, 
l’AMPC12 représente un outil prometteur pour l'étude structurale de FadD32. En co-
cristallisation avec la protéine FadD32, cet inhibiteur pourrait permettre, dans un premier 
temps, de stabiliser la protéine et, dans un second temps, de fournir des informations sur la 
conformation adoptée lors de l’étape de formation de la liaison thioester avec l’accepteur 
ACP. 
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Figure 27 : Mécanisme réactionnel proposé pour le couple FadD32-Pks13 et interrogations 
sur les étapes catalytiques (Gohkale et al., 2007).
Selon le modèle, FadD32 activerait la chaîne méromycolique sous forme d’acyl-AMP (1) et la 
transférerait sur un groupement thiol du phosphopantéthéine lié au domaine ACP de Pks13 pour 
former un acyl-S-ACP (2) La chaîne α carboxylée par le complexe Acyl-CoA carboxylase 
(AccD4 et AccA3) serait transférée sur le groupement thiol du phosphopantéthéine lié au 
domaine ACP (probablement le Cter) de Pks13, par le domaine AT (3). La fixation des deux 
substrats serait suivie par une condensation « décarboxylative » de type Claisen catalysée par le 
domaine KS qui aboutirait à la formation du β-cétoester (4). 
(i) Sur quel domaine ACP se fixe la chaîne méromycolique? (ii) La chaîne méromycolique est-
elle réellement transférée sur Pks13 par FadD32? (iii) Quel est le mécanisme réactionnel  
catalysées par Pks13 au cours de la condensation?
??
(i)
(ii)
(iii)
2
4
1
3
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Partie 2 Etude et « dissection » du mécanisme catalytique du 
couple FadD32-Pks13, acteur essentiel de la condensation 
mycolique 
I. Contexte de l’étude du couple FadD32-Pks13 
L’enzyme Pks13 est une polykétide synthase de type I (par analogie avec le système  
FAS-I bactérien (Hopwood and Sherman, 1990)) qui catalyse la condensation de deux chaînes 
d’acides gras selon un mécanisme de Claisen pour former un α-alkyl β-céto acide précurseur 
de l’acide mycolique (Portevin et al., 2004). Au cours de cette étape, les deux substrats de la 
condensase Pks13 sont activés par deux protéines partenaires : FadD32 et AccD4. Ces trois 
enzymes sont essentielles à la biosynthèse des acides mycoliques et à la survie des 
mycobactéries (Portevin et al., 2004) ; (Portevin et al., 2005). La « prise en charge » du 
produit acyl-AMP de FadD32 par Pks13 a été observée, mais le mécanisme réactionnel qui 
opère entre ces trois partenaires n’est pas encore démontré (Trivedi et al., 2004). Néanmoins, 
un schéma réactionnel putatif similaire à celui des domaines d’adénylation des NRPS (Non 
Ribosomal Peptide Synthetase) a été proposé (Figure 27) (Trivedi et al., 2004) ; (Gokhale et 
al., 2007). Suivant ce modèle, la protéine FadD32 activerait la chaîne méromycolique (acide 
gras en C40-C60), et la transférerait sur le domaine ACP Nter de la condensase Pks13 (Trivedi 
et al., 2004) ; (Gokhale et al., 2007). Dans un premier pas vers la démonstration de ce schéma 
réactionnel, la mise en évidence de l’activité acyl-ACP ligase de FadD32 a partiellement 
validé l’étape 2 du modèle (Figure 27). En effet, s’il est maintenant avéré que FadD32 
catalyse la formation d’un acyl-ACP, la présence de deux domaines ACP sur Pks13 soulève la 
question du lieu de fixation de la chaîne acyle activée par FadD32. (i) Sur quel domaine de 
Pks13 la chaîne méromycolique est elle réellement liée ? (ii) Cette étape de chargement du 
substrat de Pks13 nécessite-t-elle une interaction protéine–protéine entre FadD32 et Pks13 ? 
En d’autres termes, Pks13 peut-elle fixer un substrat activé en absence de FadD32 ? Les 
étapes enzymatiques catalysées par Pks13, qui aboutissent à la formation des précurseurs des 
acides mycoliques, ne sont pas encore connues. (iii) Comment se déroulent les différentes 
étapes de condensation/transfert inter-domaine catalysées par Pks13 (Figure 27) ? Afin de 
répondre à ces questions et de démontrer complètement le schéma réactionnel proposé, 
l’étude enzymatique du couple FadD32 - Pks13 a été entreprise. 
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II. Publication 2: «The Pks13/FadD32 crosstalk for the 
biosynthesis of mycolic acids in Mycobacterium 
tuberculosis » 
II.A. Résumé 
La polykétide synthase Pks13 possède 4 domaines nécessaires à l’activité de 
condensation : ACP (Acyl Carrier Protein), KS (Cétoacyl Synthase), AT (Acyl Transférase), 
et TE (Thioestérase) et un domaine ACP supplémentaire (Figure 27). L’activité de Pks13 
dépend d’une modification post-traductionnelle introduite par la phosphopantéthéine 
transférase (PptT) qui catalyse le transfert d’un groupement prosthétique phosphopantéthéine 
(P-pant) du coenzyme A sur les deux domaines ACP (Chalut et al., 2006). La polykétide 
synthase Pks13 a été produite et purifiée sous forme active avec ses modifications post-
traductionnelles : les bras phosphopantéthéinyl (P-pant) sur les deux positions sérine 55 et 
sérine 1266 de ses deux domaines ACP. Nos travaux montrent que les substrats activés de la 
protéine Pks13, les précurseurs des chaînes α et méromycolique, sont transférés sur les bras P-
pant de manière spécifique avant condensation par le domaine ΚS de la polykétide synthase. 
Ainsi, le carboxyacyl-CoA préalablement activé par le complexe de carboxylation (AccD4-
AccA3), est spécifiquement transféré sur l’ACP Cter de Pks13 via son domaine AT. De 
même, la chaîne acyle de l'acyl-AMP produit par FadD32 est spécifiquement transférée sur le 
groupement thiol du bras P-pant du domaine ACP Nter de Pks13. Cette chaîne acyle est 
ensuite transférée sur le domaine cétoacyl synthase (KS). La protéine Pks13 catalyse la 
condensation in vitro des deux chaînes acyles pour produire les précurseurs des acides 
mycoliques : les α-alkyl β-céto acides. De manière intéressante, la présence de FadD32 est 
indispensable à la réaction de condensation et ne peut pas être remplacée par une enzyme 
homologue. 
 
II.B. Publication 
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The last steps of the biosynthesis of mycolic acids, essential
and specific lipids of Mycobacterium tuberculosis and related
bacteria, are catalyzed by proteins encoded by the fadD32-
pks13-accD4 cluster. Here, we produced and purified an active
form of the Pks13 polyketide synthase, with a phosphopanteth-
einyl (P-pant) arm at both positions Ser-55 and Ser-1266 of its
two acyl carrier protein (ACP) domains. Combination of liquid
chromatography-tandem mass spectrometry of protein tryptic
digests and radiolabeling experiments showed that, in vitro, the
enzyme specifically loads long-chain 2-carboxyacyl-CoA sub-
strates onto the P-pant arm of its C-terminal ACP domain via
the acyltransferase domain. The acyl-AMPs produced by the
FadD32 enzyme are specifically transferred onto the ketosyn-
thase domain after binding to the P-pantmoiety of theN-termi-
nal ACP domain of Pks13 (N-ACPPks13). Unexpectedly, how-
ever, the latter step requires the presence of active FadD32.
Thus, the couple FadD32-(N-ACPPks13) composes the initiation
module of the mycolic condensation system. Pks13 ultimately
condenses the two loaded fatty acyl chains to produce -alkyl
-ketoacids, the precursors of mycolic acids. The developed in
vitro assay will constitute a strategic tool for antimycobacterial
drug screening.
Mycolic acids, -branched and -hydroxylated fatty acids of
unusual chain length (C30-C90), are the hallmark of the
Corynebacterineae suborder that includes the causative agents
of tuberculosis (Mycobacterium tuberculosis) and leprosy
(Mycobacterium leprae). Members of each genus biosynthesize
mycolic acids of specific chain lengths, a feature used in taxon-
omy. For example, Corynebacterium holds the simplest proto-
types (C32-C36), called “corynomycolic acids,” which result
from an enzymatic condensation between two regular size fatty
acids (C16–C18). In contrast, the longest mycolates (C60-C90)
are the products of condensation between a very longmeromy-
colic chain (C40-C60) and a shorter -chain (C22-C26) (1).
These so-called “eumycolic acids” are found in mycobacteria
and display various structural features present on the meromy-
colic chain. Eumycolic acids are major and essential compo-
nents of the mycobacterial envelope where they contribute to
the formation of the outer membrane (2, 3) that plays a crucial
role in the permeability of the envelope. They also impact on
the pathogenicity of some mycobacterial species (4).
The first in vitro mycolate biosynthesis assays have been
developed usingCorynebacterium cell-wall extracts in the pres-
ence of a radioactive precursor (5, 6) and have brought key
information about this pathway. Yet, any attempt to fractionate
these extracts to identify the proteins involved has ended in
failure. Later, enzymes catalyzing the formation of the mero-
mycolic chain and the introduction of functions have been dis-
covered with the help of novel molecular biology tools (for
review, see Ref. 1), culminating with the identification of the
putative operon fadD32-pks13-accD4 that encodes enzymes
implicated in themycolic condensation step in both corynebac-
teria and mycobacteria (see Fig. 1) (7–9). AccD4, a putative
carboxyltransferase, associates at least with the AccA3 subunit
to form an acyl-CoA carboxylase (ACC)3 complex that most
likely activates, through a C2-carboxylation step, the extender
unit to be condensedwith themeromycolic chain (see Fig. 1). In
Corynebacterium glutamicum, the carboxylase would metabo-
lize a C16 substrate (8, 10), whereas inM. tuberculosis the puri-
fied complex AccA3-AccD4 was shown to carboxylate C24-
C26 acyl-CoAs (11). Furthermore, FadD32, predicted to belong
to a new class of long-chain acyl-AMP ligases (FAAL) (12), is
most likely required for the activation of themeromycolic chain
prior to the condensation reaction. At last, the cmrA gene con-
trols the reduction of the -keto function to yield the final
mycolic motif (13) (see Fig. 1).
Although the enzymatic properties of theACCcomplex have
been well characterized (9, 11), those of Pks13 and FadD32 are
poorly or not described. Pks13 is a type I polyketide synthase
(PKS) made of a minimal module holding ketosynthase (KS),
* This work was supported by post-doctoral fellowships (to S. G. and
B. v. d. R.) from the CNRS (France), the “Vaincre la Mucoviscidose” (IC0716,
France), European Community Grant LSHP-CT-2006-037217, the Re´gion
Midi-Pyre´ne´es, and the Fondation pour la Recherche Me´dicale (France).
□S The on-line version of this article (available at http://www.jbc.org) contains
supplemental Figs. S1–S6.
1 To whom correspondencemay be addressed: IPBS-CNRS, 205 route de Nar-
bonne, 31077 Toulouse cedex, France. Fax: 33-0-561-175-580; E-mail:
Mamadou.Daffe@ipbs.fr.
2 To whom correspondence may be addressed. E-mail: Annaik.Quemard@
ipbs.fr.
3 The abbreviations used are: ACC, acyl-CoA carboxylase; ACP, acyl carrier
protein; AT, acyl transferase; C-ACP, C-terminal ACP domain; KS, ketosyn-
thase; LC-ESI-MS/MS, liquid chromatography-electrospray ionization-tan-
dem mass spectrometry; N-ACP, N-terminal ACP domain; NRPS, nonribo-
somal peptide synthase; NRPS-PKS, hybrid NRPS-PKS system; PKS,
polyketide synthase; P-pant, 4-phosphopantetheinyl; TLC, thin-layer
chromatography; HPLC, high pressure liquid chromatography; WT, wild
type; GC-MS, gas chromatography-mass spectrometry.
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acyltransferase (AT), and acyl carrier protein (ACP) domains,
and additional N-terminal ACP and C-terminal thioesterase
domains (Fig. 1). Its ACP domains are naturally activated by
the 4-phosphopantetheinyl (P-pant) transferase PptT (14).
The P-pant arm has the general function of carrying the sub-
strate acyl chain via a thioester bond involving its terminal thiol
group. In the present article we report the purification of a
soluble activated form of the large Pks13 protein. For the first
time, the loading mechanisms of both types of substrates on
specific domains of the PKS were investigated. We describe a
unique catalytic mechanism of the Pks13-FadD32 enzymatic
couple and the development of an in vitro condensation assay
that generates the formation of-alkyl-ketoacids, the precur-
sors of mycolic acids.
EXPERIMENTAL PROCEDURES
Miscellaneous—The [1-14C]malonyl-CoA (51.8 mCi/mmol)
and [1-14C]palmitic acid (57.5 mCi/mmol) were purchased
from PerkinElmer Life Sciences, the [1-14C]methylmalonyl-
CoA (55 mCi/mmol) and C8, C12, and C14 saturated
[1-14C]fatty acids (55mCi/mmol) fromARC, the [1-14C]acetyl-
CoA (51 mCi/mmol) from Amersham Biosciences.
Protein Production and Purification—The pks13 (Rv3800c)
gene of M. tuberculosis H37Rv was cloned into plasmid pET-
26b (Novagen) upstream from a His tag coding sequence as
previously described (14). The sfp gene was amplified by PCR
from pUC8Sfp vector (15) and inserted into pET-26b, down-
stream from the T7 promoter. The resulting vector was
digestedwith BglII and BamHI and theDNA fragment contain-
ing the sfp gene, plus 108 bp of sequence upstream from the
start codon, a region carrying the T7 promoter region, was
inserted into the BclI site of pLysS (Novagen) to give pLSfp.
Escherichia coli BL21(DE3) strain (Novagen) was transformed
by both constructs and grown in 50-ml cultures at 37 °C in
Luria Broth medium supplemented with 50 g/ml kanamycin
and 25g/ml chloramphenicol. At anA600 of 0.5, expression of
both pks13 and sfp genes was induced by adding 0.2mM isopro-
pyl 1-thio--D-galactopyranoside and a further 4-h incubation
at 30 °C. Cells were collected by centrifugation, resuspended in
5 ml of lysis buffer (50 mM Tris/HCl, 300 mM NaCl, 10 mM
imidazole, 1 mM phenylmethylsulfonyl fluoride, 0.1% (v/v) Tri-
tonX-100, pH8.0), and stored at80 °C.After thawing at room
temperature, the suspension was sonicated using a Vibra cell
apparatus (Bioblock Scientific), three times for 30 s (microtip 4,
50%duty cycle), in ice. After centrifugations at 12,100 g for 15
min and 43,700 g for 45min, the cleared lysate was applied to
a 1-mlHisTrapTMHP column (GEHealthcare) connected to an
A¨KTA purifier (GE Healthcare) and equilibrated with 10 mM
imidazole in 50 mM Tris/HCl, pH 8.0, 300 mM NaCl, 0.2 mM
phenylmethylsulfonyl fluoride (buffer A). After extensive
washes at 10 and 45mM imidazole, Pks13 was eluted at 160mM
imidazole in bufferA. Fractions containing high concentrations
of the protein were identified by SDS-PAGE, pooled, and
applied to a HiLoad 16/60 Superdex 200 pg using 50 mM Tris/
HCl, 50 mM NaCl, 0.2 mM phenylmethylsulfonyl fluoride, pH
8.0, as elution buffer. After SDS-PAGE analysis, fractions cor-
responding to the second chromatographic peak and holding
soluble activated Pks13 were pooled, concentrated by ultrafil-
tration, and stored at20 °C in the presence of 50% (v/v) glyc-
erol. FadD32 protein ofM. tuberculosisH37Rv andmaMig pro-
tein of Mycobacterium avium were produced and purified as
described previously (12, 16). The fadD26 gene was amplified
by PCR from Mycobacterium bovis BCG genomic DNA. The
PCR product was purified, digested with NdeI and HindIII
endonuclease restriction enzymes, and cloned between the
NdeI and HindIII sites of the pET26b vector (Novagen),
upstream from a His tag coding sequence and under control of
the T7 promoter. The E. coli BL21(DE3) strain (Novagen) was
transformed by the construct and grown in 250-ml cultures at
20 °C in autoinducing medium (17) supplemented with 50
g/ml kanamycin during 72 h. Cells were collected by centrif-
ugation, washed in 50 mM Tris, pH 8, 300 mM NaCl, and 10%
glycerol, resuspended in 25 ml of lysis buffer (0.75 mg/ml
lysozyme, 50 mM Tris, pH 8, 300 mM NaCl, 10 mM imidazole, 1
mM phenylmethylsulfonyl fluoride), and stored at80 °C. The
bacterial suspensionwas thawed at room temperature and son-
icated using a Vibra cell apparatus (Bioblock Scientific) (3
pulses of 20 s, microtip 4, 50% duty cycle) in ice. After centrif-
ugation (30min at 20,000 g), the cleared lysate was filtered on
0.2-m membrane (Millipore) and applied to an HisTrapTM
HP (1 ml) column connected to an A¨KTA purifier (GE Health-
care) and equilibrated with 10 mM imidazole in buffer A. After
washes at 50 and 100 mM imidazole, FadD26 was eluted at 250
mM imidazole in buffer A. Fractions containing high concen-
FIGURE 1. Proposed scheme for the biosynthesis of mycolic acids. The
asymmetrical carbons of the mycolic motif have a R,R configuration. R1-CO,
meromycolic chain; R2, branch chain. In mycobacteria, R1-CO C40-C60 and
R2  C20-C24; in corynebacteria, R1-CO  C16-C18 and R2  C14-C16; X1,
unknown acceptor of the mycolic -alkyl -ketoacyl chains; X2, unknown
acceptor of the mycolic acyl chains.
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trations of the protein were identified by SDS-PAGE, pooled,
concentrated by ultrafiltration, and stored at 20 °C in the
presence of 50% (v/v) glycerol.
Substrate Synthesis—The synthesis of carboxyacyl-CoAs
from carboxy acids and CoASH, via the synthesis of intermedi-
ate monothiophenyl-alkylmalonates, was adapted from a pre-
vious report (18). In the case of long chain (C16) substrates, the
formation of CoA derivatives required the addition of 50% (v/v)
tetrahydrofuran in the reaction medium. Carboxy acids were
synthesized based on a previously described procedure (19).
Carboxyacyl-CoAs were purified by HPLC using a column
Nucleosil 100-5-C18 (250  8 mm, Bischoff chromatography
SNC) and the following elution program: 2min at 60%CH3OH,
10 min gradient up to 100% CH3OH, 10 min at 100% CH3OH.
The HPLC grade purity of carboxyacyl-CoAs was 99%. The
synthesis of acyl-AMPs was performed by reaction of AMP
with a mixed anhydride formed between the fatty acid (C12 or
C16) and ethylchloroformate, adapted from a previously
described protocol (20) where CoASH was replaced by AMP.
After adding distilled water, the acyl-AMP was precipitated at
acidic pH and the precipitate was washed with CHCl3. The
intermediates and products of both syntheses were analyzed by
1H NMR spectroscopy, GC-MS, and matrix-assisted laser de-
sorption ionization time-of-flight MS.
Ligand Loading and Condensation Assays—The condensa-
tion assayswere performed in the presence of 40MC12orC16
[1-14C]fatty acid and 40M carboxy-Cx-CoA (x 2, 3, 8, 12, or
16) in the following standard medium: 50 mM Hepes, pH 7.2, 8
mM MgCl2, 2 mM ATP, 7 mM glucose, and 7 mM trehalose.
Reactions (total volume: 20l) were started by the addition of 1
M FadD32 (or 2 M FadD26) and 2.6 M Pks13 and incubated
for 6 h at 30 °C. The reaction media were treated and analyzed
by TLC as described below. The ligand loading assays (total
volume: 10–15 l) were performed in the standard medium
used for condensation assays, but at pH 8.0. The ligand (CoA
derivative or carboxylic acid) was used at 50M. After the addi-
tion of either Pks13 alone (for CoA derivatives) or both FadD32
and Pks13 (for carboxylic acids) at the same concentrations as
in the condensation assays, media were incubated for 1 h at
30 °C. The loading assays in the presence of different FadD
enzymes were performed in the same conditions with 3 M
FadD32, 1.4 M FadD26, or 2 M maMig. The FAAL activities
were evaluated after a 1-h incubation by TLC analysis (see
below) prior to the addition of Pks13 (supplementary Fig. S4).
When needed, after this 1-h incubation, FadD32 was inacti-
vated at 100 °C for 10 min and the sample was analyzed by
radio-TLC to check that acyl-AMP persisted after heating. The
samples were separated by SDS-PAGE (12% polyacrylamide)
and analyzed by phosphorimaging (Variable Mode Imager
Typhoon TRIO, Amersham Biosciences) and Coomassie Blue
staining. All the assays were performed at least in duplicate.
ForMS analyses, condensation and loading assays were real-
ized with cold substrates only, at 40 M C12 fatty acid and/or 5
M carboxy-C16-CoA, in the presence of 5.4 M Pks13 with/
without 1 M FadD32 (stocked without glycerol) in the stand-
ard medium. After incubation at 30 °C for 6 h, samples were
frozen at 20 °C. In all condensation and loading assays, the
solvent from the substrate solutions was evaporated before the
addition of other reagents.
Treatment of Condensation Assays—For alkaline methanol-
ysis, 500 l of 1 M sodium methanolate was added to the assay
after complete drying of the reaction medium and the mixture
was incubated in a sealed tube for 30 min at 37 °C. For reduc-
tion, the dried sample was incubated at room temperature for
1 h in the presence of 100l of tetrahydrofuran and 500l of 0.5
MNaBH4 in ethanol. Both types of reactionwere stopped by the
FIGURE 2. Loadingof carboxylated chains ontoPks13. SDS-PAGE analyses.
Upper, Coomassie Blue staining; lower, phosphorimaging. MW, molecular
weight standards. A, loading assays of radiolabeled short chain derivatives to
Pks13wt or Pks13. Lanes 1–3, [1-
14C]methylmalonyl-CoA (Me-Ma-CoA) plus
lane 1, Pks13; lane 2, Pks13wt; and lane 3, heat-inactivated () Pks13wt; lanes
4 and 5, [1-14C]malonyl-CoA (Ma-CoA) plus lane 4, Pks13wt; lane 5, heat-inac-
tivated Pks13wt; lane 6, [1-
14C]acetyl-CoA (Ac-CoA) plus Pks13wt. The radiola-
beling intensity of the Pks13 band as measured by the PhosphorImager was
25,853 (lane 1), 61,118 (lane 2), and 38,491 (lane 4) (in arbitrary units). B, com-
petitive loading assays between [1-14C]malonyl-CoA (50 M) and cold car-
boxy-C16-CoA. The final concentration of the latter compound in each assay
is indicated. All the assays were performed at least in triplicate. The dividing
lines separate different parts of the same gel.
TABLE 1
Mass spectrometric analyses of Pks13 after tryptic digestion
Domain Ligand Ligand modified trypticfragment Catalytic
amino
acidbName(residues)
Tryptic
peptidea
Monoisotopic
theoretical
mass (Da)
Type
Monoisotopic
theoretical
mass (Da)
Monoisotopic
theoretical
mass (Da)
Monoisotopic
experimental
mass (Da)
N-ACP (25–91) 38–56 2000.9725 P-pant 340.0858 2341.0583 2341.0794 Ser-55
C-ACP (1236–1282) 1238–1271 3681.9038 P-pant 340.0858 4021.9896 4022.0264 Ser-1266
P-pant carboxy-C16 622.3053 4304.2091 4304.2269
AT (713–1039) 794–817 2305.2066 2305.2066 2305.2000 Ser-801
Carboxy-C16 282.2195 2587.4261 2587.4400
KS (117–542) 270–302 3567.7457 3567.7457 3567.7600 Cys-287
C12 182.1671 3749.9128 3749.9364
a Tryptic peptide bearing the suspected catalytic amino acid from the domain.
b Confirmed by MS/MS fragmentation data.
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addition of acetic acid, and the sol-
vent was evaporated. The residue
was dissolved in 2 ml of water, and
lipid compounds were extracted
with diethyl ether and washed with
water.
Preparation of Cell-wall Extracts
of Corynebacterium and Mycolic
Acid Biosynthesis Assays—C. glu-
tamicum WT (ATCC13032 RES)
and its isogenic fadD32::km and
accD4::km (8) mutants were
grown in BHI medium (Difco) sup-
plemented with 25 g/ml kanamy-
cin and the cultures were stopped at
the mid-log phase of growth. Bacte-
ria were harvested by centrifuga-
tion, washed, and suspended in 50
mM potassium phosphate buffer,
pH 6.5, containing 3 mM -mercap-
toethanol (buffer B). The bacteria
were disrupted by one passage
through a cell disrupter (One shot
cell disrupter, Constant Systems
LTD) at 2.6 kbar. The suspension
was centrifuged at 3,000  g for 15
min and the fluffy upper-layermate-
rial, corresponding to the cell-wall
extract (21), was taken off and
homogenized in buffer B. The pro-
tein concentration in the extract
was determined using the Bio-Rad
DC kit (Bio-Rad), after boiling sam-
ples for 10 min in 0.5 M NaOH
to solubilize insoluble proteins.
Mycolic acid biosynthesis assays
were performed in the following
standard medium: 100 mM potas-
sium phosphate buffer, pH 7.0, 7
mM KHCO3, 3 mM MgCl2, 7 mM
glucose, 3 mM ATP, 0.7 mM CoA-
SH, and 0.5 mg/ml protein of cell-
wall extract in a total volume of 750
l. The medium was preincubated
for 15 min at 30 °C, and was incu-
bated further for 90 min at 30 °C
after adding 10 or 20 M
[1-14C]palmitate and potentially a
second substrate. The latter was
either 10–44 M carboxy-Cx-CoA
(x  12 or 16) or 10–20 M
Cy-AMP (y  12 or 16). The acyl-
AMP was added in tetrahydrofuran
(3.3% final in the reaction). Control
assays using the C. glutamicumWT
extract showed that 3.3% tetrahy-
drofuran does not impair coryno-
mycolic acid biosynthesis.
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Treatment of theMycolic Acid Biosynthesis Assays—Reactions
were stopped by adding 1 volume of 10%KOH (w/v) inCH3OH:
toluene, 8:2, and incubated at 80 °C overnight. After saponifi-
cation, the medium was acidified with H2SO4 and lipids were
extracted with diethyl ether, washed with water, dried, and
methylated with diazomethane.
Thin Layer Chromatography (TLC) Analyses—The whole
lipid extracts from condensation or mycolic acid biosynthesis
assays were dissolved in diethyl ether and separated by TLC on
Silica Gel G-60 plates eluted with dichloromethane. In the case
of the production of acyl-AMP by FAALs, the reactions were
stopped with acetic acid (2%) and the media analyzed by TLC
on Silica Gel G-60 plates eluted with butan-1-ol:acetic acid:
water, 80:25:40. The radiolabeling was detected by phospho-
rimaging (Variable Mode Imager Typhoon TRIO, Amersham
Biosciences) and quantified using the ImageQuant version 5.1
software (GE Healthcare). When indicated (see figures), highly
labeled areas of the plates (e.g. origins) were masked with
Scotch tape to enhance the signal in the zones of interest. The
total lipids were revealed by spraying molybdophosphoric acid
(10% in ethanol) and charring or with rhodamine B (0.01%, w/v,
in 0.25 M NaH2PO4:ethanol, 9:1) and UV light (254 nm).
Nano Liquid Chromatography-Electrospray Ionization-Tan-
dem Mass Spectrometry (LC-ESI-MS/MS) Analyses—Before
MS analysis, the protein samples were precipitated in 10% tri-
chloroacetic acid (w/v) at 0 °C and by centrifugation at 3,000
g for 15 min at 4 °C, then washed with water. The tryptic diges-
tion was performed by incubating 20l of 20 ng/l Pks13 solu-
tion with 10 l of 100 ng/l modified sequencing grade trypsin
(Promega) in 50 mM ammonium bicarbonate, overnight, at
37 °C. Samples were diluted 100-fold before analysis by
nanoLC-MS/MS using an Ultimate3000 system (Dionex) cou-
pled on-line to either a QStar XL (Applied Biosystems) or an
LTQ-Orbitrap (Thermo Fisher Scientific) mass spectrometer.
Five l of each sample were loaded onto a C18 column (75 m
inner diameter 15-cm PepMap, Dionex) equilibrated in 95%
solvent A (95% H2O, 5% CH3CN, 0.2% formic acid) and 5%
solvent B (20% H2O, 80% CH3CN, 0.2% formic acid). Peptides
were eluted using a 5–50% B gradient for 55 min followed by a
50–95% B gradient for 10min and an isocratic step at 95% for 5
min, at 300 nl/min flow rate. Data were acquired in a data
dependent scan using a 60-s dynamic exclusion window. MS
scans were in the 300–2000 m/z range. The most intense ions
were selected for collision-induced dissociation fragmentation.
Mascot Daemon software (version 2.2.0, Matrix Science) was
used to perform data base searches in batch mode with all the
raw files acquired. A peaklist was created for each sample ana-
lyzed and individual Mascot searches were performed for each
fraction. Data were searched against the M. tuberculosis com-
plex in the Sprot-Trembl_20070201 data base (24,522
sequences). Specificity of tryptic digestion was set for cleavage
after Lys or Arg, and two missed trypsin cleavage sites were
allowed. All MS/MS spectra of modified peptides of interest
were manually validated.
Distance Tree of AT Domains of PKSs—The radial distance
tree (neighbor joining method; maximum sequence difference:
0.75) was obtained by performing a pBlast alignment (22) using
as a probe theATdomain (positions 576 to 1062) of Pks13 ofM.
tuberculosis, with default parameters (100 hits maximum).
RESULTS
Production and Purification of Recombinant M. tuberculosis
Activated Pks13 Protein—The activated (phosphopantetheiny-
lated) Pks13 protein was produced by coexpressing the pks13
(Rv3800c) gene of M. tuberculosis H37Rv, cloned into plasmid
pET-26b, with the sfp gene encoding the P-pant transferase
from Bacillus subtilis. Sfp was cloned in trans into the pLysS
vector together with the T7 promoter region of pET26b. E. coli
BL21(DE3) was co-transformed by both plasmids and the
expression of pks13 and sfp was induced in the presence of
isopropyl 1-thio--D-galactopyranoside. The C-terminal His-
tagged Pks13 protein was purified using a two-step chromatog-
raphy procedure over His-Trap and Superdex-200 columns
(supplementary Fig. S1). Only the major peak eluted from gel
filtration, but not the shoulder (aggregated Pks13 protein), held
the enzyme activity (data not shown). The ESI-MS spectra of
the tryptic digestion products of the purified Pks13 showed two
fragments of 2341 and 4022 Da, which correspond to N- and
C-ACPPks13 tryptic peptides carrying one P-pant arm, respec-
tively (Table 1). ESI-MS/MS analysis of these products confirmed
that these armswere covalently linked at positions Ser-55 andSer-
1266 of the ACP domains (supplementary Figs. S2 and S3).
Loading of Carboxyacyl-CoA Molecules to Pks13—To inves-
tigate the loading of the extender unit (Fig. 1), Pks13 was first
incubated in the presence of commercially available radiola-
beled molecules, [1-14C]malonyl-CoA (2-carboxyacetyl-CoA)
and [1-14C]methylmalonyl-CoA (2-carboxypropionyl-CoA).
Bothmolecules bound to the native enzyme, but the presence of
a methyl substituent on C2 improved the yield of loading (Fig.
2A, lanes 2 and 4), whereas no interaction between the protein
and acetyl-CoA could be detected in the conditions used (Fig.
2A, lane 6). Heat inactivation of Pks13 abolished its ligand-
loading capacity (Fig. 2A, lanes 3 and 5).
The predilection of Pks13 for longer chain 2-carboxyacyl-
CoAs was then evaluated by competitive loading assay. We
observed that a concentration of 10M cold synthetic carboxy-
C16-CoA was sufficient to inhibit 70% of the loading of 50 M
[1-14C]malonyl-CoA (Fig. 2B). Thus, these data demonstrated
(i) that Pks13 does load carboxyacyl-CoA substrates, (ii) that
the presence of the carboxyl group plays a key role in this inter-
FIGURE 3. ESI-MS/MS analyses of the covalent binding of the carboxy-C16 chain to AT and phosphopantetheinylated C-ACP domains after tryptic
digestion of Pks13. The MS/MS spectra were acquired using an LTQ-Orbitrap mass spectrometer. A, spectrum of the doubly charged ion at m/z 1294.7
corresponding to the carboxy-C16-modified AT-(794–817) tryptic peptide. B, spectrum of the triply charged ion atm/z 1435.7 corresponding to the carboxy-
C16-modifiedphosphopantetheinylatedC-ACP-(1238–1271) tryptic peptide. The fragmentationpatternsobtainedare indicatedabove the spectra alongwith
the corresponding tryptic peptide amino acid sequences. In the peptide sequence, S# and S*# indicate the carboxy-C16-modified serine residue and the
carboxy-C16-modified phosphopantetheinylated serine residue, respectively. The peaks labeled *# and *#-COOH on the spectrum correspond to a
diagnostic fragment ion derived from the modified serine residue (P-pant arm without the phosphate moiety and with carboxy-C16 acyl chain) and to its
decarboxylated form, respectively.
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action, and (iii) that, expectedly, the loading efficiency increases
with the chain length of the ligand.
Binding of the Carboxyacyl Chain to the AT Domain and
Transfer onto the C-terminal ACP Domain—To examine the
involvement of P-pant arms in the loading of the carboxyacyl
chain onto Pks13, a form mutated at both positions of P-pant
linkage, Pks13 S55A,S1266A (Pks13), was produced and
purified. Themutations induced a substantial decrease of label-
ing of Pks13 but, remarkably, part of the [14C]methylmalo-
nyl-CoA was still tightly associated with this isoform (Fig. 2A,
lanes 1). This suggested that the carboxyacyl chains might be
loaded onto the first site before their subsequent transfer onto
one of the twoACPdomains. The binding sites of the carboxya-
cyl-CoAs to Pks13 were sought by ESI-MS after tryptic diges-
tion of the protein. In the absence of ligand, the predicted 794–
817 tryptic peptide of 2305 Da holding the AT domain active
site was observed (Table 1). In the presence of carboxy-C16-
CoA in the assay, an additional peptide of 2587Dawas detected,
which corresponds to the addition of a carboxy-C16 chain to
the AT-(794–817) tryptic peptide (Table 1). These data dem-
onstrated the formation of a covalent link between the AT
domain of Pks13 and a carboxy-C16 chain. MS/MS experi-
ments indicated that the covalent bond involved Ser-801 (Fig.
3A). Most importantly, in the presence of ligand, an additional
peptide of 4304 Da was observed, indicating the covalent bind-
ing of the carboxy-C16 chain on the P-pant arm of the C-ACP
domain (Table 1) at position Ser-1266, as demonstrated by
MS/MS (Fig. 3B). Thus, the purified Pks13 protein is able to
load the carboxyacyl chain from a carboxyacyl-CoA substrate
onto its AT domain that then specifically transfers it onto the
P-pant arm of the contiguous C-ACP domain.
Loading of Non-carboxylated Acyl Chains by Pks13—To
investigate the loading of FadD32 reaction products onto
Pks13, recombinant FadD32 protein was first produced and
purified (12). Incubation of FadD32 in the presence of a radio-
labeled saturated fatty acid (C12 or C16), ATP, and MgCl2 led
to the production of labeled acyl-AMP (supplementary Fig.
S4A, lane 3), as expected (12). The loading of FadD32 products
onto Pks13 was assayed in coupled reactions with both
enzymes, in the presence of [14C]lauric acid. The labeled acyl
chain of the acyl-AMPs formed in the assays tightly associ-
ated to Pks13 (Fig. 4A, lane 2). In contrast, the radioactive
free acid (in the absence of FadD32) did not bind to the PKS
(Fig. 4A, lane 1).
The specificity of binding of non-carboxylated acyl chains to
one of the two ACP domains of Pks13 was then determined
using isoforms of the enzyme mutated at the phosphopanteth-
einylation sites, i.e. Pks13 (S55A mutant of the N-ACP),
Pks13 (S1266Amutant of the C-ACP), and Pks13. The load-
ing assays in the presence of labeled C16, FadD32, and Pks13
showed a clear specificity forN-ACPPks13. A significant labeling
of Pks13wt and Pks13 was observed (Fig. 4B, lanes 2 and 4),
whereas the weak labeling of Pks13 and Pks13 was at the
same level as the control performed with heat-inactivated
Pks13wt (Fig. 4B, lanes 1, 3, and 5). Thus, the acyl chains from
the acyl-AMPs are ligands of Pks13 and are specifically loaded
onto the P-pant arm of its N-ACP domain.
An Additional Function for FadD32?—To evaluate the
capacity of Pks13 to metabolize the acyl-AMPs, assays were
performed using cell-wall extracts of C. glutamicum. Although
FIGURE 4. Loading of FadD32 reaction products onto Pks13 analyzed by
SDS-PAGE. Upper, Coomassie Blue staining; lower, phosphorimaging. MW,
molecularweight standards.A, loading of acyl-AMPonto Pks13. [14C]C12 acid
was used as a precursor. Lanes 1, absence of FadD32; lane 2, presence of
FadD32.B, loadingassayswithPks13mutant isoforms. [14C]C16acidwasused
as a precursor. Lanes 1, heat-inactivated () Pks13wt; lane 2, native Pks13wt;
lane 3, Pks13; lane 4, Pks13; lane 5, Pks13.C, involvement of FadD32 in the
transfer. Pks13 plus lane 1, heat-inactivated FadD32; lane 2, active FadD32;
lane 3, activemaMig.D, loadingassayswithdifferent FAALs. [14C]C12acidwas
used as a precursor. Pks13 incubated in the presence of FadD32 (lane 1) and
FadD26 (lane 2). All the assayswere performed at least in duplicate. The divid-
ing lines separate different parts of the same gel.
FIGURE 5. In vitro corynomycolic acid biosynthesis assays using cell-wall
extracts. All assays were done in duplicate and in the presence of [14C]C16
acid. The whole lipid extract from each assay was deposited on silica gel TLC
eluent, CH2Cl2. A, cell-wall extract from C. glutamicum (C. glut.) fadD32::km.
Lanes 1, mixture of cold palmitone (P) standard and cold racemic C32 coryno-
mycolate (CM) standard (the lower spot is the natural 1R,2R species and the
upper spot is the enantiomer 1R,2S species); lane 2, control, cell-wall extract
from C. glutamicumWT; extract from C. glutamicumfadD32::kmwith, lane 3,
no addition; lane 4, addition of 10 M C12-AMP; lane 5, addition of 10 M
C16-AMP; lane 6, addition of 20MC16-AMP.C16, non-incorporated [14C]C16
methyl ester. Lane 1 was sprayed with rhodamine and spots were visualized
by UV detection. Lanes 2–6were visualized by phosphorimaging. B, cell-wall
extract from C. glutamicum accD4::km. Lane 1, no addition, or addition of:
lane 2, 10M carboxy-C12-CoA; lane 3, 44M carboxy-C12-CoA; lane 4, 10M
carboxy-C16-CoA; lane 5, cold standard racemicmixture of C32CM. Lanes 1–4
were visualized by phosphorimaging. Zones framed with dotted lines were
masked with Scotch tape before screen exposition to improve the detection
of spots with weaker radiolabeling. Lane 5 was revealed by phosphomolyb-
date spraying. All the assays were performed at least in duplicate. The divid-
ing lines separate different parts of the same plate.
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mycolates were produced by the extract of theWT strain incu-
bated in the presence of [1-14C]palmitic acid alone (Fig. 5A,
lane 2), no neosynthesized corynomycolic acids could be
detected by TLC when the cell-wall extract of either a
fadD32::km or aaccD4::km strain was used (Fig. 5,A, lane 3,
and B, lane 1), in agreement with the involvement of both
FadD32 and AccD4 in the mycolic acid biosynthesis pathway
(8). This featurewas reversedwhen the extract fromC. glutami-
cum accD4::km was incubated in the presence of [1-14C]C16
and cold chemically synthesized carboxy-C12-CoAor carboxy-
C16-CoA (Fig. 5B, lanes 2–4). In sharp contrast, the addition of
either chemically synthesized C12-AMP or C16-AMP to the
extract of C. glutamicum fadD32::km did not lead to the for-
mation of corynomycolic acids (Fig. 5A, lanes 4–6). Thus, in
the conditions used, exogenous acyl-AMPs were not able to
chemically complement the lack of FadD32 protein. This sug-
gested that FadD32 has an additional function with respect to
the activation of the meromycolic chains.
FadD32 Promotes the Acyl Chain Transfer from Acyl-AMP
onto ACPPks13—To examine the issue of an additional function
for FadD32, [1-14C]C12-AMP was enzymatically synthesized
using FadD32. The protein was then either kept active or heat-
inactivated, and Pks13 was added. On the polyacrylamide gel,
the native Pks13 protein was tightly
associated with the radiolabeled
C12-AMP only in the presence of
active FadD32 enzyme (Fig. 4C, lane
2). When FadD32 was inactivated,
no significant signal could be
detected (Fig. 4C, lane 1). This
showed that the presence of FadD32
was necessary for the transfer of the
acyl chain from the AMP carrier
onto Pks13. To determine whether
this phenomenon was specific of
FadD32, we performed loading
assays in which FadD32 was
replaced by other FadD enzymes,
produced and purified from E. coli
recombinant strains, either FadD26,
another mycobacterial FAAL, or
maMig, a fatty acyl-CoA ligase from
M. avium (16) used as a FAAL in
vitro. Indeed, maMig synthesizes
acyl-AMP intermediates in the
absence of CoASH (supplementary
Fig. S4A, lane 4), like the proteins
from the same family (12). A signif-
icant labeling of Pks13was observed
in the presence of FadD26 (Fig. 4D,
lane 2) but not in that of maMig
(Fig. 4C, lane 3), although the quan-
tity of [1-14C]C12-AMP brought by
maMig in the reaction medium was
the same order of magnitude as that
given by FadD32 (supplementary
Fig. S4A). Thus, these data showed
that only certain FadD enzymes are
able in vitro to promote the transfer of the acyl chain of acyl-
AMP onto N-ACPPks13.
Transfer of the Non-carboxylated Acyl Chains from N-ACP
onto the KS Domain—To investigate the fate of the acyl chain
from the acyl-AMP linked to the P-pant arm of the N-ACP
domain, aMS analysis of Pks13 was performed after its incuba-
tion in the presence of FadD32, C12, and ATP, followed by
tryptic digestion. A peptide of 3750 Da was observed, which
corresponds to a C12 chain linked to the Cys-287 of the 270–
302 tryptic peptide from the KS domain (Table 1 and Fig. 6).
This data demonstrated that the non-carboxylated chain first
loaded by FadD32 onto the N-ACP domain (as shown above) is
subsequently transferred onto the contiguous KS domain of
Pks13 (Fig. 1).
In Vitro Biosynthesis of -Alkyl -Ketoacids by the Purified
Pks13 Enzyme—Numerous unsuccessful assays of in vitro bio-
synthesis of -alkyl -ketoacids were attempted prior to the
discovery of the requirement of FadD32 in the condensing
assays. Accordingly, the Pks13 activity was subsequently
assayed by incubating the enzyme in the presence of
[1-14C]C16, ATP, MgCl2, FadD32, and unlabeled carboxyacyl-
CoA. Control experiments lacking one of the enzymes or sub-
strateswere also performed. The reactionmediawere then sub-
FIGURE 6. ESI-MS/MS analysis of the covalent binding of an acyl chain to the KS domain of Pks13 in the
presence of FadD32, after tryptic digestion of Pks13. The spectrum was acquired using an LTQ-Orbitrap
mass spectrometer. The MS/MS spectrum of the triply charged ion at m/z 1251.0 corresponds to the C12-
modified KS-(270–302) tryptic peptide. The fragmentation pattern obtained is indicated above the spectrum
along with the tryptic peptide amino acid sequence. In the peptide sequence, C§ indicates the C12-modified
cysteine residue.
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mitted to alkaline methanolysis to
cleave any potential covalent link
formed between putative reaction
products and Pks13 or an acceptor
molecule. After extraction of the
lipid compounds, TLC followed by
PhosphorImager analysis revealed
the presence of three main spots
of radiolabeled compounds. Two
spots co-migrated with the C32
-alkyl -ketoester (-myristoyl
-keto stearic acid methyl ester)
and palmitone standards (Fig. 7A,
lane 2), suggesting that a secondary
saponification reaction has oc-
curred and has led to the formation
of long chain ketones (Fig. 7C) (23).
After reduction by NaBH4, these
spots disappeared and, concomi-
tantly, two new spots were observed
at the same Rf as the two synthetic
racemic (1R,2R and 1R,2S) C32
corynomycolates, and one at a Rf
similar to that of hentriacontanol
(Fig. 7, A, lane 3, and C). The uni-
dentified spot (X) would lead to
the formation of a new spot (Y)
after reduction. In contrast, solely
corynomycolates were formed
when the reduction step was per-
formed prior to alkalinemethanoly-
sis (Fig. 7,A, lane 4, andC). The for-
mation of the radiolabeled species
was dependent on the presence of
Pks13, FadD32, and carboxyacyl-
CoA (Fig. 7A, lanes 5–7), showing
that these compounds were the
products of enzymatic reactions
between the radiolabeled fatty acid
and the carboxyacyl-CoA and
involving both Pks13 and FadD32.
Strikingly, although FadD26 is able
to load the acyl moiety of the neo-
synthesized acyl-AMP onto Pks13
(as shown above), the condensation
did not occur when FadD32 was
replaced by FadD26, even using
twice the amount of the latter pro-
tein (Fig. 7A, lane 8).
Several parameters such as the
nature, concentration, and pH of the
buffer, and the temperature and
time of incubation were varied in
the condensation assays. Although
the temperature change had very
little impact on the reaction, if any
(supplementary Fig. S5C), the yield
of the condensation reaction was
FIGURE 7. In vitro condensation reactions in the presence of Pks13 and FadD32. Thewhole reaction prod-
ucts were deposited on silica gel and analyzed by TLC (eluent: CH2Cl2). In both panels, lane 1was sprayedwith
rhodamine and the spots were visualized by UV detection; lanes 2–9 were visualized by phosphorimaging.
A, condensation assays with different treatments. All assays were done in the presence of [14C]C16 and car-
boxy-C16-CoA. Lanes 1,mixtureof cold standards: racemicC32corynomycolates (CM), hentriacontanol (H), C32
-alkyl -ketoester (AKE), and palmitone (P); lane 2, alkaline methanolysis (am) of the reaction mixture; lane 3,
alkaline methanolysis followed by chemical reduction (am r); lane 4, reduction followed by alkaline metha-
nolysis (r am); lane 5, same as lane 4 in the absence of Pks13; lane 6, same as lane 4 in the absence of FadD32;
lane 7, same as lane 4 in the absence of carboxy-C16-CoA; lane 8, FadD32was replaced by 2 eq of FadD26; lane
9, radiolabeled natural CM and C16 methyl ester standards (C. glutamicumwhole cell extract). The light upper
spots in lanes 3–8maycorrespond toa fatty acid ester contaminating the [14C]C16acid stock solution.B, impact
of the chain length of the substrates. Lane 1, mixture of cold racemic C32 CM and P standards; lane 2, radiola-
beled natural CM standards (C. glutamicum whole cell extract); lane 3, condensation assay in the absence of
carboxyacyl-CoA; lane 4, condensation assay in thepresenceof carboxy-C2-CoA; lane 5, carboxy-C3-CoA; lane 6,
carboxy-C8-CoA; lane 7, carboxy-C12-CoA, lanes 8 and 9, carboxy-C16-CoA. Lanes 3–8, assays in the presence of
[14C]C12 acid (C12*); lane 9, in the presence of [14C]C16 acid (C16*). The reaction media were submitted to
reduction followed by methanolysis (r am). The expected carbon number of the CM formed is indicated in
italic. The total intensities (INT) of the spots in the CMmigration area as measured by the phosphorimager are
mentioned (in arbitrary units). Zones framed with dotted lines were masked with Scotch tape before screen
exposition to improve the detection of spots with weaker radiolabeling. C, chemical treatments used for the
analysis of the condensation products. The chemical reduction (with NaBH4) of the -alkyl -ketoacyl deriva-
tives gives twomycolic acid diastereoisomers, of configurations R,R (the natural one) and R,S. R1-CO, meromy-
colic chain; R2, branch chain; in palmitone (C31), R1 C15 and R2 C14. X1, unknown acceptor of the mycolic
-alkyl-ketoacyl chains. Chemical reactions were labeledwith the corresponding lane number in panel A. All
the assays were performed at least in triplicate. The dividing lines separate different parts of the same plate.
TheMycolic Condensation Catalyzed by Pks13
19262 JOURNAL OF BIOLOGICAL CHEMISTRY VOLUME 284•NUMBER 29•JULY 17, 2009
 at BIBL SANTE on July 15, 2009 
w
w
w
.jbc.org
D
ow
nloaded from
 
greatly influenced by the pH, the nature of the buffer, and the
incubation time, the optimal conditions being a 6-h incubation
in Hepes, pH 7.2, at 30 °C (supplementary Fig. S5). At last, the
effect of the chain length of both substrates was examined. The
efficiency of the condensation reaction substantially increased
with the chain length, up to the longest synthetic substrate
used, i.e. carboxy-C16-CoA (Fig. 7B, lanes 4–8), which corre-
lated with the observed predilection of the enzyme for long
chain carboxy-acyl-CoA in loading assays (see above). In the
presence of carboxy-C16-CoA, the [1-14C]C16 used by FadD32
gave a better yield than [1-14C]C12 (Fig. 7B, lanes 8 and 9). In
conclusion, Pks13, solely in the presence of FadD32, is able to
synthesize in vitroC14-C32 -alkyl -ketoesters from two sub-
strates, a carboxylic acid and a 2-carboxyacyl-CoA. The cata-
lytic activity of the enzymatic couple is optimal in the presence
of the longest substrates available, which is in agreement with
the expected function of these proteins in vivo.
DISCUSSION
The present work demonstrated that the activated Pks13
enzyme of M. tuberculosis, in adequate experimental condi-
tions, has a condensing activity in vitro and is able to synthesize,
in coupled reaction with FadD32, the biosynthetic precursors
of mycolic acids, -alkyl -ketoacids, from a fatty acyl-AMP
and a 2-carboxyacyl-CoA (Fig. 8). For amatter of both solubility
and availability of radiolabeledmolecules, the function of Pks13
was studied in the presence of substrates shorter than its pre-
sumed natural substrates (C24-C26 carboxyacyl-CoAs and
C40-C60 meromycoloyl-AMP) within mycobacteria. Never-
theless, the fact that Pks13 ofM. tuberculosis is able to condense
relatively short chain substrates (C12, C16), equivalent to those
used by the condensing enzyme from Corynebacterium, corre-
lates with the production of C32-C34 corynomycolates upon
heterologous complementation of a C. glutamicum pks13
mutant strain by the M. tuberculosis pks13 gene.4 If the Pks13
enzyme fromM. tuberculosis presents a large specificity toward
the chain length of its substrates, the length of the mero and
branch chains of mycolic acids might be controlled by the
enzymes that activate Pks13 substrates, i.e. FadD32 and the
acyl-CoA carboxylase complex AccA3-AccD4 (Fig. 1). Consis-
tently, it has been recently shown that AccA3-AccD4 fromM.
tuberculosis exhibits no activity in the presence acyl-CoA
shorter than C24-C26, which perfectly matches with the
required size of the extender unit during mycolic condensation
in this bacterial species (Fig. 1) (11).
Investigation of the different steps involved in condensa-
tion resulted in the determination of the general catalytic
scheme leading to the formation of the -alkyl -ketoacids
(Fig. 8). The carboxyacyl-CoA unit is loaded onto Pks13 via
its AT domain. The latter has a predilection for both long
chain and carboxylated molecules. Pks13 is an unprece-
dented polyketide synthase because its extender units do not
correspond to the short classical units, malonyl-CoA or
methyl-malonyl-CoA, used by the other PKSs. The predilec-
tion of this enzyme for carboxyacyl-CoAs of unusual chain
length is reflected in the primary structure of its AT domain.
Indeed, the latter is relatively distant from the primary struc-
ture of the AT domain of other PKSs and fatty acid synthases,
as displayed by the distance tree obtained by Blast alignment
(supplementary Fig. S6).
Our data showed that the acyl chain of the acyl-AMPs pro-
duced by the FadD32 enzyme in the presence of a fatty acid and
ATP are specifically transferred onto the N-ACP domain of
Pks13 (Fig. 8). There are two possible mechanisms of acylation
in trans: (i) release of the acyl-AMPs by FadD32 and adventi-
tious acylation of the reactive –SH group of the P-pant arm of
N-ACPPks13 and (ii) enzyme-dependent transfer of the acyl
chain fromAMP toPks13. The presentwork demonstrated that
the transfer cannot be undertaken by the AT domain of Pks13
in vitro, but is dependent upon the presence of active FadD32
that catalyzes a reaction of acyl-AMP/N-ACPPks13 transacyla-
tion (Fig. 8). Moreover, using Pks13 mutant proteins, we
showed that FadD32 is unable to load an acyl chain onto the4 C. de Sousa d’Auria and C. Houssin, personal communication.
FIGURE 8. Scheme of the stepwise activity of FadD32-Pks13 PKS and its
domain organization. To simplify, C16 acyl chains were drawn. FadD32 syn-
thesizes meromycoloyl-AMPs from the meromycolic acids and ATP (1). The
meromycoloyl chain of these intermediates is then specifically loaded by
FadD32 onto the P-pant arm of the N-ACP domain of Pks13 (2). This is an
acyl-AMP/ACP transacylation. The meromycoloyl chain is then transferred
onto the KS domain (3). The extender unit carboxyacyl-CoA is specifically
loaded onto the AT domain, which catalyzes the covalent attachment of the
carboxyacyl chain to its active site (1) and its subsequent transfer specifically
onto the C-ACP domain (2). The KS domain catalyzes the Claisen-type con-
densationbetween themeromycoloyl and the carboxyacyl chains toproduce
a-alkyl-ketothioester linked to the C-ACPdomain (3). Then, it is likely that
the thioesterase domain catalyzes the release of the -alkyl -ketoacyl chain
and its transfer onto an unknown acceptor (X1) (4). Thus, FadD32 constitutes
one of the two domains of the loading module of the polyketide synthase
formed by both FadD32 and Pks13 polypeptides.
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C-ACPPks13 domain. The selectivity of FadD32 for the N-ACP
domain of Pks13 might be facilitated by the substantial
sequence divergence (24% identity) between the two ACP-like
domains of Pks13. The specificity between an adenylation
enzyme and an ACP protein has been described for PKS and
NRPS (24, 25).However, to the best of our knowledge, this is the
first demonstration of an enzyme-dependent loading mecha-
nism in the case of PKSs. Interestingly, we have observed that
FadD32 could not be replaced by FadD26, a mycobacterial
FAAL, during the condensation reaction, although FadD26was
able to load the acyl chain of its acyl-AMP products onto Pks13
in vitro. A privileged interaction between FadD32 and Pks13
might be required for proper folding of the PKSnecessary to the
subsequent steps of transfer and catalysis. The fact that the
fadD32 gene is essential in mycobacteria (8) is consistent with
our data and proves that none of the FadD enzymes display a
redundant activity in vivo. One can reasonably propose that, in
vivo, FadD32 activates the very long meromycolic acids into
meromycoloyl-AMPs and transfers the meromycolic acyl
chains onto N-ACPPks13. This is reminiscent of the double
function of adenylation and transfer described for some so-
called “adenylation domains” found in NRPS or NRPS-PKS
enzymes (26). As in the case of these enzymes, one can propose
that FadD32 together with N-ACPPks13 correspond to the
“loading module” of a PKS formed by both FadD32 and Pks13
(Fig. 8). The discrete FadD32 enzyme is reminiscent of the lone
standing salicyl-AMP ligase domains MbtA and YbtE found in
the hybrid NRPS-PKSs involved in mycobactin and yersini-
abactin biosyntheses, respectively (26, 27). The knowledge of
Pks13 enzymatic properties as well as of the experimental con-
ditions for in vitro activity assays will now serve as fundamental
tools for screening for inhibitors of this very original condens-
ing enzyme that, because of its essentiality in mycobacteria (7)
and its characteristic features, represents an excellent target for
novel antimycobacterial drug design.
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SUPPLEMENTAL FIGURE LEGENDS 
 
Supplementary Figure S1. Purification of Pks13. A. SDS-PAGE of the purification steps. Coomassie 
blue staining. MW: molecular weight standards. Lanes (1) total protein extract of uninduced E. coli 
BL21(DE3)/ pWM35 pLSFp, (2) total protein extract of induced co-expression bacteria, (3) total 
soluble proteins (4) pool of Pks13 fractions from His-Trap column, (5) pool from Superdex-200 
column (major peak). B. Superdex-200 elution profile: the major peak (apparent molecular weight of 
436 kDa) likely corresponds to a dimer of Pks13 (monomeric size: 186 kDa). 
 
Supplementary Figure S2. ESI-MS/MS analysis of the phosphopantetheinylated N-ACP domain of 
the purified Pks13 protein after tryptic digestion. The MS/MS spectrum of the doubly-charged ion at 
m/z 1171.4 corresponding to the phosphopantetheinylated N-ACP 38-56 tryptic peptide was acquired 
using a Q-TOF mass spectrometer. The fragmentation pattern obtained is indicated above the spectrum 
along with the tryptic peptide amino acid sequence. In the peptide sequence S* indicates the 
phosphopantetheinylated serine residue. The peak labeled *Ψ on the spectrum corresponds to a 
diagnostic fragment ion derived from the modified serine residue (P-pant arm without the phosphate 
moiety). y0 ions correspond to the loss of the P-pant arm and of a water molecule from the y ions. 
 
Supplementary Figure S3. ESI-MS/MS analysis of the phosphopantetheinylated C-ACP domain of 
the purified Pks13 protein after tryptic digestion. The MS/MS spectrum of the doubly-charged ion at 
m/z 2012.5 corresponding to the phosphopantetheinylated C-ACP 1238-1271 tryptic peptide was 
acquired using a Q-TOF mass spectrometer. The fragmentation pattern obtained is indicated above the 
spectrum along with the tryptic peptide amino acid sequence. In the peptide sequence S* indicates the 
phosphopantetheinylated serine residue. The peak labeled *Ψ on the spectrum corresponds to a 
diagnostic fragment ion derived from the modified serine residue (P-pant arm without the phosphate 
moiety). y0 ions correspond to the loss of the P-pant arm and of a water molecule from the y ions. 
 
Supplementary Figure S4. Acyl-AMP production by the FadD enzymes. The enzyme was incubated 
in the presence of [14C]C12 acid, ATP and MgCl2 during 1h. The reaction products were analyzed by 
TLC on silica gel (eluent: butan-1-ol:acetic acid:water, 80:25:40) followed by phosphor-imaging. 
Lane 1, panel A was sprayed with rhodamine and the spot visualized by UV detection. A. Lanes (1) 
cold C12-AMP standard, (2) no FadD, (3) FadD32, (4) maMig. B. Lanes (1) FadD32, (2) FadD26. All 
the assays were performed at least in duplicate. The dividing lines show different parts of the same 
plate. 
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Supplementary Figure S5. Influence of the nature of the buffer (A), the pH (B), the temperature (C) 
and the time of incubation (D) on the condensation reaction. Assays were performed in the presence of 
[1-14C]C12 acid and carboxy-C16-CoA, FadD32 and Pks13, in the standard medium (see 
Experimental procedures) and incubated for 6h at 30°C, except for the parameter varied in each panel. 
The relative percentage of mycolate production was arbitrary fixed to 100% with buffer Hepes (A), at 
pH 7.2 (B), at 30°C (C) or at 6h incubation (D). In (D), the inset represents an independent 
experiment. Phosph: sodium phosphate buffer. AU: arbitrary unit. 
 
Supplementary Figure S6. Distance tree of AT domains of PKSs. Obtained from a pBlast alignment 
using as a probe the AT domain of Pks13 of M. tuberculosis (aa 576-1062). Each end point of a given 
branch represents the AT domain of a specific PKS. The main branches of the tree are annotated, 
displaying the origin of the AT domains. The AT domain of Pks13 proteins from Corynebacterineae 
suborder is distantly related to the AT domains of the other PKSs from Mycobacterium and other 
bacteria. 
 2
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III. Discussion 
Nous avons démontré par cette étude que l'enzyme Pks13 de M. tuberculosis possède une 
activité de condensation in vitro et qu’elle est capable de synthétiser, en réaction couplée avec 
FadD32, les précurseurs des acides mycoliques, les α-alkyl β-céto acides, à partir d'un acyl-
AMP et d’un 2-carboxyacyl-CoA.  
La fonction enzymatique de Pks13 a été étudiée en présence de substrats à chaîne plus 
courte que ses substrats naturels présumés (C24-C26 carboxyacyl-CoA et C50-C60 
méromycoloyl-AMP), pour des raisons de solubilité et de disponibilité des substrats. Nos 
travaux ont montré que l’enzyme Pks13 de M. tuberculosis est capable de condenser des 
substrats à chaîne courte (C12, C16) pour former des α-alkyl β-céto acides en C32. Ces résultats 
corrèlent avec des données non publiées sur la complémentation hétérologue du mutant 
Δpks13 de C. glutamicum par pks13 de M. tuberculosis qui maintient la production des acides 
mycoliques caractéristiques des corynébactéries en C32-C34 (communication personnelle de 
Christine Houssin). La protéine Pks13 de M. tuberculosis ne semble pas présenter une grande 
spécificité vis-à-vis de la longueur de la chaîne de ses substrats. Cette spécificité de substrat 
pour les chaînes méromycoliques en C50-C60 et C24-C26 pour la ramification alpha des acides 
mycoliques pourrait être contrôlée par les enzymes partenaires de Pks13 qui activent ses 
substrats : FadD32 et le complexe acyl-CoA carboxylase formé par AccA3-AccD4, 
respectivement. Des travaux récents ont en effet montré que le complexe de carboxylation 
AccA3-AccD4 de M. tuberculosis ne présentait aucune activité pour les acyl-CoA dont la 
longueur de chaîne était inférieure à son substrat in vivo : C24-C26 (Oh et al., 2006). Ces 
résultats sur la spécificité de substrat du complexe de carboxylation AccA3-AccD4 vont dans 
le sens d’une sélectivité de substrat probablement assurée par les partenaires de Pks13, AccD4 
et FadD32. 
La caractérisation des différentes étapes de la condensation permet de proposer le modèle 
présenté en Figure 28. Le carboxyacyl-CoA, préalablement activé par le complexe de 
carboxylation, est chargé sur l’ACP Cter de Pks13 (ACPPks13-Cter) via son domaine AT et la 
chaîne acyle de l’acyl-AMP produite par FadD32 en présence d'acide gras et d’ATP est 
spécifiquement transférée sur le domaine ACP Nter de Pks13 (ACPPks13-Nter). Afin de 
confirmer l’implication de FadD32 lors de l’étape d'acylation de la chaîne méromycolique sur 
Pks13, des expériences in vitro ont été menées sur le couple FadD32-Pks13. La spécificité de 
chargement de FadD32 sur le domaine ACP-Nter a été étudiée en utilisant une protéine Pks13 
mutante pour la sérine porteuse du bras P-pant de l’ACPPks13-Nter. Cette protéine mutante ne 
 - 66 - 
Figure 28 : Schéma des étapes enzymatiques de la condensation mycolique catalysées par 
le couple  FadD32-Pks13. (Publication 2)
FadD32 synthétiserait le méromycoloyl-AMP à partir de l’acide méromycolique et de l'ATP (1) 
La chaîne « méromycoloyle » de cet intermédiaire est ensuite fixée par FadD32 sur le bras P-
pant du domaine ACP-Nter de Pks13 (2). La chaîne « méromycoloyle » est ensuite transférée 
sur le domaine KS (3). Le carboxyacyl-CoA est spécifiquement chargé sur le domaine AT, qui 
catalyse la fixation covalente de la chaîne « carboxyacyle » sur son site actif (1’) et son 
transfert  spécifique sur le domaine ACP-Cter (2’). Le domaine KS catalyse la condensation de 
type Claisen entre les chaînes « méromycoloyle » et « carboxyacyle » pour produire un α-alkyl 
β-cétothioester lié au domaine ACP-Cter (3’). Le domaine thioestérase catalyse probablement 
la libération de la chaîne α-alkyl β-cétoacyl et son transfert sur un accepteur encore inconnu 
(X1) (4’).
Module de chargement Module principal Module terminal
Résultats - CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques. 
 
possède que son domaine ACPPks13-Cter activé. FadD32 est incapable de fixer la chaîne acyle 
de l’acyl-AMP sur Pks13 en absence de domaine ACP Pks13-Nter activé. Cette sélectivité de 
FadD32 pour le domaine ACP-Nter pourrait s’expliquer par la faible homologie de séquence  
entre les deux domaines ACP de Pks13 (24% d'identité seulement). La spécificité entre une 
enzyme d’adénylation vis-à-vis d’une protéine ACP a déjà été décrite dans la littérature pour 
la NRPS responsable de la biosynthèse de la quinoxaline chez une espèce de Streptomyces 
(Schmoock et al., 2005). Les auteurs ont démontré que l’activation sous forme d’adénylate et 
le transfert du QA (acide quinoxaline-2-carboxylique) sur le domaine AcpPSE sont assurés 
spécifiquement par le domaine d’adénylation TrsI, qui ne peut être remplacé par des domaines 
d’adénylation d’autres NRPS l’ACMSI (actinomycine), ou MkmsI (etamycine). Ces résultats 
suggèrent qu’il existe un lien fonctionnel étroit entre domaine d’adénylation et domaine ACP. 
Afin d’étudier la spécificité du couple FadD32-Pks13, FadD32 a été remplacée par d’autres 
FadD mycobactériennes : FadD26 de Mycobacterium bovis, FadD29 de M. tuberculosis et 
l’homologue de FadD19 de Mycobacterium avium maMIG. Ces expériences ont montré que 
FadD32 pouvait être remplacée dans sa capacité de transfert sur Pks13 par FadD26 ou 
FadD29 qui appartiennent à la même sous-famille des FAAL, mais pas par maMIG (une 
FACL fonctionnant en FAAL en absence de CoA) (cf. § Résultat Chapitre II III.B). 
Cependant, la réaction de condensation n’a pas été observée en présence de FadD26 (FadD29 
n’a pas été testée). Comment expliquer que le substrat transféré par FadD26 sur Pks13 ne 
puisse être condensé avec le carboxyacyl-CoA par la polykétide synthase ? Plusieurs 
hypothèses peuvent être avancées, (i) le transfert effectué par la FAAL de remplacement sur 
Pks13 ne s’effectue pas sur le domaine ACP-Nter ; (ii) Le mécanisme de condensation est 
dépendant d’une interaction protéine-protéine entre FadD32 et Pks13. Cette interaction 
privilégiée participerait à un repliement nécessaire de la PKS pour les étapes de transfert et de 
catalyse propres à la réaction de condensation. De manière intéressante, FadD32 de M. 
tuberculosis présente une longue insertion au niveau de son domaine C-terminal appelée S4 
(cf. Figure 2 Publication 1). Cette insertion spécifique est absente chez toutes les autres FAAL 
et, d’une manière générale, chez les enzymes d’adénylation examinées. Elle pourrait jouer un 
rôle dans la spécificité d’interaction avec Pks13 au cours de l’étape de transfert et de catalyse. 
La protéine FadD32 telle qu’elle a été produite et purifiée, se comporte en tant que monomère 
en chromatographie de perméation de gel (cf. Publication 1). Une ou plusieurs interactions 
pourraient être envisagées avec ses partenaires ; Pks13 et AccD4, avec qui elle formerait un 
« complexe de condensation ». 
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Résultats - CHAPITRE I : Etude de FadD32 : enzyme impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques. 
 
La mise en évidence de l’activité acyl-ACP ligase de FadD32, d’une part, et les résultats 
obtenus sur le couple FadD32-Pks13 d’autre part, confirme que FadD32 catalyserait 
l’activation de la chaîne méromycolique sous forme d’intermédiaire adénylate puis son 
transfert/liaison sur son accepteur final, le domaine ACP-Nter de Pks13, en deux demi-
réactions. 
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Figure 29 :  Schéma de la biosynthèse des DIM et des PGL (adapté de Siméone R., Léger M. 
et al. Soumis)
Ce schéma reprend les données de la littérature sur les voies de biosynthèse des DIM et des 
PGL, en soulignant l’implication des 4 FadD du cluster « DIM + PGL ». FadD29 pourrait être 
une enzyme redondante par rapport aux 3 autres FadD du cluster « DIM + PGL » (D, A et C) ou 
l’enzyme responsable de l’étape de transfert entre Pks15/1 et PpsA (B).
Le « common lipid core » correspond à la chaîne de phtiocérol estérifiée avec des acides 
mycocérosiques. La structure  des DIM et PGL est encadrée en bleu.
A
BD
C
CH3
CH3
phtiocérol
phénolphtiocérol
Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
 CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29, trois 
FadD impliquées dans la biosynthèse des DIM et des PGL 
I. Contexte de l’étude 
L’enveloppe des mycobactéries contient de nombreux lipides spécifiques. Parmi les 
lipides de surface, les dimycocérosates de phtiocérol (DIM) et les dimycocérosates de 
phénolphtiocérol glycosylé (phénolglycolipides ou PGL) contribuent à la barrière de 
perméabilité de l’enveloppe mycobactérienne et à la virulence. Ces composés dont la structure 
est apparentée, partagent une partie de leur voie de biosynthèse, notamment pour la synthèse 
de la chaîne de phtiocérol (Figure 29). L’élongation de cette chaîne hydrocarbonée est assurée 
par les polykétides synthases PpsA-E. Cette voie de biosynthèse conjointe explique que la 
plupart des gènes codant des enzymes impliquées dans la biosynthèse et le transport des DIM 
et des PGL sont regroupées dans un même locus appelé « DIM + PGL » (Cole et al., 1998) ; 
(Camacho et al., 2001). Ce locus contient 7 gènes codant des pks (ppsA-E, pks15/1 et mas) et 
4 gènes codant des fadD dont fadD22, fadD26 et fadD29. La protéine FadD26 (ou FAAL26) 
est impliquée dans la biosynthèse des DIM (Figure 29 A) (Camacho et al., 2001). Elle 
catalyse le chargement d’acides gras à longue chaîne sur sa protéine partenaire, la polykétide 
synthase PpsA, selon un mécanisme similaire à celui du couple FadD32-Pks13. Récemment, 
il a été démontré que FadD22 (ou FACL22) intervenait dans la formation des PGL chez M. 
bovis BCG (Figure 29 D) (Ferreras et al., 2008). Malgré ces progrès dans la connaissance de 
la biosynthèse des DIM et PGL, les fonctions in vivo de ces protéines FadD dans cette voie 
restent à établir et/ou à être complétées. Notamment, l'implication éventuelle de FadD26 dans 
la biosynthèse des PGL qui n'a jamais été étudiée et la fonction biologique de FadD29 qui est 
encore inconnue. FadD26 catalyse-t-elle la réaction de transfert du précurseur « p-
hydroxyphenylalkanoate» sur PpsA lors de la biosynthèse de PGL (Figure 29 B) ? Quel est le 
rôle de la FAAL FadD29 dans ce schéma de biosynthèse ? Plusieurs hypothèses sont 
envisageables : (i) Il existerait une redondance éventuelle entre fadD29 et les autres fadD du 
locus DIM et PGL (Figure 29 A, C, D) ; (ii) la protéine FadD29 pourrait catalyser l’activation 
et le transfert du précurseur « p-hydroxyphenylalkanoate » synthétisé par Pks15/1 sur PpsA 
lors de la biosynthèse des PGL (Figure 29 B). 
En plus de l’étude génétique réalisée sur les gènes fadD22, fadD26 et fadD29 (Equipe 
Guilhot, C. Chalut IPBS), j’ai participé pour ma part à la détermination des activités 
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Figure 30 : Purification et étude enzymatique de FadD26 
(A) (1) Profil d’élution de la protéine His6-mbFadD26 par chromatographie d’affinité
effectuée sur colonne IMAC Ni2+ (Histrap). (2) Les fractions issues de la purification de His6-
mbFadD26 ont été analysées par SDS-PAGE 12%. MW : Marqueur de taille, C : extrait brut, 
L: Lysat clarifié. 
(B) Comparaison des activités FAAL de FadD32 (piste 2) et de FadD26 (piste 3). Les essais 
enzymatiques ont été initiés par ajout de l'enzyme (2µM) ou par ajout du substrat acide [1-
14C]C12 pour l’essai sans enzyme (piste 1). Les produits de réaction ont été séparés par CCM 
(Butan-1-ol/acide acétique/eau 80:25:40 v/v/v) et détectés par autoradiographie. Le [14C]C16-
CoA (piste 4) et le C12-AMP (piste 5) ont été utilisés comme témoins. Le graphique représente 
la quantification des différents composés séparés par CCM, FadD26 en bleu et FadD32 en 
noir.
(C) Comparaison des activités spécifiques de FadD26 (0,2-1,1µg) ■ pour le substrat C12 à
100µM ([1-14C]C12) et de FadD32 (0.2-3.8 µg) ● pour le substrat C12 à 150µM. 
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Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
enzymatiques des protéines correspondantes. L’utilisation combinée de techniques génétiques 
et d’essais enzymatiques in vitro a permis de « délimiter » le rôle des protéines FadD22, 
FadD26 et FadD29 dans la biosynthèse de DIM et PGL. L’étude enzymatique des protéines 
FAAL FadD26 et FadD29 a également confirmé certains résultats obtenus sur la protéine 
FadD32 et sur le couple FadD32-Pks13. 
II. Production et purification de FadD22, FadD26 et FadD29 
Les protéines FadD22, FadD26 et FadD29 ont été produites de manière hétérologue chez 
E. coli . Les gènes fadD22 et fadD29 de M. tuberculosis H37Rv (mtfadD22, mtfadD29) et 
fadD26 de Mycobacterium bovis BCG (mbfadD26) ont été clonés dans les vecteurs 
d'expression pET26b et pET21a (pour fadD29) de E. coli  (Trivedi et al., 2004). La souche E. 
coli  BL21 (DE3) a été transformée par les trois plasmides. La surproduction a été effectuée 
pendant 72 h dans des milieux « auto-inductibles » complémentés par l’antibiotique de 
résistance du plasmide correspondant. 
Les trois protéines ont été purifiées en une seule étape par chromatographie d’affinité sur 
ion métallique immobilisé (IMAC). La purification de FadD26 est présentée en exemple 
Figure 30A. Les protéines recombinantes (FadD22, FadD26, FadD29) ont été éluées à 
250mM d’imidazole et ont été analysées par gel SDS-PAGE 12% (Figure 30A). Les 
rendements de purification pour FadD22, FadD26 et FadD29 avec l’utilisation de ce protocole 
de surproduction ont été respectivement de 5,3mg de protéine / par litre de culture, 7,6mg/L et 
5,5 mg/L. 
III. Etude de l’activité enzymatique de FadD22, FadD26 et 
FadD29 
Au cours de la biosynthèse des phénolphtiocérols (Figure 29), l’acide para-
hydroxybenzoïque (p-HBA) et son produit d'élongation l'acide para-
hydroxyphenylalkanoïque doivent être activés par des protéines FadD avant leur transfert 
ultérieur sur les polykétide synthase Pks15/1 et PpsA, respectivement (Azad et al., 1996) ; 
(Constant et al., 2002a). Une étude récente a démontré que FadD22 initialement classée parmi 
les FACL, possédait in vitro une activité p-HBA-AMP ligase indépendante du CoA (Ferreras 
et al., 2008). La protéine FadD29 a été caractérisée comme une acyl-AMP ligase (Trivedi et 
al., 2004). Afin d'établir le rôle joué par ces deux protéines dans la formation des chaînes du 
phtiocérol et du phénolphtiocérol, nous avons comparé leur capacité à convertir le substrat p-
HBA et les acides gras en dérivés AMP in vitro. 
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Figure 31 : Caractérisation des activités enzymatique in vitro de FadD22 et FadD29
Les activités enzymatiques de FadD22 et FadD29 ont été testées pour chaque enzyme par 
incubation avec de l’acide laurique (1) ou de l’acide para-hydroxybenzoïque (2) (ou p-HBA) 
marqué au 14C, en présence d'ATP et de Mg2+. La formation de C12-AMP (1) et de p-HB-AMP 
(2) ont été suivies par CCM et révélées par autoradiographie. Les produits radiomarqués ont été
séparés sur plaque de silice G60 dans le solvant butan-1-ol/acide acétique/eau (80:25:40 v/v/v) 
pour (1) et dans le solvant éthylacétate/isopropanol/acide acétique/eau  (70:20:25:40 v/v/v/v) 
pour (2)
Le témoin de synthèse C12-AMP a été révélé à la rhodamine B et visualisé sous UV (piste 1 
Panel (1))
(1) (2)
1      2       3      4             1       2        3
C12
Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
III.A. Mise en évidence des activités acyl-AMP et 
parahydroxybenzoyl-AMP ligases respectives 
L’activité des protéines FadD26, FadD29 et FadD22 a été testée en présence d’acide 
laurique [1-14]C12 et de [1-14C] para-hydroxybenzoate (p-HBA) pour les activités acyl-AMP 
ligase et para-hydroxybenzoyl-AMP ligase, respectivement. Les produits ont ensuite été 
séparés par chromatographie sur couche mince et visualisés par autoradiographie. 
III.A.1. Activité acyl-AMP ligase de FadD26 
Pour les besoins de l’étude sur spécificité d’interaction du couple FadD32-Pks13, FadD32 
a été remplacée par FadD26 de Mycobacterium Bovis, et nous avons évalué son activité de 
« fixation » sur Pks13 ainsi que son activité d’adénylation. L’activité spécifique de FadD26 
pour l’acide dodécanoïque (C12) a été comparée à celle de FadD32 (Figure 30B). La protéine 
FadD26 présente une activité spécifique pour le C12 14 fois supérieure à celle de FadD32 dans 
les conditions in vitro testées (10min à 30°C) (Figure 30C). Pourtant, Les deux enzymes 
possèdent de fortes similitudes : activité acyl-AMP ligase ainsi que le transfert sur leur 
polykétide synthase partenaire. Comment expliquer un tel écart d’activité entre les deux 
FAAL ? Ce résultat pourrait s’expliquer par la différence de substrat activé in vivo. En effet, 
FadD26 catalyse la formation d’acyl-AMP et la fixation de la chaîne acyle sur PpsA 
(probablement sur son domaine ACP-Nter) à partir d’acides gras saturés en C22 à C24. L’acide 
dodécanoïque est plus proche des substrats de FadD26 que de la chaîne méromycolique en 
C60 activée par FadD32. La poche de fixation du substrat de FadD26 serait peut être plus 
adaptée à un acide gras saturé tel que le C12, que la poche de fixation du substrat de FadD32. 
III.A.2. Détermination de la spécificité de substrat de FadD22 
et FadD29 
L'incubation de FadD29 en présence d’acide laurique marqué au carbone 14 conduit à la 
production d'un composé radioactif migrant au niveau du témoin de synthèse le C12-AMP 
(Figure 31(1) piste 1). Dans le même temps, aucun produit radiomarqué n’a été détecté 
lorsque la réaction a été effectuée avec FadD22. La protéine FadD22 n’est pas capable dans 
les conditions testées de catalyser la formation d’un acyl-adénylate, contrairement à FadD29 
(Figure 31(1) piste 3 et 4). Le résultat inverse est observé en remplaçant le substrat acide par 
le p-HBA marqué au 14C. L’essai enzymatique adapté des travaux de caractérisation de 
FadD22 (Ferreras et al., 2008) permet de visualiser la formation du p-HBA-AMP en présence 
de FadD22 (Figure 31(2) piste 1). Dans ces mêmes conditions expérimentales, FadD29 a été 
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Figure 32 : Activité acyl-ACP ligase des FAAL FadD32, FadD26 et FadD29
Les activités acyl-ACP ligase de FadD26 (B), FadD29(C) et FadD32 (A) ont été testées en 
présence d’holo-ACP de E. coli et d’holo-AcpM de M. tuberculosis. Les produits ont été analysés 
par gel UREE-PAGE (2,5 M, 15%) (Post-Beittenmiller et al., 1991; Rock et al., 1981). 
Les enzymes ont été testées aux concentrations suivantes Aas (acyl-ACP synthétase d’E. coli) à 1 
µM et les 3 FadD à 2 µM. La Piste 1 contient l’holo-ACP et la piste 6 (8 pour B) l’holo-AcpM 
(avec les deux bandes distinctives qui correspondent aux monomères [AcpMm] et au dimère 
disulfure [AcpMd]). Les protéines ont été détectées après coloration au bleu de Coomassie (Panel 
du Haut) et les acyl-ACP/AcpM par autoradiographie (Panel du bas). Toutes les réactions 
enzymatiques ont été réalisées en présence d’acide tétradécanoïque marqué au 14C [1-14C] C14:0. 
Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
incapable de synthétiser du p-HBA-AMP (Figure 31(2) piste 2). Le composé présent sous le 
p-HBA serait probablement un « smear » imputable à la présence de glycérol dans l’essai 
avec FadD29. Cette hypothèse doit être confirmée avec des contrôles avec et sans glycérol. 
Les deux FadD présentent des activités enzymatiques strictement distinctes : activité p-
hydroxybenzoyl-AMP ligase pour FadD22 et activité acyl-AMP ligase pour FadD29. Ces 
résultats sont en accord avec les études antérieures (Trivedi et al., 2004) ; (Ferreras et al., 
2008). 
 
La détermination de l’activité enzymatique de FadD22, FadD29 d’une part, et l’étude des 
mutants de délétions des gènes codant ces protéines d’autre part, suggèrent que ces deux 
enzymes possèdent des rôles distincts dans la biosynthèse des PGL (Figure 29) (Siméone R., 
Léger M. et al. soumis). L’analyse du mutant spontané de la protéine FadD26 chez M. bovis 
BCG ont permis de démontrer que FadD26 n’était pas impliquée dans la biosynthèse des PGL 
(Siméone R., Léger M. et al. soumis). Au vu de l’ensemble de ces résultats, l’hypothèse selon 
laquelle l’étape entre Pks15/1 et PpsA serait catalysée par FadD29 lors de la biosynthèse des 
PGL se confirme (Figure 29 B). La détermination de l’activité acyl-ACP ligase de FadD29 
permettrait de confirmer son activité de transfert sur la polykétide synthase PpsA. 
III.B. Mise en évidence de l’activité acyl-ACP ligase de 
FadD26 et FadD29 
La caractérisation de l’activité acyl-ACP ligase de FadD32 a permis de proposer 
l’hypothèse d’une activité acyl-ACP ligase pour l’ensemble des FAAL de Mycobacterium 
tuberculosis. Afin de vérifier cette hypothèse et d’approfondir l’étude enzymatique des FadD 
impliquées dans la biosynthèse des DIM et des PGL, l’activité acyl-ACP ligase des FAAL 
FadD26 et FadD29 a été évaluée. 
III.B.1. Détermination de l’activité acyl-ACP ligase des FAAL 
Les activités acyl-ACP ligase des FAAL FadD26 et FadD29 ont été testées dans les 
conditions utilisées pour FadD32 (Figure 32A). Les FAAL sont incubées en présence d’acide 
gras marqué au 14C, d’ATP, de Mg2+ et d’ACP ou d’AcpM. L’acyl-ACP synthétase d’E. coli  
(Aas) ou FadD32 servent de témoin positif pour la formation des acyl-ACP et acyl-AcpM. 
Les différentes formes d’ACP/AcpM (apo, holo et dimère) et l’acyl-ACP/AcpM sont séparés 
sur gel UREE-PAGE puis visualisés après coloration au bleu de Coomassie. L’acyl-
ACP/AcpM est également détecté par autoradiographie. L’activité acyl-ACP ligase de 
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Figure 33 : Détermination de la spécificité
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Représentation schématique du mécanisme réactionnel des couples FadD26/FadD29-PpsA (A) et 
FadD32-Pks13 (B). Les domaines des polykétides synthases Pks13 et PpsA sont précisés. PCP 
(Peptidyl Carrier Protein), KS (Kétosynthase), AT (Acyl-Transférase), KR (Kétoreductase), ACP 
(Acyl Carrier Protein), ACPN
 
(ACP N-terminal), TE (Thioesterase).
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Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
FadD32 en présence d’AcpM est vérifiée piste 5 Figures 32A. Les enzymes FadD26 et 
FadD29 possèdent in vitro une activité acyl-ACP ligase (Figure 32B piste 6 et C piste 5). La 
mise en évidence de l’activité acyl-ACP ligase pour les protéines FadD26 et FadD29 
confirment l’hypothèse avancée pour FadD32, les FAAL seraient des « Fatty Acyl-ACP 
ligase » et non simplement des « Fatty Acyl-AMP Ligase » comme affirmé précédemment 
(Trivedi et al., 2004). De manière intéressante, FadD26 et FadD29 semblent posséder, en plus 
de l’activité acyl-AcpM ligase, une activité acyl-ACP ligase (Figure 32B piste 3 et C piste 3), 
contrairement à FadD32 (Figure 32A piste 3, B piste 2 et C piste 2). Comment expliquer cette 
différence de spécificité des FAAL vis-à-vis de l’accepteur ACP ? Afin de répondre à cette 
question l’étude de la spécificité de l’accepteur ACP a été complétée pour FadD26 et FadD29. 
III.B.2. Etude de la spécificité de FadD26 et FadD29 vis-à-vis 
de leur accepteur ACP 
La protéine FadD26 fonctionne avec la polykétide synthase PpsA qui intervient dans la 
synthèse du phtiocérol (Figure 29A) (Azad et al., 1996) ; (Constant et al., 2002a). La protéine 
PpsA est une Pks de type I possédant un agencement de domaine similaire à celui de Pks13 
avec notamment deux domaines ACP (Figure 33A et B). Afin de vérifier l’hypothèse que 
FadD29 fonctionneraient également en partenariat avec une Pks (Figure 29 B), l’activité acyl-
ACP ligase de FadD29 a été évaluée en présence de Pks13 (ne disposant pas de PpsA). Cet 
essai croisé entre FadD29 et Pks13 permettra de tester également le degré de spécificité entre 
les partenaires FadD-Pks (FadD29-PpsA et FadD32-pks13), et donc la spécificité des FadD 
vis-à-vis de l’accepteur ACP. Ainsi, la protéine Pks13 a été utilisée pour tester la capacité de 
transfert de FadD26 et FadD29 sur un domaine ACP d’une Pks. En absence de protéine PpsA, 
les essais FadD32-PpsA et FadD26/29-PpsA n’ont pas encore été réalisés. Cette expérience a 
permis d’évaluer la capacité de transfert de FadD29 et la spécificité des interactions FadD-
Pks. 
Les 3 FAAL (26, 29, 32) ont été testées dans un essai in vitro de chargement sur Pks13. 
Après 2h d’incubation à 30°C les produits de la réaction ont été séparés sur gel SDS-PAGE 
12% et visualisés par autoradiographie (Figure 33C, D et E). La chaîne acyle de l’acide gras 
marqué au 14C a été transférée sur Pks13 par les 3 FAAL. L’activité acyl-ACP ligase de la 
protéine FadD29 a donc été observée en présence d’une Pks (Pks13) possédant un domaine 
ACP Nter similaire à celui du partenaire de FadD29 : PpsA. Ce résultat montre également que 
la protéine FadD32 peut être remplacée in vitro par une autre FAAL dans sa capacité de 
transfert de la chaîne acyle sur Pks13. Et inversement, les enzymes FadD26 et FadD29 
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Figure 34 : Alignement de séquence des domaines ACP-Nter des polykétides 
synthases Pks13 et PpsA.
Les deux domaines ACP-Nter des polykétides synthases Pks13 et PpsA possèdent 24% 
d’identité et 40% d’homologie. La partie Nter du domaine ACP-Nter de Pks13 présente 
une séquence de 17 acides aminés MADV[…]ERAE supplémentaire par rapport à PpsA. 
Programme Needle (Matrice Blosum62, Gap_penalty : 10,0, Extend_penalty: 0,5)
Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
seraient capables de réaliser le transfert du substrat acyle sur une autre Pks (Pks13) que PpsA. 
Ces résultats préliminaires qui doivent être confirmés suggèrent qu’in vitro la spécificité 
d’accepteur des FadD est large. La quantification des activités de transfert des différentes 
FadD sur Pks13 montre que la radioactivité associée à la chaine acyle est plus importante sur 
la condensase Pks13 lorsqu’elle est incubée avec FadD26 comparé à FadD32 (Figure 33D, E). 
Ce résultat peut être expliqué par l’activité spécifique de FadD26 pour le substrat C12 utilisé 
dans cet essai, qui est 14 fois supérieure à celle de FadD32 (Figure 30C). Cependant après 
normalisation de la radioactivité par la quantité de protéines (Pks13 et FAAL quantifiées sur 
le gel après coloration au bleu de Coomassie), la différence de marquage sur Pks13 n’est plus 
que 1,3 fois supérieure en présence de FadD26. Ainsi, en termes de demi-réaction, la protéine 
FadD26 possèderait une activité d’adénylation du substrat C12 en C12-AMP 14 fois supérieure 
à celle de FadD32, et une activité de fixation sur Pks13 seulement 1,3 fois supérieure à celle 
de FadD32. L’efficacité de chargement de FadD26 sur Pks13 semblerait 10 fois moins 
importante que celle de FadD32. Ce résultat pourrait indiquer que l’interaction entre Pks13 et 
FadD26 n’est pas optimale pour la catalyse de la deuxième demi-réaction. L’activité ACP 
ligase de FadD26 serait diminuée lorsqu’elle est « forcée » de fonctionner in vitro avec un 
autre accepteur que PpsA. Cette observation suggérerait qu’une spécificité importante entre 
les partenaires FAAL et Pks (FadD32-Pks13 et FadD26-PpsA) existerait. 
L’activité de transfert sur Pks13 de FadD29 est significativement plus faible que celle de 
FadD26 (Figure 33D et E), un résultat étonnant car les deux FAAL possèdent le même 
partenaire PpsA in vivo. Cette différence pourrait s’expliquer par la faible activité acyl-AMP 
ligase de FadD29 pour le C12 (données non présentées). Cette différence d’activité acyl-AMP 
ligase entre FadD26 et FadD29 vis-à-vis du substrat en C12 serait une conséquence de leur 
différence de substrat in vivo (Figure 29). En effet FadD26 active un acide gras saturé en C22-
C24 alors que FadD29 activerait un acide p-hydroxyphénylalkanoique.  
 
Afin de compléter l’étude de spécificité des couples FadD-Pks un essai de condensation 
avec FadD26 et Pks13 a été mené (Fig. 7A, piste 8 publication 2) et aucun produit de 
condensation n’a pu être détecté. Pour confirmer ce résultat, la concentration de FadD26 a été 
doublée par rapport à celle de FadD32, mais la formation du produit de condensation β-
cétoester n’a toujours pas été observée. Pour expliquer ce résultat deux hypothèses ont été 
formulées : (i) FadD26 fixerait-elle spécifiquement la chaîne acyle sur l’ACP-Nter de Pks13 ? 
(ii) Existe-t-il une interaction spécifique entre FadD32 et Pks13 qui est nécessaire pour la 
réaction de condensation ? Comme premier élément de réponse, l’alignement des domaines 
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Figure 35 : Courbes d’inhibition de l’activité acyl-AMP ligase de FadD26, FadD29 et 
FadD32 par l’AMPC12 .
Les courbes d’inhibition de FadD32 , FadD29 ▼ et FadD26  ont été déterminées en 
présence de concentrations croissantes en AMPC12 (1, 5 et 10µM) dans un essai 
enzymatique  contenant 100 µM [1-14C] C12:0 et 2 µM d’enzyme.
Résultats - CHAPITRE II : Etude de FadD22, FadD26, FadD29 
ACP-Nter de PpsA et Pks13 montre que l’ACP-Nter de Pks13 présente une insertion Nter de 
17 acides aminés absente chez PpsA (Figure 34). Il est intéressant de souligner que FadD32 
possède une insertion S4 de 17 acides aminés dans son domaine Cter non retrouvée chez les 
autres FAAL (Publication 1). Ces insertions d’acides aminés seraient peut-être le lieu 
d’interactions spécifiques entre les deux partenaires FadD32 et Pks13.  
III.C. Inhibition de FadD26 et FadD29 par l’AMPC12 
Pour compléter l’étude des FAAL FadD26 et FadD29, l’effet inhibiteur de l’AMPC12 sur 
leur activité acyl-AMP ligase a été testé à trois concentrations : 2, 5 et 10µM. Après 
autoradiographie, la quantification de l’acyl-AMP a permis d’observer que FadD26 et 
FadD29 étaient inhibées par l’AMPC12. L’inhibition à 5µM est de 70 et 60% pour FadD26 et 
FadD29 respectivement, contre 90% pour FadD32 qui semble donc plus sensible (Figure 35). 
IV. Discussion 
Les expériences enzymatiques in vitro, combinées aux études génétiques, ont permis de 
définir ou de compléter le rôle de FadD22, FadD26 et FadD29 dans la biosynthèse des DIM et 
des PGL. La protéine FadD26 interviendrait spécifiquement dans la voie de biosynthèse des 
DIM. Les enzymes FadD22 et FadD29 activeraient des intermédiaires distincts lors de la 
formation de la chaîne phénolphtiocérol. FadD22 catalyserait l'activation de p-HBA et son 
transfert sur Pks15/1, le p-hydroxyphenylalkanoate formé par Pks15/1 serait ensuite activé par 
FadD29 et transféré sur PpsA (Siméone R., Léger M. et al. soumis). Ainsi, dans le schéma de 
biosynthèse des DIM et PGL proposé en Figure 29 les FadD possèderaient une activité 
unique : (i) FadD29 interviendrait dans l’étape B, FadD26 dans l’étape A, FadD22 dans 
l’étape D, FadD28 dans l’étape C. 
L’étude de ces différentes FadD, au delà de la définition de leur rôle au sein de la 
biosynthèse des DIM et des PGL, a également permis de mieux comprendre le mécanisme 
catalytique qui opère entre les FadD (FAAL) et les Pks. La mise en évidence de l’activité 
acyl-ACP ligase pour les deux FAAL FadD26 et FadD29 complète et confirme les données 
obtenues avec FadD32. L’hypothèse d’une activité acyl-ACP ligase généralisée pour 
l’ensemble des FAAL est renforcée. Ces enzymes utilisées en substitution de la protéine 
FadD32 dans les essais de chargement et de condensation avec Pks13, ont démontré 
l’importance et la spécificité de l’interaction qui existe entre les partenaires FadD-Pks. 
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SUMMARY 
 
Phthiocerol dimycocerosates (DIM) and glycosylated phenolphthiocerol dimycocerosates 
(PGL) are complex lipids located at the cell surface of Mycobacterium tuberculosis, playing a 
key role in the pathogenicity of tuberculosis. Most of the genes involved in the biosynthesis of 
these compounds are clustered on a region of the M. tuberculosis chromosome, the so-called 
DIM+PGL locus. Among these genes, four ORFs encode FadD proteins that activate and 
transfer biosynthetic intermediates onto various polyketide synthases that catalyze formation 
of these lipids. In this study we investigated the roles of FadD22, FadD26 and FadD29 in the 
biosynthesis of DIM and related compounds. Biochemical characterization of the lipids 
produced by a spontaneous M. bovis BCG mutant harbouring a large deletion within the 
fadD26 gene revealed that FadD26 is required for the production of DIM but not in that of 
PGL. Additionally using allelic exchange recombination, we generated an unmarked M. 
tuberculosis mutant containing a deletion within fadD29. Biochemical analyses of this strain 
revealed that, similarly to fadD22, this gene encodes a protein that is specifically involved in 
the biosynthesis of PGL, indicating that both FadD22 and FadD29 are responsible for one 
particular reaction in the PGL biosynthesis pathway. These findings were also supported by in 
vitro enzymatic studies that showed that these enzymes have different properties, FadD22 
displaying a p-hydroxybenzoyl-AMP ligase activity whereas FadD29 exhibiting a fatty acyl-
AMP ligase activity. Altogether, these data allowed us to precisely define the functions 
fulfilled by the various FadD proteins encoded by the DIM+PGL cluster. 
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INTRODUCTION 
 
Mycobacterium tuberculosis, the etiologic agent of tuberculosis, is responsible for 2 
million deaths each year. Based on accumulated data from numerous studies, the 
mycobacterial cell envelope appears to play a fundamental role in pathogenicity. This 
complex structure has a high lipid content and contains a large variety of lipids with unusual 
structures [1]. Among the surface-exposed lipids, are two structurally related families, 
phthiocerol dimycocerosates (DIM) and glycosylated phenolphthiocerol dimycocerosates, 
also called phenolic glycolipids (PGL-tb), which have been shown to contribute to the cell 
envelope permeability barrier and to virulence [2-5]. DIM are composed of a mixture of long 
chain β-diols, esterified by multimethyl-branched fatty acids, the mycocerosic acids [6] (Fig. 
1). These compounds are found in a limited group of slow-growing mycobacteria, which 
includes the members of the M. tuberculosis complex [6]. The chemical structures of PGL are 
very similar to those of DIM, except that the former compounds harbour a phthiocerol chain 
ω−terminated by an aromatic nucleus, the so-called phenolphthiocerol, which in turn is 
glycosylated (Fig. 1). PGL are produced by most DIM-producing mycobacterial species but 
are absent from many M. tuberculosis strains [7]. Recently, a third group of molecules related 
to PGL, the p-hydroxybenzoic acid derivatives (p-HBAD), has been identified in M. 
tuberculosis and M. bovis BCG [7]. These compounds, which contain the same glycosylated 
phenolic moiety as PGL, are released into the culture media during in vitro growth. 
Most of the genes required for DIM and PGL biosynthesis and translocation are clustered in a 
70-kb region of the M. tuberculosis chromosome, the DIM+PGL locus [5, 8]. Five of these 
genes (ppsA-E) encode type-I polyketide synthases (Pks) that are responsible for the 
elongation of either C22-24 fatty acids or p-hydroxyphenylalkanoic acids by the addition of 
malonyl-CoA and methylmalonyl-CoA extender units to yield phthiocerol and 
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phenolphthiocerol derivatives, respectively [9]. The product of pks15/1, another type-I Pks, 
catalyses the synthesis of p-hydroxyphenylalkanoic acids from p-hydroxybenzoic acid (p-
HBA) by iterative elongation with malonyl-CoA units and is specifically involved in the 
biosynthesis of phenolphthiocerol [7]. The lack of PGL-tb in Euro-american isolates of the M. 
tuberculosis strains results from a natural frameshift mutation within the pks15/1 gene [7, 10]. 
Finally the product of mas, the last pks gene of the DIM+PGL locus, catalyzes the iterative 
elongation of C18-20 fatty acids with methylmalonyl-CoA units to generate mycocerosic acids 
[11]. In addition to these pks genes, the DIM+PGL locus contains four genes (fadD22, 
fadD26, fadD28 and fadD29) encoding FadD proteins that are conserved in all sequenced 
mycobacteria species producing DIM and PGL [8, 12]. FadD26, FadD28 and FadD29 belong 
to a group of 12 FadD produced by M. tuberculosis that convert long chain fatty acids to acyl-
adenylates [13]. FadD28 is involved in the formation of mycocerosic acids by activating the 
Mas substrates [14], whereas FadD26 was shown to be directly involved in DIM biosynthesis 
by catalyzing the loading of long chain fatty acids onto PpsA [5, 15]. Recently, Ferreras et al. 
[16] demonstrated that FadD22 is specific for the formation of PGL, also called mycoside B, 
in M. bovis BCG. This protein, which harbours an adenylation domain and a C-terminal aroyl 
carrier protein (ArCP) domain, catalyzes the formation of p-hydroxybenzoyl-AMP from p-
HBA and subsequent transfer of the p-hydroxybenzoyl (p-HB) moiety onto the ArCP domain.  
Despite this progress in the knowledge of the biosynthesis of DIM and PGL, the in vivo 
functions of these FadD proteins in this pathway remain to be established and/or completed. 
For instance, the involvement of FadD26 in the biosynthesis of phenolphthiocerol, and 
thereby in PGL production, has never been investigated and the biological function of 
FadD29 is still unknown. In addition, the possible redundancy of these proteins in the 
activation of the various intermediates in DIM and PGL biosynthesis has not been analyzed. 
This study was undertaken to dissect the roles of FadD22, FadD26 and FadD29 proteins in the 
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biosynthesis of DIM and related compounds. Biochemical analyses of a M. bovis BCG mutant 
harbouring a large deletion within fadD26 established that this gene is specific for DIM 
biosynthesis. By constructing a knockout mutant in M. tuberculosis, we also provide evidence 
that FadD29 is required for PGL production and that FadD22 and FadD29 are functionally 
non-redundant. Consistently, in vitro enzymatic assays revealed that these two proteins have 
distinct substrate specificities. 
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RESULTS AND DISCUSSION 
 
FadD26 is specifically involved in DIM biosynthesis 
A spontaneous M. bovis BCG mutant strain, named PMM137, harbouring  a 1450 bp deletion 
(nucleotides 122 to 1571) within the fadD26 gene was isolated in the laboratory (Fig. 2A). It 
has been previously shown that disruption of fadD26 in M. tuberculosis strains MT103 and 
Erdman abolished the production of DIM [3, 5] but the requirement of FadD26 in the 
formation of PGL was not investigated because the strains used in these studies were naturally 
deficient in PGL production. 
To determine the role of fadD26 in the biosynthesis of DIM and PGL in M. bovis BCG, lipids 
were extracted from the PMM137 mutant and analyzed by TLC. Disruption of fadD26 in M. 
bovis BCG abolished the production of phthiocerol dimycocerosates (DIM A) and of 
phthiodiolone dimycocerosates (DIM B), a DIM structural variant which contains a keto 
group in place of the methoxy group at the terminus of the β-diols [17]  (Fig. 1 and Fig. 2B, 
left panel). In sharp contrast, the PMM137 strain was still able to produce, although at lower 
level than in the wild-type strain, a major glycoconjugate exhibiting a identical TLC mobility 
than that of mycoside B, the species-specific PGL of M. bovis (Fig. 1 and Fig. 2B, right 
panel). The nature of this product was confirmed by MALDI-TOF mass spectrometry 
analyses (Fig. S1, supplementary material). This finding suggested that fadD26 might be 
specific for the production of DIM in the various species that belong to the M. tuberculosis 
complex. 
To establish the relationship between the mutation of the fadD26 gene and the absence of 
DIM in the PMM137 mutant, complementation studies were performed by transferring a 
plasmid, named pM26D, containing a wild-type copy of fadD26 in the mutant strain. 
Complementation resulted in the production of new products exhibiting TLC mobilities 
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similar to that of DIM A and DIM B produced by the wild-type strain (Fig. 2B). The nature of 
these compounds were established by MALDI-TOF mass spectrometry analysis, which 
confirmed that the new products that was accumulated by the complemented strain 
corresponded to DIM (Fig. 2C). We also noticed that the production of DIM in the 
PMM137:pM26D strain was lower than that of DIM in the wild-type strain (Fig. 2B) 
suggesting a partial restoration of DIM biosynthesis in the complemented strain. This partial 
restoration could be explained either by a weak expression of fadD26 from pM26D or/and by 
a partial polar effect of the fadD26 deletion on the expression of the downstream ppsA-E 
genes which belong to the same operon [5]. The last hypothesis was supported by the 
observation that PMM137 and the PMM137:pM26D complemented strain produced 
significantly less PGL than did the wild-type strain (Fig. 2B, right panel). ppsA-E genes are 
indeed required for DIM and PGL biosynthesis [9] and the presence of lower amounts of 
PpsA-E in the bacterial cell would decrease the production rate of both classes of lipids. In 
such a case, introduction of a wild-type allele of fadD26 in PMM137 would complement the 
disruption of fadD26 but may not counteract the polar effect on the ppsA-E genes, leading to 
the production of lower amounts of DIM and PGL in the complemented strain when 
compared to the wild-type strain. In agreement with this hypothesis, a similar polar effect on 
the expression of the downstream ppsA-E genes was observed in a fadD26 M. tuberculosis 
mutant [5]. 
FadD26 was previously shown to catalyse formation of acyl-AMP from long-chain fatty acids 
and their subsequent transfer to PpsA in vitro [13, 15]. Our data further demonstrate that, in 
vivo, FadD26 specifically activates C22-24 fatty acyl chains that are loaded onto PpsA for the 
formation of the phthiocerol chain but is not required for the production of PGL in M. bovis 
BCG. The conservation of the DIM and PGL biosynthesis pathway in the various DIM-
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producing mycobacteria suggests that the FadD26 protein has a similar function in all DIM 
producing species including M. tuberculosis. 
 
FadD29  is specifically involved in PGL biosynthesis 
During the biosynthesis of phenolphthiocerol, both p-HBA and its elongation product p-
hydroxyphenylalkanoic acid need to be activated by one or several FadD proteins prior to 
their subsequent transfer onto Pks15/1 and PpsA, respectively [7, 9]. The finding that FadD26 
catalyses the activation and the loading of biosynthetic intermediates onto PpsA during DIM 
biosynthesis, prompted us to examine if another FadD protein is specifically  involved in the 
activation of the PpsA substrates during the formation of PGL. Among the fadD genes that 
belong to the DIM+PGL cluster, we identified a single candidate gene, fadD29, which may 
fulfill this function. Indeed, FadD28 was shown to be involved in the formation of 
mycocerosic acids by activating the Mas substrates [14] and FadD22 was proposed to 
promote the transfer of the p-hydroxybenzoyl (p-HB) moiety onto Pks15/1 [16, 18]. 
To examine the involvement of FadD29 in the biosynthesis of DIM and PGL, we took 
advantage of the existence in the laboratory of a M. tuberculosis H37Rv recombinant strain, 
harbouring a unmarked mutation [19] within the fadD29 gene (Fig. S2, supplementary 
material). This strain, named  PMM66 (fadD29::res), was constructed by replacing the wild-
type allele of fadD29 with a km-disrupted allele using the ts/sacB procedure followed by 
rescue the res-km-res cassette by site-specific recombination between the two res sites [19, 
20] (Fig. S2, supplementary material). Since M. tuberculosis H37Rv and its derivatives are 
naturally devoid of PGL-tb due to a frameshift mutation in the pks15/1 gene, this strain was 
transformed with plasmid pPET1 carrying a functional M. bovis BCG pks15/1 gene [7] and 
the resulting PMM66:pPET1 strain was labeled with [1-14C]propionate, a precursor known to 
be incorporated into methyl-branched fatty acyl-containing lipids, including DIM. Lipids 
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were then extracted from the recombinant strain and analyzed by TLC. These analyses 
revealed that the strain was still able to produce DIM A and DIM B, the two structural 
variants of DIM (Fig. 1 and Fig. 3A).  This indicated that fadD29 is not required for the 
production of DIM in M. tuberculosis.  
We next focused on the putative role of fadD29 in PGL-tb biosynthesis. TLC analysis of 
lipids from the PMM66:pPET1 strain showed that disruption of fadD29 abolished the 
production of PGL-tb (Fig. 3B), strongly suggesting that this gene encodes a protein involved 
in the biosynthesis of PGL-tb in M. tuberculosis strains that contain this glycolipid. 
Nevertheless complementation of the fadD29 mutation by transferring a plasmid, pRS04, 
harboring an intact copy of fadD29 in PMM66:pPET1 did not restore the production of PGL-
tb (Fig. 3B). A close examination of the DIM+PGL locus organization revealed that fadD29 is 
located upstream of Rv2949c, a gene required for the biosynthesis of p-HBA, a precursor of 
PGL-tb [7, 21]. We thus speculated that disruption of the fadD29 gene may exert a polar 
effect on the expression of the Rv2949c gene, abolishing the production of p-HBA, which in 
turn would suppress the synthesis of PGL-tb in the mutant strain. To examine whether the 
absence of PGL-tb in the cell envelope of the PMM66:pPET1 mutant solely relied on a polar 
effect on the expression of the Rv2949c gene or resulted from both a polar effect on the 
expression of Rv2949c and disruption of the fadD29 gene, the mutant strain was transformed 
with either a plasmid (pRS22) containing a copy of Rv2949c or a plasmid (pRS23) carrying 
both the wild-type allele of Rv2949c and that of fadD29. The transfer of Rv2949c alone in the 
PMM66:pPET1 mutant strain was not sufficient to restore the production of PGL-tb (Fig. 
3B). In contrast, complementation of the PMM66:pPET1 strain with both Rv2949c and 
fadD29 led to the production of a major glycoconjugate exhibiting an identical TLC mobility 
to that of PGL-tb (Fig. 3B). The MALDI-TOF mass spectrum of this lipid showed a series of 
pseudomolecular ion (M + Na+) peaks with m/z values identical to those observed in the mass 
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spectrum of PGL-tb purified from the wild-type strain (Fig. 3C). Therefore, it could be 
concluded from these studies that the disruption of the fadD29 gene had a polar effect on the 
expression of Rv2949c in the PMM66 mutant and that fadD29 encodes a protein involved in 
the biosynthesis of PGL-tb in M. tuberculosis. These data also established that, in contrast to 
fadD26, the product of fadD29 does not play any role in the biosynthesis of DIM in M. 
tuberculosis.  
 
FadD22 and FadD29 catalyze independent catalytic events in the PGL pathway 
Our data established that fadD29 is specifically required for the formation of PGL-tb in M. 
tuberculosis. Interestingly, it has recently been shown that the disruption of fadD22 in M. 
bovis BCG abolished the production of its species-specific PGL, the so-called mycoside B 
[16]. By analyzing a M. tuberculosis H37Rv recombinant strain harbouring a deletion in 
fadD22, we confirmed the role of fadD22 in the biosynthesis of PGL-tb in M. tuberculosis 
(data not shown). These data suggest that fadD22 and fadD29 encode non-redundant enzymes 
that are responsible for one particular reaction in the PGL biosynthesis pathway. To further 
demonstrate that FadD22 and FadD29 recognize different substrates and therefore activate 
distinct intermediates (i.e. p-HBA and p-hydroxyphenylalkanoic acid) in vivo, we compared 
their ability to convert p-HBA and fatty acid substrates into AMP derivatives in vitro. FadD22 
has been shown to be able to convert p-HBA into p-HB-AMP and FadD29 has been classified 
as a fatty acyl-AMP ligase [13, 16] but these two enzymes were not assayed with different 
substrates in parallel experiments. Lauric (C12) fatty acid was used as a surrogate substrate in 
these assays because the natural substrate p-hydroxyphenylalkanoic acid was not 
commercially available. p-hydroxyphenylalkanoic acid consists of a C17-19 fatty acid chain 
attached to a p-hydroxyphenyl moiety and the enzyme responsible for the activation of this 
intermediate in vivo is expected to display a fatty acyl-AMP ligase activity in vitro.  
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FadD22 and FadD29 were overexpressed in E. coli, purified and their enzymatic activities 
were monitored using either radiolabeled lauric (C12) fatty acid or p-HBA in the presence of 
ATP. Incubation of FadD29 in the presence of [14C] lauric acid led to the production of a 
radiolabeled compound exhibiting a Rf value identical to that of a chemically synthesized C12 
fatty acyl-AMP (Fig. 4, left panel). No radiolabeled product could be detected when the 
reaction was performed with FadD22, indicating that this protein was unable to generate a 
fatty acyl adenylate from a fatty acid and ATP (Fig. 4, left panel), in contrast to FadD29. 
Expectedly, in the presence of [14C]p-HBA, FadD22 catalyzed the formation of a radiolabeled 
compound that exhibited a migration similar to that observed by Ferreras et al. [16] for p-HB-
AMP (Fig. 4, right panel). This data strongly suggested that, in our assay, FadD22 catalyzed 
the formation of [14C]p-HB-AMP from [14C]p-HBA. Under these experimental conditions, 
FadD29 was unable to synthesize a radiolabeled p-HB-AMP compound (Fig. 4, right panel). 
In both cases, the formation of AMP derivatives (fatty acyl-AMP or p-HB-AMP) was 
dependent upon the presence of the enzyme (FadD29 or FadD22) (Fig. 4) and ATP (data not 
shown), confirming that the detected compounds were the products of enzymatic reactions 
between the radiolabeled substance used in the assay and ATP. We therefore concluded that 
FadD22 and FadD29 exhibit different enzymatic activities, FadD22 being a p-
hydroxybenzoyl-AMP ligase and FadD29 a fatty acyl-AMP ligase, as suggested in earlier 
studies [13, 16].  
These in vitro enzymatic experiments, combined with our genetic and biochemical studies, 
revealed that FadD22 and FadD29 activate distinct intermediates during the formation of the 
phenolphthiocerol chain: (i) FadD22 catalyzes the activation of p-HBA and its subsequent 
transfer onto Pks15/1, to yield p-hydroxyphenylalkanoate; (ii) this latter lipid is then activated 
by FadD29 and transferred onto PpsA (Fig. 5).  
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Conclusion 
The enzymatic activities of FadD22, FadD26 and FadD29 had been investigated in previous 
works [13, 16] but their precise role in vivo was not clearly defined. In this manuscript, we 
provide novel experimental data allowing us to propose a specific role for each of these 
enzymes in the PGL and DIM biosynthesis pathways (Fig. 5). Our results clearly demonstrate 
that FadD22 and FadD29 are functionally non-redundant and activate distinct intermediates 
during the formation of PGL, a point that has never been reported before. Indeed the two 
enzymes have been found to be independently required for the biosynthesis of PGL and our 
enzymatic studies showed that FadD22 and FadD29 recognize different substrates. In contrast 
we established that FadD26 is required for the production of DIM but not in that of PGL. This 
is the first demonstration that, while harbouring identical enzymatic properties in vitro, i.e. the 
formation of acyl-adenylates and transfer of their products onto a common Pks, namely PpsA, 
FadD26 and FadD29 play distinct roles in vivo. One possible explanation may be that the 
enzymatic properties of these enzymes have been determined using fatty acid chains ranging 
from 3 to 18 carbons [13, 15] whereas the enzymes may exhibit in vivo a narrower substrate 
specificity for the activation of their natural substrates, a C22-24 fatty acid chain for FadD26 
and a C17-19 fatty acid chain terminated by a p-hydroxyphenyl moiety for FadD29. 
Alternatively, substrate specificity might be controlled in vivo by specific interactions 
between FadD29 and Pks15/1 on the one hand, and FadD26 and the Fas I system, on the other 
hand. Further investigations, including protein interaction studies and structural studies will 
be necessary to elucidate the precise molecular mechanisms underlying the biosynthesis of 
DIM and PGL. 
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MATERIALS AND METHODS 
 
Bacterial strains, growth media and culture conditions 
Plasmids were propagated at 37°C in E. coli DH5α or HB101 in LB broth or LB agar 
(Invitrogen) supplemented with either kanamycin (Km) (40 μg/ml) or hygromycin (Hyg) (200 
μg/ml). The M. tuberculosis H37Rv and M. bovis BCG wild-type strains and their derivatives 
were grown at 37°C in Middlebrook 7H9 broth (Difco) containing ADC (0.2% dextrose, 0.5% 
bovine serum albumin fraction V, 0.0003% beef catalase) and 0.05% Tween 80 when 
necessary and on solid Middlebrook 7H11 broth containing ADC and 0.005% oleic acid 
(OADC). For biochemical analyses, mycobacterial strains were grown as surface pellicles on 
Sauton’s medium. When required, Km and Hyg were used at a concentration of 40 μg/ml and 
50 μg/ml, respectively. 
 
Construction of a fadD29 M. tuberculosis H37Rv unmarked mutant  
a M. tuberculosis H37Rv mutant containing a disrupted fadD29::res-km-res gene (PMM34) 
on the chromosome was constructed by allelic exchange using the ts/sacB procedure [20] 
(Fig. S2, supplementary material). Two DNA fragments overlapping the fadD29 gene were 
amplified by PCR from M. tuberculosis H37Rv chromosomal DNA using oligonucleotides  
fadD29A and fadD29B (Table 1). These PCR fragments were cloned, after insertion of a km 
resistance cassette flanked by two res sites from transposon γδ [19] between the BamHI-
EcoRV restriction sites, into the mycobacterial thermosensitive suicide plasmid pPR27 [20]. 
The resulting plasmid was transferred by electrotransformation into M. tuberculosis, and 
allelic exchange at the fadD29 locus was screened by PCR analysis of the genomic DNA from 
several Km- and sucrose-resistant colonies by using a set of specific primers (fadD29C, 
fadD29D, fadD22C, res1, and res2, Table 1) (Fig. S2, supplementary material). To recover 
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the km resistance cassette from M. tuberculosis PMM34, this strain was transformed with the 
thermosensitive plasmid pWM19 that contains the resolvase gene of transposon γδ  and an 
hyg resistance gene [19]. Transformants were resuspended in 5 ml of 7H9 and incubated for 
48 h at 32°C to allow the expression of hyg resistance. Hyg was then added to the 
transformation mixtures and cells were incubated at 32°C for 12 days. Serial dilutions of 
bacterial cultures were then plated onto 7H11 plates and further incubated at 39°C. Several 
colonies were picked and tested for growth on plates containing Km. Several clones that were 
unable to grow on Km-containing plates but harboring a normal growth on control antibiotic-
free plates were selected and analyzed by PCR using primers fadD29C and fadD29D (Fig. S2, 
supplementary material). One clone giving the corresponding pattern for excision of the km-
resistance cassette in fadD29 was selected for further analyses and named PMM66 
(fadD29::res) (Table 2). 
 
Construction of complementation and expression plasmids  
For the construction of pRS04, a region covering the fadD29 gene plus 70 bp of sequence 
upstream from the start codon was PCR-amplified from M. tuberculosis H37Rv genomic 
DNA using oligonucleotides fadD29E and fadD29F (Table 1). The PCR product was purified 
and inserted into the XmnI site of pMV361 [22]. To construct pRS22 and pRS23, regions 
covering the Rv2949 gene (for pRS22) or the fadD29 plus Rv2949 genes (for pRS23) were 
PCR-amplified from M. tuberculosis H37Rv genomic DNA using oligonucleotides 2949H 
and 2949I (for pRS22) or fadD29I and 2949I (for pRS23). PCR products were digested with 
HindIII endonuclease restriction enzyme and cloned between the XmnI and HindIII restriction 
sites of pMV361 downstream from the phsp60 promoter. The complementation vector 
pM26D was constructed by amplifying the fadD26 gene from M. bovis BCG genomic DNA 
using oligonucleotides fadD26K and fadD26L (Table 1). The PCR product was digested with 
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NdeI and HindIII endonuclease restriction enzymes and cloned between the NdeI and HindIII 
sites of pMV361e, a pMV361 derivative containing the pblaF* promoter instead of the 
original phsp60 promoter and carrying a km resistance marker. 
For the production of the recombinant M. tuberculosis FadD22 protein in E. coli, the fadD22 
gene was amplified by PCR from M. tuberculosis H37Rv total DNA using 
oligonucleotides fadD22J and fadD22K (Table 1), and the resulting fragment was inserted 
into the pET26b E. coli expression vector (Novagen) under control of the T7 promoter, to give 
plasmid pETD22. To produce recombinant M. tuberculosis FadD29 in E. coli, we used 
pRT11, a derivative of pET21a containing the fadD29 gene of M. tuberculosis (a generous 
gift from Dr. R. S. Gokhale). These vectors allow the production of recombinant FadD22 and 
FadD29 proteins fused to a poly-His tag at their C-termini in the BL21 E. coli strain. 
 
Extraction and purification of DIM and PGL  
For each strain, bacterial cells were harvested from 200 ml cultures and sterilized by adding 
CHCl3/CH3OH (1:2, v/v) for 2 days at room temperature. Lipids were extracted twice with 
CHCl3/CH3OH (2:1, v/v), washed twice with water and dried before analysis. Extracted 
mycobacterial lipids were analysed by thin-layer chromatography (TLC) after resuspension in 
CHCl3 at a final concentration of 20 mg/ml. Equivalent amounts of lipids from each 
extraction were spotted on silica gel G60 plates (20x20 cm, Merck) and separated with either 
petroleum ether/diethylether (90:10, v/v) for DIM analysis or CHCl3/CH3OH (95:5, v/v) for 
PGL analysis. DIM and PGL were visualized by spraying the plates respectively with 10% 
phosphomolybdic acid in ethanol and with a 0.2% anthrone solution (w/v) in concentrated 
H2SO4, followed by heating. For Matrix-assisted Laser Desorption-Ionization Time-of-Flight 
(MALDI-TOF) mass spectrometry analyses, DIM and PGL were purified by preparative TLC 
as described above and recovered by scraping silica gel from the plates. Production of DIM in 
the various M. tuberculosis and M. bovis BCG strains were also visualized by radiolabeling 
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newly-synthesized lipids. 4 µCi (1.48 x 105 Bq) of sodium [1-14C]propionate (specific 
activity, 2.03 x 1012 Bq/mol; ICN) were added to 8 ml of log-phase cultures and incubated for 
24 h. Lipids were then extracted, separated by TLC as described before and labeled 
compounds were quantified using a PhosphorImager (Typhoon trio GE healthcare). 
 
Matrix-assisted Laser Desorption-Ionization Time-of-Flight (MALDI-TOF) Mass 
spectrometry 
MALDI-TOF mass spectrometry was performed using a voyager DE-STR MALDI-TOF 
instrument (PerSeptive Biosystems) equipped with a pulse nitrogen laser emitting at 337 nm 
as previously described [17, 23].  
 
Production of FadD22 and FadD29 and enzymatic assays for acyl-AMP/p-HB-AMP 
formation 
Cultures of E. coli BL21(DE3) strain transformed with plasmid pETD22 or pRT11 were 
grown for 72 h at 20°C in 250 ml of auto-inducing medium [24]. Cells were collected by 
centrifugation, washed in buffer A (50 mM Tris pH 8, 300 mM NaCl, 10% glycerol), 
resuspended in 25 ml of lysis buffer (0.75 mg/ml lysozyme, 50 mM Tris pH 8, 300 mM NaCl, 
40 mM imidazole, 1 mM PMSF), and stored at -80°C. The bacterial suspension was thawed at 
room temperature and sonicated in ice using a Vibra cell apparatus (Bioblock Scientific). 
After centrifugation (30 min, 20,000 g), the cleared lysate was filtered on 0.2 μm membrane 
(Millipore) and applied to HisTrap™ HP (1 ml) column equilibrated with 40 mM imidazole 
in buffer B (50 mM Tris pH 8, 300 mM NaCl, 0.2 mM PMSF). After a step wash at 60 mM 
imidazole, FadD22 and FadD29 were eluted at 250 mM imidazole in buffer B. Fractions 
corresponding to the eluted protein were concentrated by ultrafiltration before storage at  -
20°C in the presence of  glycerol (50%, v/v). 
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The standard fatty acyl-AMP ligase reaction mixture included 100 mM Tris-HCl pH 7, 100 
μM [14C]lauric acid (specific activity, 2.0 x 1012 Bq/mol; ARC), 2 mM ATP, 8 mM MgCl2 
and 2 μg of protein in a 15 μl reaction volume. The reaction, performed for 2 h at 30°C, was 
initiated by the addition of the enzyme, terminated by the addition of 5% acetic acid, and 
spotted on silica gel TLC plates (G60). Radiolabeled products were resolved in butan-1-
ol/acetic acid/water (80:25:40) at room temperature. For p-hydroxybenzoyl-AMP (pHB-
AMP) ligase activity determination, reaction mixture contained 75 mM MES buffer pH 6.5, 
0.5 mM MgCl2, 1 mM TCEP [Tris(2-carboxyethyl)phosphine)], 50 mM [14C]p-
hydroxybenzoic acid (specific activity, 2.0 x 1012 Bq/mol; ARC), 2 mM ATP and 2 µg of 
protein. Reactions were initiated by the addition of the enzyme, incubated for 2 h at 30°C and 
stopped in ice. Product formation was analyzed by silica gel TLC plates (G60) developed in 
ethyl acetate/isopropyl alcohol/acetic acid/water (70:20:25:40, v/v). Radio-TLC were exposed 
to Fujifilm imaging plate prior to detection by PhosphorImager (Typhoon trio GE healthcare). 
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Table 1: oligonucleotides used in this study 
 
Gene Primer Oligonucleotide sequence  5’-3’ 
fadD22 fadD22C TCACGGGTCGCATCAAGGAGC 
 fadD22J ACAACATATGCGGAATGGGAATCTAGC 
 fadD22K ACAAAAGCTTCTTCCCAAGTTCGGAATCGA 
   
fadD26 fadD26F CATAGTGAACGCCAGAAAGCCG 
 fadD26G TAGGTAGTCGATTAGCCAGTGG 
 fadD26K ACAACATATGCCGGTGACCGACCGTT 
 fadD26L ACAAAAGCTTCATACGGCTACGTCCAGCC 
   
fadD29 fadD29A GCTCTAGAGTTTAAACCGCGCTCGGGGTACCTGG 
 fadD29B GCGCGGCCGCGTTTAAACCGATCGCGCAGCGCATC 
 fadD29C TCGCGACGACGTGGAAGAGGC 
 fadD29D ATCGGTTCGTAGCCTCCAGGC 
 fadD29E CCGACTCGGATTCGTATGAAAG 
 fadD29F GTTATGCCATAGCATCTAGGC 
 fadD29I ACTTCGCAATGAAAACCAACTCGTCATTTC 
   
Rv2949c 2949H ACTTCGCAATGACCGAGTGTTTTCTATCTG 
 2949I ACAAAAGCTTTATTGGATGACCGCCCTAG 
   
res res1 GCTCTAGAGCAACCGTCCGAAATATTATAAA 
 res2 GCTCTAGATCTCATAAAAATGTATCCTAAATCAAATATC 
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Table 2: Strains and plasmids 
 
Name Relevant characteristics Ref./source 
Strain   
PMM34 M. tuberculosis H37Rv fadD29::res-km-res, KmR  This study 
PMM66 M. tuberculosis H37Rv fadD29::res This study 
PMM137 M. bovis BCG Pasteur fadD26 This study 
   
Plasmid   
pPET1 pMIP12H containing  pks15/1 from M. bovis BCG, HygR [7] 
pRS04 pMV361 containing  fadD29 from M. tuberculosis, KmR This study 
pRS22 pMV361 containing  Rv2949c from M. tuberculosis, KmR This study 
pRS23 pMV361 containing  fadD29 and Rv2949c from M. tuberculosis, KmR This study 
pM26D pMV361e containing  fadD26 from M. bovis BCG, KmR This study 
pETD22 pET26b containing fadD22 from M.tuberculosis H37Rv, KmR This study 
pRT11 pET21a containing fadD29 from M.tuberculosis H37Rv, AmpR gift from Dr. R.S. Gokhale 
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FIGURE LEGENDS 
 
Fig. 1. Structures of the phthiocerol dimycocerosates (DIM A) and phthiodiolone 
dimycocerosates (DIM B) produced by M. tuberculosis and M. bovis BCG and of the 
glycosylated phenolphthiocerol dimycocerosates produced by M. tuberculosis (PGL-tb) and 
M. bovis BCG (mycoside B). p, p’= 3-5; n, n’ = 16-18; m2 = 15-17; m1 = 20-22; R = C2H5 or 
CH3. 
 
Fig. 2. Genetic and biochemical characterization of the M. bovis BCG fadD26 mutant strain. 
(A) Schematic diagram of the genomic organization of the fadD26 locus in the M. bovis BCG 
fadD26 (PMM137) mutant strain. Black boxes represent portions of the fadD26 gene that are 
still present in the PMM137 chromosome and the hatched box represents the portion of the 
fadD26 gene that was deleted. The fadD26 gene from PMM137 and M. bovis BCG wild-type 
(BCG WT) were PCR-amplified using primers fadD26F (26F) and fadD26G (26G). The PCR 
products were separated onto an agarose gel and analyzed by sequencing. The resulting 
sequences revealed a 1450 bp deletion (nucleotides 122 to 1571) within the PMM137 fadD26 
gene; kb, kilobase. (B) TLC analyses of radiolabeled DIM (left panel) and glycoconjugates 
(right panel) extracted from M. bovis BCG wild-type, from PMM137 and from PMM137 
complemented with pM26D. For DIM analysis, lipids extracts were loaded on a TLC plate 
run in petroleum ether/diethylether (90:10, v/v) and visualized by using a PhophorImager 
system. For glycoconjugates analysis, lipids were loaded on a TLC plate run in 
CHCl3/CH3OH (95/5, v/v) and visualized by spraying the TLC plate with 0.2% anthrone 
(w/v) in concentrated H2SO4 followed by heating. Positions of DIM A (phthiocerol 
dimycocerosates), DIM B (phthiodiolone dimycocerosates) and PGL (mycoside B) are 
indicated. (C) MALDI-TOF mass spectra of the purified lipid exhibiting similar TLC mobility 
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to DIM A from M. bovis BCG PMM137:pM26D (left panel) and from M. bovis wild-type 
(right panel). 
 
Fig. 3. Analyses of lipids extracted from the M. tuberculosis H37Rv fadD29::res (PMM66) 
mutant strain. (A) TLC analysis of radiolabeled DIM from M. tuberculosis wild-type and 
from the PMM66 recombinant strain complemented with pPET1. Lipids extracts dissolved in 
CHCl3 were loaded on the TLC plate that was run in petroleum ether/diethylether (90:10, 
v/v); lipids were visualized using a PhophorImager system. Positions of DIM A (phthiocerol 
dimycocerosates) and DIM B (phthiodiolone dimycocerosates) are indicated. (B) TLC 
analysis of glycolipids extracted from M. tuberculosis wild-type complemented with pPET1, 
from the PMM66:pPET1 recombinant strain and from the PMM66:pPET1 complemented 
strains. Lipids were dissolved in CHCl3 and the plate was run in CHCl3/CH3OH (95/5, v/v). 
Glycoconjugates were visualized by spraying the TLC plate with 0.2% anthrone (w/v) in 
concentrated H2SO4, followed by heating. The position of PGL-tb is indicated. (C) MALDI-
TOF mass spectra of purified lipids exhibiting similar TLC mobility to PGL-tb from M. 
tuberculosis PMM66:pPET1:pRS23 (left panel) and of PGL-tb from M. tuberculosis wild-
type (right panel). 
 
Fig. 4. In vitro enzymatic activities of FadD22 and FadD29. The enzymatic activities of 
FadD22 and FadD29 were determined by incubating each enzyme with either [14C]lauric acid 
or  [14C]p-HBA in the presence of ATP, and monitoring C12-AMP (left panel) or p-HB-AMP 
(right panel) formation using radio-TLC. Radiolabeled C12-AMP products were resolved by 
running the TLC plate in butan-1-ol/acetic acid/water (80:25:40) at room temperature and p-
HB-AMP formation was analyzed by silica gel TLC plates (G60) developed in ethyl 
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acetate/isopropyl alcohol/acetic acid/water (70:20:25:40, v/v). Radio-TLC were exposed to 
Fujifilm imaging plate prior to detection by PhophorImager. 
 
Fig. 5. Schematic representation of the roles of the FadD proteins encoded by the DIM+PGL 
locus in the biosynthesis of phthiocerol dimycocerosates and related compounds in M. 
tuberculosis. R= C2H5 or CH3. 
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SUPPLEMENTARY MATERIAL 
The following supplementary material is available online: 
 
Fig. S1. MALDI-TOF mass spectra of the purified lipid exhibiting similar TLC mobility to 
mycoside B from M. bovis BCG PMM137 (upper panel) and from M. bovis wild-type (lower 
panel). 
 
Fig. S2. Construction and characterization of the M. tuberculosis H37Rv fadD29 mutant 
strain. (A) Schematic diagram of the genomic organization of the fadD22, Rv2949c and 
fadD29 genes (black boxes) in the wild-type strain of M. tuberculosis H37Rv. (B) Schematic 
diagram of the genomic organization of the fad29 locus in the wild-type strain of M. 
tuberculosis H37Rv, the PMM34 (fadD29::res-km-res) mutant and the PMM66 (fadD29::res) 
mutant (left panel). Black boxes represent the fadD29, Rv2949c and fadD22 genes and the 
hatched box represents the fragment deleted during the construction of the knock-out mutants. 
The res-km-res cassette used for targeted disruption is represented by a gray box. 
Recombinant strain PMM34 and PMM66 were analyzed by PCR, using various combinations 
of specific primers, as indicated (right panel). Positions and names of primers are indicated by 
arrows above each genetic structure and the expected sizes for PCR products are indicated; 
kb, kilobase. 
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 CHAPITRE III : Développement d’un essai enzymatique 
adaptable au « criblage à haut débit » 
L'identification et la caractérisation de protéines essentielles et spécifiques du bacille 
tuberculeux a pour objectif leur validation en tant que cibles potentielles pour le 
développement de nouveaux médicaments antituberculeux. FadD32 fait partie de ces 
nouveaux candidats potentiels récemment découverts (Portevin et al., 2005). Notre étude a 
montré que cibler la protéine FadD32 était une stratégie qui inhibait in vitro la croissance du 
bacille tuberculeux. Cependant, pour pouvoir prétendre à être utilisée en criblage à haut débit 
de chimiothèques d’inhibiteurs, un test d’activité de la protéine FadD32 in vitro rapide, 
robuste et simple d’utilisation est nécessaire. Pour répondre à ces critères, nous avons adapté 
l’essai enzymatique de FadD32 afin de pouvoir suivre l’activité de l’enzyme par 
spectrophotométrie. Cet essai, en plus d’être utilisable en criblage à haut débit permettra 
d’étudier plus en détail la spécificité de substrat de l’enzyme FadD32. 
I. Mise au point de l’essai spectrophotométrique 
Pour adapter l’essai enzymatique de FadD32, deux types de tests commerciaux permettant 
de suivre l’activité de FadD32 par spectrophotométrie ont été évalués : le « PiColorLock 
assay kit » et le « Enzcheck pyrophosphatase assay kit ». Ces deux essais permettent de 
mesurer le phosphate inorganique (Pi) issu du pyrophosphate (PPi) libéré lors de la première 
demi-réaction catalysée par FadD32 (Figure 36A). 
I.A. Mise au point de l’essai enzymatique avec le test 
colorimétrique : PiColorLock™ 
I.A.1. Principe du test colorimétrique : PiColorLock 
La méthode de dosage du PiColorLock™ repose sur le changement d’absorbance du vert 
malachite en présence de phosphomolybdate et d'orthophosphate (ou phosphate inorganique, 
Pi) en condition acide. La formation du complexe acide molybdophosphorique (couleur verte) 
est suivie par spectrophotométrie à une longueur d’onde de 620 à 640 nm (optimale à 635 
nm). La variation d’absorbance est directement liée à la concentration en phosphate 
inorganique présent dans le milieu.  
La protéine FadD32 catalyse l’activation d’un acide gras sous forme d’acyl-AMP en 
présence d’ATP et de Mg2+ avec une libération de pyrophosphate (PPi). Le test 
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Figure 36 : Mise au point de l’essai enzymatique avec le test colorimétrique 
PiColorLock.
(A) Réaction enzymatique catalysée par FadD32 et principe du test PiColorLock
(B) Le milieu réactionnel contient : du C12 à 50µM, Tris pH7 (50mM), ATP (1mM), MgCl2
(8mM), Pyrophosphatase 50,6mU/ml. La réaction est initiée par ajout de l’enzyme mtFadD32 
à une concentration variable entre 0,5 à 2µM. La plaque 96 puits est incubée pendant 10min à
30°C. La réaction est arrêtée par l’ajout du PiColorLock Gold mix. L’absorbance à DO635 est 
mesurée par un spectrophotomètre (lecteur de plaque µQuant). 
A
B
2 Pi
+
AbsMax = 635 nm
O
R1 AMP
O
R1 OH
ATP, Mg2+
FadD32
+   PPi PiColorlock Gold 
0.00
0.25
0.50
0.75
1.00
1.25
1.50
sans MgCl2
sans ATP
sans C12
sans iPPase
sans FadD32
0,5 µM FadD32
1 µM FadD32
2 µM  FadD32
A
63
5
Contrôles
FadD32
Pyrophosphatase
inorganique
Résultats - CHAPITRE III : Développement d’un essai enzymatique adaptable au « criblage à haut débit » 
colorimétrique va permettre de suivre l’activité de FadD32 en dosant le Pi issu du PPi libéré 
au cours de la réaction. Le pyrophosphate est clivé en deux Pi par la pyrophosphatase 
inorganique ajoutée en début de réaction dans le milieu réactionnel (Figure 36A). Le Pi libéré 
se complexe avec les réactifs et l’absorbance est lue à 635nm. Les valeurs de DO sont ensuite 
converties en quantité de Pi à l’aide d’une courbe étalon réalisée en parallèle des essais. Dans 
cet essai, l’ajout des réactifs de dosage (PiColorLock Gold) entraîne l’arrêt de la réaction, on 
parle de test « endpoint » c'est-à-dire que l’on mesure le phosphate libéré à la fin de la 
réaction enzymatique. 
I.A.2. Optimisations des conditions expérimentales de l’essai 
enzymatique avec le test colorimétrique PiColorLock 
L’adaptation de l’essai enzymatique de FadD32 au format du test colorimétrique a 
nécessité dans un premier temps la validation des nouvelles conditions expérimentales pour 
l’activité de l’enzyme. En effet, l’activité de l’enzyme pourrait être diminuée par le passage 
d’un volume réactionnel de 15µl à 100µl, d’une quantité de protéine de 2µM à 0,5µM et d’un 
format « tube Eppendorf » 1,5ml à un format plaque 96 puits. Un essai enzymatique avec des 
substrats marqués au carbone 14 a été réalisé pour vérifier si l’enzyme était toujours active 
dans ces nouvelles conditions. Une gamme de protéine FadD32 de 0,5 à 2µM a été testée avec 
le nouveau format (50 et 100µL en plaque 96 puits) en présence d’acide dodécanoïque 
marqué au 14C à une concentration de 100µM. Une partie du volume réactionnel (15µl) a été 
analysée par CCM et quantifiée par autoradiographie. L’enzyme à une concentration de 2µM 
présente une activité équivalente à celle observée dans les conditions expérimentales de 
référence (15µl, tube Eppendorf). Ce résultat a permis d’initier la mise au point de l’essai 
enzymatique avec le test colorimétrique PiColorLock. 
 
L’activité de FadD32 est quantifiée en suivant ce protocole : la réaction est initiée par 
ajout de FadD32 au milieu réactionnel contenant l’acide gras, l’ATP, le Mg2+ et la 
pyrophosphatase inorganique. La réaction est incubée pendant 10 min, puis arrêtée par l’ajout 
du réactif PiColorLock™ ALS (200 µl pour 50 µl de volume réactionnel). Le mélange 
réactionnel est stabilisé par l’ajout du « Stabiliser » (5 min après l’ALS) qui prévient la 
libération de Pi par l’acidification du milieu. L’absorbance est lue au spectrophotomètre après 
un délai de 30 min.  
Afin de vérifier que la modification d’absorbance observée était enzymatiquement 
dépendante, des contrôles ont été réalisés (Figure 36B). Une gamme croissante de 
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concentration en protéine a également été testée pour déterminer la réponse dose-dépendante 
de l’activité enzymatique détectée (Figure 36B). L’analyse de la gamme de protéine de 
FadD32 a montré des rapports d’activité de 1,6 à 1,7 entre les concentrations 0,5 et 1µM ainsi 
qu’entre 1 et 2µM. L’activité enzymatique détectée est donc liée à la quantité d’enzyme 
présente dans le milieu. Néanmoins, les valeurs de DO pour les contrôles présentent un bruit 
de fond important (DO635 ≈ 1) excepté pour le contrôle sans ATP. La présence d’ATP 
entraînerait vraisemblablement une contamination du milieu réactionnel par du Pi. La pureté 
de l’ATP utilisé dans l’essai pourrait être la cause de la contamination, mais l’utilisation 
d’ATP « ultra pur » a conduit au même résultat. Cette libération de Pi enzymatiquement 
indépendante peut être expliquée par l’hydrolyse de l’ATP en ADP et phosphate inorganique 
en milieu acide (Hutchings et al., 1981). Le pH du milieu réactionnel a été mesuré à 6,5. Afin 
de diminuer le phénomène d’hydrolyse, l’ATP est préparé séparément dans un tampon plus 
alcalin (pH 9). La quantité d’ATP a également été ajustée au plus bas, à Km=2mM. La 
quantité de pyrophosphatase inorganique a été augmentée. Ces optimisations ont permis de 
diminuer la valeur du bruit de fond de DO635=1 à DO635=0,4. Néanmoins, cette valeur est 4 
fois supérieure à la valeur sans enzyme recommandée pour ce type d’essai. La fenêtre 
dynamique d’observation de l’activité de l’enzyme est trop réduite. Les conditions 
expérimentales doivent donc être encore optimisées.  
En parallèle de la mise au point de cet essai de type « endpoint », un essai de type 
« cinétique », qui permet de suivre la libération de Pi durant la réaction a été également testé : 
Enzcheck pyrophosphatase. 
I.B. Mise au point de l’essai enzymatique avec le test 
spectrophotométrique : Enzcheck pyrophosphatase 
I.B.1. Principe du test Enzcheck 
Le dosage du phosphate Enzchek est basé sur une méthode initialement décrite par Webb 
(Webb, 1992), en présence de Pi, le substrat 2-amino-6-mercapto-7-riboside methylpurine 
(MESG) est clivé par la purine nucléoside phosphorylase (PNP) en ribose 1-phosphate et en 
2-amino-6-mercapto-7-methylpurine (Figure 37A). La conversion enzymatique du MESG 
entraîne un déplacement de l’absorbance de 330 nm pour le substrat à 360 nm pour le produit. 
Dans le cas de l’essai avec FadD32 il s’agit donc d’un test couplé qui fait intervenir en 
cascade deux enzymes ; la pyrophosphatase qui permet de cliver le PPi en deux Pi et la PNP 
qui permet de cliver le MESG en présence de Pi. Ce type d’essai permet de réaliser une 
cinétique de la quantité de Pi libéré tout au long de la réaction, via spectrophotométrie. Les 
 - 78 - 
Figure 37 : Mise au point de l’essai enzymatique avec le test spectrophotométrique : 
Enzcheck
(A) Réaction catalysée par FadD32 et principe du Test. Le PPi est libéré lors de la première 
réaction et va être clivé par la pyrophosphatase inorganique en Pi. La PNP utilise le Pi pour 
cliver le MESG.
(B) Activité Acyl-CoA ligase de maMIG (à 100nM) suivie par absorbance à 360 nm. La réaction 
standard de 1ml dans contient : Tris-HCl pH8 (20mM), MgCl2 (1mM), ATP (0,4mM), CoA 
(0,4mM), acide dodécanoïque (C12:0) (1mM), 2-amino-6mercapto-7-méthyl-purine ribose 
(MESG) (0,2M), Purine Nucléoside Phosphorylase (PNP) (1U) et pyrophophatase inorganique 
(0,1U). La cinétique est en rouge et la ligne de base en Bleue.
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valeurs d’absorbance sont corrigées par rapport au bruit de fond, puis converties en quantité 
de Pi à l’aide d’une gamme étalon. La pente à l’origine de courbe de cinétique indique la 
quantité de Pi libéré par unité de temps ou vitesse initiale qui correspond à l’activité de 
l’enzyme. 
I.B.2. Adaptation du test spectrophotométrique Enzcheck à l’essai 
enzymatique avec la protéine maMIG 
L’adaptation du test Enzcheck pour l’essai enzymatique de FadD32 a été réalisée afin 
d’obtenir un essai enzymatique plus robuste avec la possibilité de suivre l’activité de 
l’enzyme pendant le temps de réaction. Les expériences d’optimisation ont été effectuées en 
cuve de quartz dans un volume réactionnel de 1ml. La protéine maMIG est une FACS de M. 
avium homologue de FadD19 de M. tuberculosis qui a été utilisée dans un premier temps pour 
évaluer la sensibilité du test Enzcheck. 
Le test spectrophotométrique Enzcheck se déroule en deux étapes. (i) L’équilibration du 
milieu réactionnel sans enzyme afin de mesurer le bruit de fond. L’absorbance à 360nm est 
suivie pendant une durée équivalente à celle de la cinétique (10-15min) et la stabilisation de 
l’absorbance est attendue avant démarrage de la réaction (Figure 37B). (ii) La seconde étape 
est la mesure de l’activité catalytique de FadD32. La réaction est initiée par ajout de l’enzyme 
et la DO360 est mesurée pendant toute la durée de la cinétique (Figure 37B). Les activités acyl-
AMP ligase de FadD32 et acyl-CoA synthétase de maMIG ont été suivies avec le test 
Enzcheck par spectrophotométrie. Les premières mesures ont permis d’observer un bruit de 
fond important à une concentration de 2mM d’ATP, entraînant une durée de la stabilisation 
longue avant l’ajout de l’enzyme. Afin de réduire ce temps, nous avons diminué la quantité 
d’ATP présente dans l’essai de 2mM à 0,4mM. L’activité de ces deux enzymes à 100nM a été 
comparée pour le substrat acide C12 à 1mM. La protéine MIG présente une pente de 
40mAU/min et FadD32 une pente très faible dans les conditions testées. Ce résultat peut 
s’expliquer par la faible concentration en ATP (0,4mM) comparé au Km de FadD32 pour 
l’ATP (2mM). La protéine maMIG se trouve dans des conditions de concentration en ATP 
supérieure de 10 fois à son Km pour l’ATP déterminé dans une étude antérieure à 38µM 
(Morsczeck et al., 2001), mais également déterminé au laboratoire à 52 µM. De plus MIG 
catalyse ses deux demi-réactions contrairement à FadD32. La présence de CoA permet de 
décaler l’équilibre de la réaction en faveur de la formation d’acyl-CoA. La protéine maMIG a 
été utilisée pour mettre au point les conditions expérimentales de l’essai enzymatique avec le 
test Enzcheck avant de les transposer à FadD32. 
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Figure 38 : Optimisation des conditions expérimentales de l’essai enzymatique avec 
l’enzyme maMIG
Gamme de protéine de maMIG de 1-25 nM (en bleu) (sans enzyme en rouge). Chaque point 
correspond à la vitesse initiale déterminée lors des 4 cinétiques réalisées en présence de : C12:0
(1mM), Tris (20mM), ATP (0,4mM), CoA (0,4mM), PNP (1U), pyrophophatase (0,1 U) et de 
MESG (0,2M). 
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I.B.3. Optimisation des conditions expérimentales de l’essai avec le 
test spectrophotométrique Enzcheck 
Le principal objectif a été d’optimiser les conditions du test pour faciliter la mesure de 
l’activité de maMIG. Les optimisations préliminaires ont porté sur : le tampon de réaction 
(Tris ou HEPES, pH7-8), le type de substrat et sa concentration (C12 ou C14 de 100 à 
1000µM), la concentration en enzyme (maMIG, Purine Nucléoside Phosphorylase (PNP), 
pyrophosphatase inorganique (iPPase)) et la température. En effet, les températures optimales 
de fonctionnement de la PNP et de maMIG sont respectivement à 22°C et 30°C. Les tests 
préliminaires d’optimisation portant sur l’optimum de température (25°C), la concentration en 
acide (1mM au lieu de 0,5mM) et certain tampons (Tris-HCl pH8 à 20mM) ont permis 
d’améliorer le rapport signal sur le bruit de 1,38 à 1,8 et de diminuer les temps de stabilisation 
et de cinétique de 20 à 10 min. Les conditions de l’essai doivent encore être améliorées. 
Une gamme croissante de protéine maMIG a été réalisée afin d’évaluer l’essai. Les 
vitesses initiales ont été déterminées à 1, 5, 12, 25 nM d’enzyme afin de déterminer son 
activité spécifique pour le C12 à 500µM. (Figure 38). L’expérience doit être reproduite, mais 
la protéine maMIG présente dans les conditions de cet essai, une activité spécifique de 471 
nmol/min/mg de protéine à 500µM de C12. Cette activité spécifique est en accord avec celle 
décrite dans la littérature, 153nmol/min/mg à 100µM de C12 (Morsczeck et al., 2001). Le test 
spectrophotométrique Enzcheck en cuve 1ml permet de quantifier l’activité acyl-CoA 
synthétase ou acyl-AMP ligase (absence CoA) de maMIG. Toutefois, cet essai 
spectrophotométrique doit encore être miniaturisé en plaque 96 puits afin d’augmenter le 
nombre de conditions testées. En effet, lors de la mise au point des conditions expérimentales 
en cuve 1ml, la courte durée de vie du MESG (4h) a limité le nombre de tests (30min par 
test). De plus, une variabilité a été observée entre les mêmes essais effectués en début 
d’expérimentation (à MESGt0h) et ceux effectués après 4 heures (à MESGt4h) ce qui a diminué la 
fiabilité des essais. Lorsque les conditions de miniaturisation seront mises au point, l’essai 
permettra de cribler de nombreuses conditions sans que la durée de vie du MESG ne soit 
limitante. Les optimisations des conditions expérimentales réalisées avec la protéine maMIG 
ont été transposées à FadD32 dans des essais préliminaires. Malgré les optimisations, 
l’activité acyl-AMP ligase de FadD32 est faiblement détectée avec le test Enzcheck. La 
comparaison des fenêtres d’observation de l’activité des enzymes montre que celle de FadD32 
est plus large (temps de cinétique long) et moins dynamique que celle de maMIG (différence 
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entre l’absorbance à 360nm avec et sans enzyme seulement de 0,05 mAU). Une différence 
imputable à la faible activité de FadD32 pour le substrat C12 utilisé. 
II. Discussion 
L’adaptation d’un test spectrophotométrique à l’essai enzymatique de FadD32 a pour 
double objectif de faciliter l’étude enzymatique de cette enzyme et permettre la réalisation de 
criblage d’inhibiteurs de son activité.  
Deux tests spectrophotométriques basés sur le dosage du phosphate inorganique ont été 
évalués. Ils correspondent à deux types de mesures : (i) un test « endpoint » avec 
détermination de l’activité en fin de réaction (PiColorLock) et (ii) un test « cinétique » avec 
un suivi de l’activité de l’enzyme tout au long de la réaction (Enzcheck). 
Les deux problèmes principaux qui ont été rencontrés au cours de l’adaptation de ces tests 
pour l’essai enzymatique de FadD32 ont été : (i) la contamination par le Pi provenant 
probablement de l’hydrolyse de l’ATP et (ii) la faible efficacité catalytique de mtFadD32. La 
contamination par le Pi a été minimisée en limitant la concentration en ATP, mais la faible 
fenêtre dynamique dans les conditions testées reste un obstacle et ce test doit être encore 
amélioré. Pour contourner la seconde difficulté, l’optimisation du test spectrophotométrique 
Enzcheck a été réalisée dans un premier temps avec la protéine maMIG une FACS de M. 
avium possédant une activité acyl-CoA synthétase. Après les mises au point, il ressort que les 
deux tests doivent être améliorés de manière significative. Les conditions expérimentales de 
l’essai enzymatique basé sur le test PiColorLock peuvent être encore améliorées pour limiter 
le bruit de fond important dû à l’ATP. La miniaturisation de l’essai enzymatique basé sur le 
test Enzcheck est impérative pour effectuer plus d’essais enzymatiques lors d’une même 
expérience. Ces essais spectrophotométriques avec FadD32 ne peuvent être utilisés pour du 
criblage à haut débit car trop de paramètres rendent leur utilisation peu envisageable. En effet, 
les critères pour qu’un essai enzymatique soit utilisable en criblage à haut débit sont 
nombreux, il faut : (i) une température de réaction proche de la température ambiante ; (ii) un 
temps de réaction inférieur à 10 min ; (iii) une concentration en enzyme de l’ordre du 
nanomolaire ; (iv) des concentration en substrat de l’ordre du micromolaire, (v) un coût des 
réactifs faibles et surtout une activité enzymatique détectable avec un rapport signal sur bruit 
supérieur à 8. La faible activité de FadD32 pour les substrats acides gras courts compatibles 
avec l’essai ne lui permet pas de répondre à ces critères. Ainsi, une nouvelle approche a été 
envisagée afin de contourner ce problème. La stratégie de « remplacement » (ou « surrogate 
») par une autre protéine pour des criblages préliminaires a été adoptée. La protéine maMIG a 
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été la première enzyme de « remplacement » à avoir été envisagée lors de la mise au point de 
l’essai Enzcheck. Cette enzyme est une protéine de la même famille que FadD32, elle possède 
une activité enzymatique détectable par le test Enzcheck entre 5 et 100nM avec un rapport 
signal sur bruit supérieur à 2. Ces observations ont permis d’envisager d’utiliser maMIG dans 
un criblage préliminaire des banques de molécules. Les molécules inhibant l’activité de 
maMIG (« hits ») seraient ensuite confirmées sur la protéine mtFadD32 en utilisant l’essai 
avec les substrats marqués au 14C. Le risque de cette stratégie de « remplacement » est 
évidemment la présence de faux positifs (molécules efficaces sur la protéine de 
« remplacement » mais pas sur mtFadD32), mais surtout de faux négatifs (molécules non 
efficaces sur la protéine de « remplacement », mais efficaces sur mtFadD32) qui eux ne seront 
jamais testés sur la cible. Dans l’application de cette stratégie, la protéine de remplacement 
doit être le plus proche possible de la cible principale. La comparaison des séquences montre 
entre maMIG (homologue de la FACL mtFadD19) et mtFadD32, seulement 19% d’identité et 
30% d’homologie. La protéine maMIG n’est pas le meilleur choix de « surrogate ». Ainsi, 
d’autres protéines candidates potentielles pour la stratégie de « remplacement » ont été 
envisagées comme l’orthologue de la protéine mtFadD32 de Corynebacterium glutamicum : 
cgFadD32 ou celle de M. smegmatis : msFadD32. Les alignements des séquences montrent 
entre cgFadD32 et mtFadD32 40% d’identité et 74% d’identité entre mtFadD32 et 
msFadD32. L’enzyme cgFadD32 activerait in vivo des substrats en C16-C18, utilisables dans 
des essais in vitro de criblage. Les substrats in vivo de la protéine msFadD32 sont similaires 
en longueur de chaîne et en structure par rapport à ceux de mtFadD32 (40 et 60 atomes de 
carbone). L’homologue de M. smegmatis pourrait donc présenter une activité aussi faible que 
celle de mtFadD32 pour les substrats entre 12 et 16 carbones. Néanmoins, cette enzyme est 
beaucoup plus proche de la cible de M. tuberculosis que son homologue cgFadD32. Cette 
différence d’identité est importante dans la stratégie de « remplacement » pour conserver une 
sensibilité similaire à celle de mtFadD32 vis-à-vis des inhibiteurs. Pour cela, nous avons initié 
le clonage, la production, la purification et l’étude de FadD32 de C. glutamicum (cgFadD32) 
et de M. smegmatis (msFadD32). L’essai « Enzcheck » mis au point avec maMIG n’a pas 
encore été testé avec les enzymes cgFadD32 et msFadD32. Cependant le test Enzcheck est 
coûteux et fait intervenir une enzyme supplémentaire (PNP) dont la catalyse peut être 
limitante pour la détection de l’activité et/ou de l’inhibition de FadD32. Ainsi, une mesure 
plus directe de l’activité de FadD32 avec un réactif peu coûteux, tel que le PicolorLock serait 
plus adaptée pour réaliser le criblage d’inhibiteur de l’activité des orthologues de mtFadD32.  
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Le projet de thèse a porté sur la protéine FadD32 de Mycobacterium tuberculosis et sur le 
« couple » enzymatique qu’elle forme avec sa protéine partenaire, la polykétide synthase 
Pks13. FadD32 est une protéine essentielle à la survie des mycobactéries et intervient dans la 
biosynthèse des acides mycoliques. Ces acides gras sont des composés majeurs et spécifiques 
de l’enveloppe mycobactérienne et leur biosynthèse est essentielle à la survie des membres du 
genre Mycobacterium. La compréhension du mécanisme de biosynthèse de ces composés 
déterminants de la perméabilité et de la virulence des mycobactéries est un objectif important 
car elle pourrait conduire à la conception de nouveaux médicaments antituberculeux. 
 
FadD32 est une Fatty Acyl-AMP Ligase (FAAL) qui active l’acide méromycolique à très 
longue chaîne (C50-C60) qui subit ensuite une condensation catalysé par sa protéine partenaire, 
Pks13, avec un acide gras en C22-C26, conduisant à la formation après réduction, d’un acide 
mycolique. Les résultats présentés dans ce manuscrit montrent les propriétés biochimiques et 
enzymatiques de FadD32, mais également, qu’en plus de l'activité FAAL déjà connue, la 
protéine possède une fonction acyl-ACP ligase. La protéine FadD32 est la première FAAL de 
M. tuberculosis décrite pour posséder une telle activité, suggérant qu’elle pourrait être un 
« prototype » pour expliquer le mécanisme catalytique entre les FAAL et les polykétides 
synthases (Pks) associées. Un schéma réactionnel putatif de ce mécanisme a été proposé par 
homologie avec les domaines d’adénylation des NRPS (Non Ribosomal Peptide Synthetase). 
Nos travaux sur la caractérisation enzymatique du couple FadD32-Pks13 ont conduit à 
l’identification des différentes étapes catalytiques aboutissant à la formation du β-cétoester 
(précurseur de l’acide mycolique), nous permettant de valider le modèle précédemment 
proposé. FadD32 catalyserait l’activation de l’acide méromycolique sous forme de dérivé 
acyl-AMP puis la fixation de la chaîne acyle sur le domaine ACP-Nter de Pks13. Le domaine 
cétoacyl synthase (KS) de la polykétide synthase catalyse ensuite la condensation de type 
Claisen entre la chaîne méromycolique et un autre acide gras, préalablement activé par le 
complexe de carboxylation (AccD4 + AccA3), pour former le β-cétoester. Nos travaux ont 
également permis de montrer qu’in vitro FadD32 ne pouvait pas être remplacée dans la 
réaction de condensation par une autre FAAL. Le mécanisme de condensation pourrait être 
dépendant d’une interaction protéine-protéine entre FadD32 et Pks13. La comparaison des 
séquences d’acides aminés de FadD32 de M. tuberculosis (mtFadD32) avec d’autres membres 
de la famille des enzymes d’adénylation a permis de mettre en évidence une insertion d’acides 
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aminés (S4) spécifiquement conservée chez toutes les FadD32 des Corynebacterineae 
(excepté chez le genre Corynebacterium) (Figure S1 Publication 1) et absente des autres 
membres de la famille des FAAL de M. tuberculosis. Cette insertion pourrait intervenir au 
niveau de l’interaction avec Pks13 et/ou de la sélectivité de substrat de l’enzyme mtFadD32. 
Des essais de complémentation croisée entre cgfadD32 (FadD32 de C. glutamicum) et 
mtfadD32 ont montré que la complémentation du mutant ΔcgfadD32 par le gène de 
mtfadD32, ne semble pas restaurer le phénotype sauvage (Christine Houssin communication 
personnelle). Ce résultat suggérerait que l’interaction protéine–protéine entre mtFadD32 et la 
protéine Pks13 de C. glutamicum ne serait pas optimale. Afin d’évaluer l’importance de cette 
insertion S4 pour l’activité de FadD32, d’une part, et pour l’interaction avec Pks13, d’autre 
part, les caractérisations de l’orthologue de mtFadD32, cgFadD32 et de mtFadD32ΔS4 vont 
être entreprises. 
Nos travaux ont montré qu’in vitro, un analogue de substrat, l’AMPC12 a un effet 
inhibiteur sur l'activité de FadD32, la biosynthèse des acides mycoliques et la croissance des 
mycobactéries. Nous avons également pu observer que l’AMPC12 inhibait in vitro la réaction 
de condensation du « couple » FadD32-Pks13. Ces résultats d’inhibition ont permis de 
renforcer le statut de cible potentielle de FadD32 pour le développement de nouveaux 
antituberculeux. Nous avons donc travaillé au développement de tests non radioactifs afin de 
mettre au point un essai enzymatique adaptable au criblage à haut débit d’inhibiteurs. Deux 
tests spectrophotométriques permettant de mesurer le phosphate inorganique libéré au cours 
de la réaction de FadD32 ont été testés. Les conditions de ces essais (concentrations en 
enzyme et en substrat) doivent être encore améliorées avant qu’il ne soit utilisable en criblage 
à haut débit. La mise en place d’une stratégie de « remplacement » de mtFadD32 par l’une de 
ses homologues, msFadD32 (FadD32 de M. smegmatis) ou cgFadD32, dans des criblages 
préliminaires est à l’étude afin de pallier la faible activité de mtFadD32 pour les substrats 
acides courts utilisés dans les essais de criblage. 
L’inhibiteur AMPC12 servira également d’outil pour faciliter la résolution de la structure 
tridimensionnelle de FadD32. Cet analogue de substrat en co-cristallisation avec mtFadD32 a 
permis d’obtenir les premières pistes tangibles de conditions de cristallisation. 
 
La caractérisation enzymatique de l’activité acyl-AMP ligase de FadD32 met en lumière 
une activité catalytique réduite pour les substrats en C12-C16 testés in vitro comparée à 
d’autres protéines homologues. Plusieurs hypothèses peuvent être émises pour expliquer ce 
résultat : l’absence d’accepteur ACP dans le milieu réactionnel ce qui limiterait le 
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« turnover » de l’enzyme, la nature (taille, conformation) du substrat utilisé ou l’absence de 
modification(s) post-traductionnelle(s) de l’enzyme pourrait être également à l’origine de 
cette catalyse réduite. En effet, l’ensemble de la caractérisation a été réalisé sur la protéine 
mtFadD32 produite de manière hétérologue chez E. coli , où cette modification post-
traductionnelle n’a probablement pas lieu. Pour évaluer l’importance d’une modification post-
traductionnelle sur l’activité de FadD32, la production hétérologue de la protéine chez M. 
smegmatis et son étude par spectrométrie de masse sont envisagées. Les clonages dans les 
vecteurs mycobactériens sont actuellement en cours de réalisation. 
Les travaux récents sur l’organisation et l’architecture de l’enveloppe des 
Corynebacterineae suggèrent une conformation particulière en « N » de la chaîne 
méromycolique des acides mycoliques, le substrat présumé de FadD32 in vivo. Afin 
d’approcher de la conformation du substrat naturel de FadD32, nous avons synthétisé un acide 
gras « mimétique » de la chaîne méromycolique: le C18:1Δ13. Cet acide gras possède une 
double liaison de conformation cis impliquant un repliement au niveau du carbone 13 pour 
mimer la « décoration » proximale de la chaîne méromycolique. L’affinité de l’enzyme pour 
les acides gras C18:1Δ13, C18:1Δ9 et le C18:0 sera comparée afin d’éprouver cette hypothèse sur la 
conformation putative en « N » du substrat de FadD32. 
Chez M. tuberculosis, les acides mycoliques présentent une importante diversité de 
structure (α-mycolates, méthoxymycolates, cétomycolates et hydroxymycolates). FadD32 
activerait-elle l’ensemble de ces chaînes méromycoliques ? Les travaux sur le couple 
enzymatique FadD32-Pks13 d’une part, et les travaux antérieurs sur AccD4 d’autre part, 
suggèrent fortement que les enzymes partenaires de Pks13 assureraient la spécificité de 
substrat pour la condensase Pks13. Plusieurs hypothèses sur la spécificité de substrat in vivo 
de FadD32 peuvent être postulées, l’enzyme possède-t-elle :  
(i) une spécificité de substrat très large 
(ii) une spécificité de substrat « structurale » ou « conformationnelle » pour les acides gras à 
très longue chaîne repliée en « N » 
(iii) une spécificité de substrat unique pour un acide gras diéthylénique (position distale et 
proximale) ? Cette dernière hypothèse suppose que les méthyl-transférases responsables de la 
mise en place des groupements fonctionnels sur la chaîne méromycolique n’interviendraient 
pas avant l’étape de transfert de l’acide méromycolique sur Pks13 par FadD32, comme le 
suggère le modèle de la biosynthèse des acides mycoliques actuel. Déterminer la nature du 
substrat de FadD32 in vivo reste une problématique tant les substrats acides gras (C50 à C60) 
sont peu compatibles avec les conditions d’essais enzymatiques en milieu aqueux. La 
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Figure 39 : Proposition de schéma catalytique pour l’activation et le transfert de l’acide 
« méromycolique » sur le domaine ACPPks13 -Nter.
(A) Organisation des gènes du cluster de condensation (gènes fadD32-pks13-accD4) ainsi que 
le gène Rv3802c.
(B) Le méromycoloyl-AcpM (C60 -AcpM) issu de FAS-II serait hydrolysé en acide 
méromycolique et AcpM par Rv3802 (1). L’acide méromycolique (C60 ) serait activé par 
FadD32 en méromycoloyl-AMP (C60 -AMP) en présence d'ATP (2). La chaîne 
« méromycoloyle » de cet intermédiaire serait ensuite fixée par FadD32 sur le bras P-pant 
du domaine ACP-Nter de Pks13 (3). 
C60
A
B
(1)
(2)
(3)
Conclusion et perspectives 
résolution de la structure 3D, associée à des expériences in silico de « docking » pourrait être 
envisagée pour tenter d’identifier le substrat de FadD32. 
Une autre question que l’on peut se poser sur le substrat de FadD32 serait la nature du 
transporteur auquel il est lié : CoA, AcpM ou acide gras libre ? Les acyl-AcpM (issus de 
FAS-II) ont été proposés comme substrat potentiel de FadD32. La comparaison de l’activé in 
vitro de FadD32 en présence d’acide (C14) et de son dérivé acyl-AcpM (C14-AcpM) sera 
réalisée. Néanmoins, des essais préliminaires indiquent  que des acyl-CoA (C16-CoA) ne 
peuvent être utilisés par FadD32 pour former des acyl-AMP. FadD32 ne semblerait pas 
posséder d’activité thioestérase lui permettant d’effectuer une trans-acylation (acyl-
CoA/AcpM Æ acyl-AMP Æ acyl-ACP-NterPks13). Une thioestérase pourrait donc être 
impliquée dans la libération de l’acide méromycolique, substrat de FadD32. La protéine codée 
par le gène Rv3802c adjacent à fadD32 pourrait jouer ce rôle (Figure 39A). Rv3802c a été 
proposé comme thioestérase impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques et pourrait 
intervenir dans la libération du précurseur β-cétoester condensé par Pks13 à la place du 
domaine TE de Pks13, ou dans un mécanisme type « proofreading » ou « relecture » des 
acides mycoliques synthétisés. Le rôle de cette protéine pourrait également être de cliver la 
chaîne méroacyl-AcpM pour qu’elle soit ensuite activée et transférée sur Pks13 par FadD32 
selon un modèle proposé Figure 39. 
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Génotype Source
Escherichia coli BL21(DE3) F - , dcm, ompT, hsdS B  (r B -  m B - ), gal(DE3) Novagen ®
Escherichia coli BL21(DE3) pLysS F
-
, dcm, ompT, hsdS B  (r B -  m B - ), gal(DE3) [ pLysS 
CAM R ]
Novagen ®
Escherichia coli Artic Express (DE3) F
-
, ompT, hsdS (rB- mB-), dcm +, Tetr, gal λ(DE3), endA, 
Hte [cpn10 cpn60 Gent r ]
Stratagene
Escherichia coli DH5α supE44 ∆lacU169 Ф80 lacZ∆M15 hsdR17 recA1 'endA1 gyrA96 thi-1 relA1 Collection du laboratoire
Escherichia coli M15 Dérivé de la souche E.coli K12, Nal S  str S  rif S  thi -  lac - 
ara
-
 gal +  mtl -  F -  recA +  uvr +  lon +  [pREP4 Kan R ]
Qiagen
Corynebacterium 
glutamicum ATCC13032 Souche sauvage Collection du laboratoire
Mycobacterium 
smegmatis mc
2155 ept-1 Collection du laboratoire
Mycobacterium 
tuberculosis H37Rv ATCC2729 Souche sauvage Collection du laboratoire
Tableau 3 : Caractéristiques des souches utilisées
Plasmides Caractéristiques Source
pET15b Amp
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7, Histag Nter
Novagen® 
pET16b Amp
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7, Histag Nter
Novagen® 
pET26b Kan
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7, Histag Cter 
Novagen® 
pET21a Amp
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7, Histag Nter
Novagen® 
pET28a Kan
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7, Histag Cter 
Novagen® 
pLysS  vecteur d'expression du gène de la T7 lysozyme Novagen® 
pGEM-T AmpR , le vecteur clonage des produits PCR Promega® 
pQE10 Kan
R
 , vecteur d'expression dans E. Coli , 
promoteur T7 
Qiagen® 
pET15b::mtfadD32 Gène mtfadD32  cloné dans pET15b Ce travail
pET15b::cgfadD32 Gène cgfadD32  cloné dans pET15b Ce travail
pET15b::msfadD32 Gène msfadD32  cloné dans pET15b Ce travail
pET28a::acpM Gène M. tuberculosis  H37Rv acpM cloné dans pET28a      L Kremer
pQE10::maMIG Gène maMIG  cloné dans le vecteur pQE10 Plum
pET26b::mtpks13 Gène mtpks13  cloné dans pET26b Chalut
pLSfp: pLysS::bssfp CAM
R
 Gène sfp de Balilus subtilis  cloné dans 
pLysS
Chalut
pET16b::ecfadK Gène ecfadK  cloné dans pET16b Cronan
pRT11: 
pET21a::mtfadD29 Gène mtfadD29  cloné dans pET21a Gokhale RS
pET26b::mbfadD26 Gène mbfadD26 cloné dans pET26b Ce travail
pET26b::mtfadD22 Gène mbfadD22 cloné dans pET26b Ce travail
Tableau 4 : Plasmides utilisés au cours de cette étude
Souche
Matériel & Méthodes 
 MATERIEL & METHODES 
Cette partie vient en complément des parties expérimentales présentées dans les 
publications et dans les « Supplemental Data ».  
I. Analyses bioinformatiques 
Les séquences d’acides nucléiques et d’acides aminés des protéines étudiées sont obtenues 
à partir du site Internet du “National Center for Biotechnology Information” (NCBI). Les 
alignements de séquences sont réalisés avec l’aide du logiciel Clustal W2 (Larkin et al., 2007) 
avec les paramètres par défaut (Matrice Blosum62). Les alignements de séquences 2 à 2 sont 
effectués avec les logiciels Needle et Water (Needleman and Wunsch, 1970) ;(Smith and 
Waterman, 1981). 
II. Souches bactériennes et plasmides utilisés 
II.A. Souches utilisées 
Les souches utilisées au cours de l’étude sont répertoriées dans le Tableau 3 
La souche BL21 (DE3) est une souche d’E. coli  de production spécialement modifiée. 
Cette souche dérivée de BL21 a intégré le phage λ DE3. Ce phage contient le gène codant 
l’ARN polymérase T7 en aval du promoteur lacUV5.  
Corynebacterium glutamicum ATCC 1302 est une espèce non pathogène de 
corynébactéries très étudiée dans l’industrie pour la production d’acides aminés. Son génome 
a été séquencé en 2003 (Kalinowski et al., 2003) ; elle contient des acides mycoliques en C32, 
C34, C34. 
Mycobacterium smegmatis mc2155 (ATCC 700084) est un mutant de M. smegmatis 
ATCC 607 sélectionné pour son meilleur rendement de transformation (Snapper et al., 1990). 
II.B. Plasmides utilisés 
Les vecteurs et les plasmides construits et utilisés au cours de ces travaux sont répertoriés 
dans le Tableau 4. 
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Matériel & Méthodes 
II.C. Milieux et conditions de cultures 
II.C.1. Escherichia coli 
Les cultures des souches d’E. coli  BL21(λDE3) et DH5α sont réalisées à 37°C en milieu 
liquide LB 20g/l (Luria Broth base, DIFCO) sous agitation (190rpm). Pour le milieu LA 
(Luria Agar) solide, l’agar (DIFCO) est ajouté au LB à 15 g/l. Les antibiotiques sont ajoutés si 
nécessaire aux concentrations suivantes : carbénicilline (CBC) à 50µg/ml) ; kanamycine 
(kana) 40µg/ml. 
II.C.2. Corynebacterium glutamicum 
Les cultures de C. glutamicum sont réalisées en milieu liquide riche BHI (Brain Heart 
Infusion, Difco) à la concentration de 37g/l, à 30°C sous agitation 190 rpm, ou sur milieu 
solide riche BHI + agar à 15 g/l, à 30°C pendant 16h. 
II.C.3. Mycobacterium smegmatis 
La souche M. smegmatis mc2155 est conservée en stock liquide dans du glycérol 8% (p/v) 
à -80°C. Elle est cultivée en milieu liquide Middlebrook 7H9 (DIFCO) additionné de tween80 
à 37°C sous agitation 190 rpm pendant 24h. 
III. Protocoles de biologie moléculaire 
III.A. Les Techniques  
III.A.1. Extraction d’ADN plasmidique 
Pour extraire l’ADN plasmidique nous avons utilisé le Kit QIAPrep Sip Miniprep 
(Qiagen®) à partir de 2 ml culture bactérienne en phase exponentielle de croissance. Pour les 
préparations d’ADN en grande quantité, nous avons utilisé le Kit QiaPrep sip Midiprep 
(Qiagen®) à partir de culture de 100ml. 
III.A.2. Amplification par PCR 
L’amplification de l’ADN par PCR (Polymerase Chain Reaction) est réalisée dans un 
volume de 25µl avec 1µl de polymérase taq (Promega ®, Fermentas ®), son tampon de 
réaction, un mélange de dNTP (200µM final), les oligonucléotides (0,3µM final) et la matrice 
d’ADN (25ng) en présence ou non de DMSO. Le programme de PCR utilisé comprend une 
étape de dénaturation à 94°C pendant 5 min, de 35 cycles de [Dénaturation 94°C, 30s Æ 
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Plasmides Séquences
5’-ACGTCATATGTTTGTGACAGGAGAGAG-3’
5’-ATGCAAGCTTGTCCGAAGTGGCGAAGACCG-3’
5’-ACAACATATGCGGAATGGGAATCTAGC-3’
5’-ACAAAAGCTTCTTCCCAAGTTCGGAATCGA-3’
5’-GCACATATGATGCCGTTCCACAATCCG-3’
5’-GCACATATGATGGCGTTGTTGGTCAGTC-3’
5’-GCGTCGGCGCATATGAGAGGGGTTCACATGGA-3’
5’-GGATCCCTGCGGTGTCTGCAAAGA-3’
5’-ACAACATATGCCGGTGACCGACCGTT-3’
3’-ATCAAAGCTTTACGGCTACGTCCAGCCGC-5’
Tableau 5 : Oligonucléotides utilisés au cours de cette étude
pET26b::mbfadD26
pET26b::mtfadD22
pET15b::mtfadD32
pET15b::msfadD32
pET15b::cgfadD32
Matériel & Méthodes 
Hybridation des oligonucléotides à 55°C, 30s Æ Elongation à 72°C, 60s], pour finir avec une 
étape d’élongation à 72°C pendant 7 min. 
III.A.3. Digestion, Purification, Ligation et Analyse de l’ADN 
Digestion : L’ADN est digéré dans un milieu réactionnel contenant 1µg d’ADN, la ou les 
enzyme(s) de restriction (Fermentas, Promega, New England Biolabs), le tampon spécifique 
des enzymes et de l’eau milliQ. La réaction est incubée 1h à la température optimale spécifiée 
pour les enzymes de restriction (exception pour les « Fastdigest » pour qui le temps de 
réaction est de10 min (Fermentas)). 
 
Purification : L’ADN amplifié par PCR est purifié avec le Kit QIAquick PCR Purification 
(Qiagen®). L’ADN digéré et séparé sur gel d’agarose est purifié en utilisant le kit QIAquick 
Gel Extraction Kit. 
 
Ligation : la ligation des gènes amplifiés ou digérés dans le vecteur est réalisée en présence 
de 100 à 500 ng d’ADN avec des rapports molaires entre les quantités d’insert de 1/1, 2/1 et 
3/1. La réaction est effectuée dans un volume final de 20µl contenant ; 2 µl d’enzyme de 
ligation T4 DNA ligase (Fermentas®), 2µl du tampon de ligation de la T4 DNA ligase 
(Fermentas ®), les volumes d’ADN du vecteur et l’ADN de l’insert préalablement calculés. 
La réaction de ligation est incubée pendant une nuit à 16°C. 
 
Analyse : L’ADN est analysé par électrophorèse sur gel d’agarose 0,8% (Invitrogene) 
supplémenté avec du bromure d’éthidium (BET) dans du tampon TAE 1X (Tris-Acétate 
40mM, EDTA 1mM) à 80mV pendant 1h. Le tampon de charge 6X (Bleu de Bromophénol 
0.25%, xylène cyanol FF 0,125%, glycérol 30%) est ajouté à l’ADN. Le marqueur de taille 
utilisé est  le 1 kb ladder (Fermentas®). L’ADN est révélé sous UV à 254nm. 
III.B. Construction des plasmides 
Les oligonucléotides utilisés comme amorce pour l’amplification des différents gènes sont 
présentés dans le tableau 5  
III.B.1. Construction du plasmide pET15b::mtfadD32 
Le gène fadD32 a été amplifié par PCR à partir du chromosome artificiel bactérien (BAC) 
de M. tuberculosis H37Rv (Institut Pasteur). Les oligonucléotides utilisés comme amorce 
pour l’amplification introduisent les sites de restriction NdeI au niveau du codon initiateur de 
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Matériel & Méthodes 
la méthionine de la séquence codante prédite et HindIII en aval du codon stop. Le produit de 
PCR a été inséré dans le vecteur pGEM-T (Promega®) et l'insert a été vérifié par séquençage 
en utilisant les oligonucléotides T7 et SP6 de ce vecteur comme amorces pour l’amplification. 
La digestion avec l’enzyme de restriction NdeI a libéré le fragment contenant le gène fadD32 
du vecteur pGEM-T (présence d’un site NdeI en aval de l'insert cloné). L'insert a ensuite été 
isolé et inséré dans le vecteur d'expression d’E. coli  pET15b (Novagen) sous le contrôle du 
promoteur T7. Le profil de restriction a permis de sélectionner les plasmides 
(pET15b::mtfadD32) possédant l’insert correctement orienté. 
III.B.2. Construction des plasmides pET15b::cgfadD32 & 
pET15b::msfadD32 
N. Eynard (IPBS-CNRS, Toulouse) a participé à ce travail 
Les gènes cgfadD32 et msfadD32 ont été amplifiés par PCR à partir de l’ADN génomique 
en utilisant des oligonucléotides détaillés dans le tableau 5. Les produits de PCR ont été 
insérés dans le vecteur pGEM-T (Promega®) selon les instructions du fabricant (Promega). 
Le fragment contenant le gène cgfadD32 (et msfadD32) a été sous cloné entre les sites NdeI et 
BamHI (et respectivement NdeI) du vecteur d’expression pET15b (Novagen). 
III.B.3. Construction des plasmides pET26b::mtfadD22 et 
pET26b::mbfadD26 
C. Chalut (IPBS-CNRS, Toulouse) a réalisé ce travail 
Le gène fadD22 a été amplifié par PCR à partir de l’ADN génomique de la souche H37Rv 
de M. tuberculosis en utilisant les oligonucléotides fadD22J et fadD22K (Tableau 5). Le 
fragment obtenu a été inséré dans le vecteur d'expression pET26b (Novagen) sous contrôle du 
promoteur T7, pour donner le plasmide pETD22. Le plasmide pRT11 contenant le gène 
fadD29 de M. tuberculosis, dérive du vecteur pET21a, nous a été fourni par le Dr. Gokhale 
RS (Trivedi et al., 2004). 
Le gène fadD26 a été amplifié par PCR à partir de l’ADN génomique de Mycobacterium 
bovis BCG. Le produit PCR a été purifié, digéré par les enzymes de restriction NdeI et 
HindIII et cloné entre les sites NdeI et HindIII du vecteur pET26b (Novagen), sous contrôle 
du promoteur T7 et en amont d'une séquence poly-histidine. 
 
 
 - 90 - 
 
Matériel & Méthodes 
III.C. La transformation des souches d’E. coli  
• Préparation des cellules chimiocompétentes d’E. coli  
Les bactéries provenant d’un stock glycérol 10% congelées à -80°C sont striées sur une 
boîte LA (ou LA supplémenté en antibiotique approprié) et incubées à 37°C pendant une nuit. 
Une pré-culture de nuit est réalisée en ensemençant une colonie isolée de la boîte dans 3 ml de 
milieu LB (LB + antibiotique) à 37°C. On ensemence 50ml de milieu LB (ou LB + 
antibiotique) par 1ml de pré-culture (au 1/50ième). La culture est incubée à 37°C sous agitation 
vive (190rpm) pendant 4h jusqu’à une DO600 comprise entre 0,4 et 0,6. Les étapes suivantes 
sont effectuées stérilement : les bactéries sont centrifugées à 3500xg pendant 15 min puis 
lavées avec 4 ml de CaCl2 100mM, de nouveau centrifugées à 3500xg 15 min 4°C, puis repris 
dans 2ml de CaCl2 100mM (stérile) + 10% glycérol à 4°C (1 ml de CaCl2 100mM + 1ml de 
CaCl2 100mM + 20% glycérol). Les cellules sont aliquotées par 100µl et congelées à -80°C. 
• Transformation des souches E. coli  
Les bactéries chimiocompétentes d’E. coli  sont décongelées dans la glace puis incubées 
15 min en présence du plasmide. La transformation est effectuée par choc thermique 90s à 
42°C. Le milieu LB (950µl) est ensuite ajouté stérilement, les bactéries sont incubées pendant 
1h à 37°C pour permettre l’expression dite « phénotypique ». La suspension bactérienne est 
étalée sur boîte LA supplémenté avec l’antibiotique approprié. Les boîtes sont incubées une 
nuit à 37°C.  
IV. Surproduction des protéines dans E. coli  
IV.A. Surproduction de mtFadD32 
IV.A.1. Principe de l’induction du gène d’intérêt  
La surproduction de la protéine FadD32 est réalisée dans la souche E. coli   BL21(DE3) 
(et dans la souche ArcticExpress(DE3)). Cette souche dérivée de BL21 a intégré le phage λ 
DE3. Ce phage contient le gène codant l’ARN polymérase T7 en aval du promoteur lacUV5. 
Le gène fadD32 est cloné en aval d’un promoteur reconnu par l’ARN polymérase T7. La 
production est induite par ajout d’IPTG. L’IPTG (Isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside) est 
utilisé ici comme mimétique de l’allolactose, un métabolite du lactose qui se fixe sur le 
répresseur LacI levant ainsi la répression et déclenchant la transcription de l'opéron lac. 
L’ARN polymérase est alors produite et va permettre la production de la protéine d’intérêt 
présente sur le plasmide. Contrairement à l’allolactose, l’atome de soufre permet de créer une 
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Etape Production en milieu LB souche E. coli  BL21(DE3)
Production en milieu LB 
souche E. coli  Artic Express(DE3)
Production en 
milieu 
autoinductible 
souche E. coli 
BL21(DE3)
Préculture liquide
Culture
-Ensemencer 7 erlens de 2L contenant 400ml de LB 
+CBC avec 4ml de préculture (+ 1 erlen de 1L 
contenant 200ml)
-Incubation à 37°C 190rpm
-DO600 : 0,5-0,6
-Ensemencer 4 erlens en plastique à ailettes 
de 2.5L contenant 750mL de milieu LB + 
CBC 50µg/mL
-Incubation à 30°C 190rpm
-DO600 : 0,45
Arrêt de la culture -20-25 min à Température ambiante -30 minutes 10°C pendantsous agitation à 190rpm
Induction
-IPTG : 0,5mM
-Température d'induction : 25°C
-Temps : 5h
-190rpm
-IPTG : 0,5mM
-Température d'induction : 10°C
-Temps : 24h
-190rpm
Préparation des culots bactériens
-Centrifuger les bactéries à 3500 g (4500 rpm), 15 min 
à 4°C
-Vider le surnageant
-Laver les culots bactériens issus de 3L de culture avec 
200ml de tampon de Lavage (Tris 50 mM pH8.0 NaCl 
300 mM, Imidazole 10 mM, PMSF 1 mM, glycérol 10%)
-Répartition dans 6 Falcons de 50ml
-Centrifuger les bactéries à 3500 g , 15 min à 4°C .
-Vider le surnageant 
-Congeler les culots bactériens à –80°C
-Centrifuger les bactéries à 3500 g (4500 
rpm), 15 min à 4°C
-Vider le surnageant
-Laver les culots bactériens issus de 3L de 
culture avec 200ml de tampon de Lavage 
(Tris 50 mM pH8.0 NaCl 300 mM, PMSF 1 
mM, glycérol 10%)
-Répartition en Falcon de 50ml
-Centrifuger les bactéries à 3500 g , 15 min 
à 4°C .
-Vider le surnageant 
-Congeler les culots bactériens à –80°C
Tableau 6 : Protocoles de surexpression du gène mtfadD32  et de préparation du lysat bactérien
Protocole de production de mtFadD32
-Préculture sériée en milieu (5 X 40ml dans Erlen de 250ml) LB + CBC 50µg/mL (+ gentamycine 20µg/mL pour 
ArticExpress)
-Ensemencer 1 colonie isolée de E.coli  BL21(DE3) transformées par pET15b::mtfadD32  avec une anse stérile dans le 
1er tube de la série
-Diluer successivement au 1/500ième dans les 4 tubes
-Incubation à 37°C, 16-18h (Over night), à 190rpm
Voir :
Figure MM5
Matériel & Méthodes 
liaison chimique non hydrolysable par la cellule, ce qui évite la dégradation prématurée de 
l’inducteur. 
La souche ArcticExpress(DE3) fonctionne selon le même principe, mais elle a 
spécialement été mise au point pour permettre une production à basse température. La souche 
co-exprime les chaperonnes Cpn10 et Cpn60 de la bactérie psychrophile Oleispira antarctica, 
qui présentent une importante activité de repliement à basse température. 
IV.A.2. Mise au point de la surproduction de mtFadD32 
La mise au point du protocole de surproduction de FadD32 a nécessité l’ajustement des 
paramètres suivant : 
• Souche de production 
• Milieu de production 
• Température de croissance des bactéries 
• DO d’induction 
• Concentration en inducteur : IPTG  
• Température de croissance des bactéries après induction 
• Temps d’induction 
L’ensemble de ces paramètres a permis de développer 3 protocoles distincts résumé dans le 
tableau 6 : 
1. Le protocole de production en milieu LB avec la souche E. coli  BL21(DE3) 
2. Le protocole de production en milieu LB à basse température avec la souche E. coli  
ArcticExpress(DE3) 
3. Le protocole de production en milieu auto-inductible avec la souche E. coli  
BL21(DE3) 
Les étapes suivantes sont communes aux 3 protocoles : 
Une pré-culture sériée en milieu liquide est réalisée : une première culture de 3ml de LB + 
CBC (+ gentamycine pour ArcticExpress) est ensemencée par une colonie isolée provenant 
de la boîte de transformation, une dilution sériée au 1/500ième est ensuite réalisée dans 4 pré-
cultures successives de 3ml LB+ CBC (+ gentamycine 20Pg/ml pour ArcticExpress). Les 5 
tubes sont incubés une nuit à 37°C. Cette méthode permet d’obtenir une culture en phase 
exponentielle de croissance pour ensemencer la culture de production. 
 - 92 - 
 
Matériel & Méthodes 
IV.B. Surproduction des protéines ecFadK, maMIG 
IV.B.1. Surproduction de la protéine FadK de E. coli  
La protéine FadK E. coli  est produite et purifiée selon le protocole décrit (Morgan-Kiss 
and Cronan, 2004). Le plasmide pET16b::ecfadK est transformé dans la souche d’expression 
BL21(DE3)pLysS. La surproduction de la protéine ecFadK est réalisée selon le protocole 
suivant : la culture est ensemencée au 1/100 dans 400ml de LB + CBC[50µg/ml]final + 
CAM[25µg/ml]final incubation à 37°C jusqu’à une DO600=1. La culture est laissée 30 min à 
température ambiante puis induite à  l’IPTG (1mM) et incubée à 30°C pendant 2h30. Les 
culots sont repris avec 100ml de tampon Tris 50 mM pH8.0, 300mM NaCl, puis répartis en 2 
Falcons de 50ml et centrifugés pendant 5 minutes à 3500xg et conservées à –80°C. 
IV.B.2. Surproduction de la protéine MIG de Mycobacterium 
avium 
La protéine MIG de Mycobacterium avium est produite et purifiée selon le protocole 
décrit (Morsczeck et al., 2001). Le plasmide pQE10 contenant la séquence du gène MIG est 
transformé dans la souche E. coli  M15. La surproduction de la protéine maMIG est réalisée 
selon le protocole suivant : la culture est ensemencée au 1/100.dans 400ml de LB + 
CBC[50µg/ml]final + KAN[50µg/ml]final incubation à 37°C jusqu’à une DO600=0.6. La culture 
est ensuite induite avec 1mM d’IPTG et incubée à 37°C pendant 4h30. Les culots sont repris 
avec 100ml de tampon Tris 50 mM pH8.0, 300mM NaCl, puis répartis en 2 Falcons de 50ml 
et centrifugés pendant 5 minutes à 3500xg et conservées à –80°C. 
IV.C. Surproduction en milieu « auto-inductible » des 
protéines : mbFadD26, mtFadD22, mtFadD29, msFadD32, 
cgFadD32 et mtFadD32 
IV.C.1. Principe de l’induction du gène d’intérêt en milieu 
auto-inductible. 
Ce milieu est composé de 3 sources de carbone métabolisable par la bactérie : le glucose, 
le glycérol et le lactose. Le glucose est le saccharide qui va être consommé en premier. Il 
permet à la fois un apport énergétique efficace stimulant la croissance initiale de la culture et 
l’inhibition de l’expression de fuite par répression catabolique. Lorsqu’il est entièrement 
consommé, les bactéries métabolisent le glycérol, qui assure une montée en phase 
exponentielle plus lente et plus contrôlée. Lorsque le glycérol est à son tour épuisé, le lactose 
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Etape Production en milieu autoinductible souche E. coli  BL21(DE3)
Préculture liquide
-Préculture sériée en milieu (3,5ml dans tube de culture 13ml) LB + CBC 50µg/mL
-Ensemencer 1 colonie isolée de E.coli  BL21(DE3) transformées par pET15b::mtfadD32  avec une anse stérile 
dans le 1er tube de la série
-Diluer successivement au 1/500ième dans les 4 tubes
-Incubation à 37°C, 16-18h (Over night), à 190rpm
Culture
-Ensemencer 1 erlen de 2L contenant 250ml de milieu autoinductible + antibiotique (CBC ou Kan) avec 2,5ml 
de préculture
-Incubation à 20°C 190rpm pendant 72h
Préparation des culots bactériens
-Centrifuger les bactéries à 3500 g, 15 min à 4°C
-Vider le surnageant
-Laver les culots bactériens issus de 250mL de culture avec 100ml de tampon de Lavage (Tris 50 mM pH8.0 
NaCl 300 mM, PMSF 1 mM, glycérol 10%)
-Répartition en Falcon de 50ml
-Centrifuger les bactéries à 3500 g , 15 min à 4°C .
-Vider le surnageant 
-Congeler les culots bactériens à –80°C
Tableau 7 : Protocoles de surproduction en milieu "auto-inductible"
Matériel & Méthodes 
est alors consommé par les bactéries. La consommation du lactose présent dans le milieu 
minimum entraîne alors l’induction du gène d’intérêt (la T7 étant sous promoteur LacZ). 
IV.C.2. Surproduction des protéines en milieu auto-inductible 
Les protéines mbFadD26, mtFadD22, mtFadD29, msFadD32, cgFadD32 et mtFadD32 
sont produites suivant le protocole détaillé Tableau 7. La composition du milieu auto-
inductible utilisé est adaptée de (Studier, 2005) (Tableau 8). 
IV.D. Surproduction de mtPks13 
La protéine Pks13 est produit selon le protocole décrit dans la partie « EXPERIMENTAL 
PROCEDURES : Protein Production and Purification » de la publication N°2. La souche E. 
coli  BL21 (DE3) (Novagen) est transformée par les deux constructions (pLsfp et 
pET26b::mtpks13) et produites dans des cultures de 50 ml à 37°C en milieu LB (Luria Broth) 
supplémenté avec 50µg/ml de kanamycine et 25µg/ml de chloramphénicol. La culture est 
incubée à 37°C jusqu'à une DO600 de 0,5, puis l’expression des deux gènes (pks13 et SFP) est 
induite par ajout de 0,2mM IPTG. La culture est de nouveau incubée pendant 4h à 30°C. Les 
cellules sont récoltées par centrifugation 15min à 3500xg à 4°C. Les culots bactériens sont 
remis en suspension dans 5 ml de tampon de lyse [Tris pH8 (50 mM), NaCl (300 mM), 
imidazole (10 mM), PMSF (1 mM), Triton X-100 à 0,1% (v / v)], et stockés à -80°C. 
V. Purification des protéines 
V.A. Purification de ecFadK, maMIG mbFadD26, 
mtFadD22, mtFadD29 
Les protéines ecFadK, maMIG, mbFadD26, mtFadD22 et mtFadD29 sont purifiées 
suivant le même protocole détaillé Annexe I 
V.A.1. Préparation du lysat bactérien 
Les culots obtenus après le protocole de surproduction (cf. Matériel & Méthodes IV.B et 
IV.C) sont décongelés sur la glace pendant 15min. Les culots sont ensuite repris dans 16ml 
(20ml pour production auto-inductible) de Tampon de lyse [Tris  pH8 50mM, NaCl 300mM, 
Imidazole 30mM, PMSF 1mM (Inhibiteur irréversible de la chymotrypsine) + Lysozyme 
(0,75 mg/ml)]. (Facteur de concentration v/v : 25 et 12,5 pour les productions en milieu auto-
inductible). Les suspensions bactériennes sont placées 16-18h à -80°C (minimum 2h à -80°C 
si l’opération est effectuée le jour de la purification). Les culots bactériens sont décongelés à 
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Milieu Adapté du milieu 
Na2HPO4 
(mM) 
KH2PO4 
(mM) NH4Cl (mM) 
Na2SO4 
(mM) 
MgSO4 
(mM) 
Trace & 
vitamine
s 
Glycerol 
(%) 
Glucose 
(%) 
Lactose 
(%) 
                      
auto-
inductible 
ZYM-
5052 
studier 
2005 
50 50 37 5 2 0,2x 0.5 0.05 0,25 
 
Solutions stock : 
• NaKHPO4 500mM (Na2HPO4 500mM + KH2PO4 500mM) 
• Na2SO4 50mM 
• NH4Cl 500g/L 
• Glycérol 50% (250ml Glycérol 100% + 250ml H2O mQ) 
• Glucose 20% (20g / 100ml) 
• Lactose 2% ( 2g / 100ml) 
• Traces : pour 200ml, aliquote par 5ml conserver à l’abri de la lumière à -20°C 
 1 g EDTA 
 1.2g de CaCl2,2H2O 
 88 mg CuSO4,5H2O 
 240 mg MnCl2,4H2O 
 4 mg H3BO3 
 140 mg ZnSO4,7H2O 
 en dernier 1.2 g FeSO4,7H2O + 40 mg acide ascorbique (antioxydant) 
• Vitamines : pour 10ml 
 
  
Vitamine Stock (mg/ml) 
Volume 
(µl) 
pour 10ml
Thiamine 500 500 
Riboflavine 100 100 
Niacinamide 100 100 
Pyridoxal 10 100 
Cobalamine 10 10 
D-Biotine 100 100 
Acide 
panthothénique 100 100 
Ac folique 10 100 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Pour 500ml de milieu : 
1. 50ml de NaKHPO4 500mM  
2. 50ml de NaSO4 50mM 
3. 1g de NH4Cl ou 2ml de NH4Cl à 500mg/mL 
4. 1ml de MgSO4 1M 
5. 5ml de traces 
6. 1ml de vitamines 
7. 5ml de glycérol 50% 
8. 1.25ml de glucose 20% 
9. 62.5ml de lactose 2% 
10. 500µL antibiotique 
11. 325ml H2O mQ 
12. 2.5ml de la pré-culture de nuit de 3.5ml (LB + antibiotique) 
 
Tableau 8 : Composition du milieu « auto-inductible » 
Matériel & Méthodes 
température ambiante sous agitation douce. Toutes les étapes suivantes s’effectuent à 4°C ou 
dans la glace pour prévenir toute dégradation de la protéine. Les acides nucléiques sont 
dégradés par sonication (3x20s microtip limite 4, 60% duty cycle avec pause de 20s entre 
chaque pulse) (Vibracell Bioblock scientific). Les bactéries entières et les débris sont ensuite 
éliminés par centrifugation à 20000xg, 30min à 4°C. Le lysat clarifié est ensuite filtré sur 0,20 
µm (Millipore). 
V.A.2. Purification de la protéine  
La protéine est purifiée en une seule étape par chromatographie d’affinité sur ion 
métallique immobilisé (IMAC), sur une colonne HiTrap Chelating HP (His-trap, GE 
Healthcare) sur un système AKTA (GE Healthcare). Après des étapes de lavage pour éliminer 
les contaminants, la protéine est éluée à 250mM d’imidazole. Les fractions enrichies en 
protéine sont ensuite réunies et injectées sur colonne de dessalage PD-10 afin d’éliminer 
l’imidazole. La protéine est ensuite concentrée par ultrafiltration tangentielle sur Vivaspin® et 
stockée à -20°C dans 50% glycérol. 
V.B. Purification de mtPks13 
V.B.1. Préparation du lysat bactérien 
Les culots obtenus après le protocole de surproduction (cf. Matériel & Méthodes § IV.D) 
sont décongelés à température ambiante sous agitation douce. Toutes les étapes suivantes 
s’effectuent à 4°C ou dans la glace pour prévenir toute dégradation de la protéine. Les 
suspensions bactériennes sont « soniquées » (3x30s microtip limite 4, 50% duty cycle avec 
pause de 20s entre chaque pulse). Les bactéries entières et les débris sont ensuite éliminés par 
centrifugations successives à 12100xg, 15min à 4°C. Le surnageant est ensuite centrifugé de 
nouveau à 43700xg pour 45min pour constituer le lysat bactérien. 
V.B.2. Purification de la protéine mtPks13 
La protéine est purifiée en une seule étape par chromatographie d’affinité sur ion 
métallique immobilisé (IMAC), sur une colonne HiTrap Chelating HP (His-trap, GE 
Healthcare) sur un système AKTA (GE Healthcare). Après des étapes de lavage pour éliminer 
les contaminants, la protéine est éluée à 160mM d’imidazole. Après analyse en gel SDS-
PAGE, les fractions enrichies en protéine sont ensuite réunies et injectées sur colonne de gel 
filtration HiLoad 16/60 Superdex 200 préalablement équilibrée avec le tampon [Tris pH8 
(50mM), NaCl (50mM), PMSF (0,2 mM)). Les fractions correspondant au pic de Pks13 sont 
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regroupées et concentrée par ultrafiltration tangentielle sur Vivaspin® et stockée à -20°c dans 
50% glycérol. 
V.C. Purification des mutants α β γ de la protéine Pks13 
Les mutants α β γ de la protéine Pks13 sont produits et purifiés en suivant le même 
protocole que la protéine native. 
V.D. Purification de l’AcpM 
L’ACP mycobactérien ou AcpM est produit et purifié dans l’équipe par Nawel Slama 
suivant le protocole décrit par Kremer et collaborateur (Kremer et al., 2000). 
V.E. Purification de mtFadD32 et de ses orthologues 
cgFadD32 et msFadD32 
La protéine mtFadD32 est purifiée sur un système AKTA (GE Healthcare), selon 2 
protocoles comportant un schéma de purification en 2 étapes : une chromatographie d’affinité 
sur ion métallique immobilisé (IMAC), sur une colonne HiTrap Chelating HP (Ge Healthcare) 
et une chromatographie de perméation de gel S200 prep (GE Healthcare). Les deux protocoles 
de purification de FadD32 différèrent dans la méthode d’élution de la protéine lors de la 
première étape : soit par gradient d’imidazole comme compétiteur vis-à-vis du tag poly-
histidine, soit par gradient de pH. En effet en baissant le pH, l’histidine se protone (base 
faible) et ne peut plus avoir de liaison de coordination avec le Ni-NTA. Ces deux méthodes de 
purifications sont détaillées dans l’Annexe II. 
V.E.1. Préparation du lysat bactérien 
Les 6 culots obtenus avec 3L de culture induite après le protocole de surproduction (cf. 
Matériel & Méthodes IV.A) sont décongelés sur la glace pendant 15min. Les culots sont 
ensuite repris dans 20 ml de tampon de lyse de Tampon de lyse Imidazole [Tris pH8 (50mM), 
NaCl (300mM), Imidazole (30mM), PMSF (1mM) + Lysozyme (0,75 mg/mL)] ou Tampon 
de lyse pH [Tris pH8 (50mM), NaCl (500mM), PMSF (1mM) + Lysozyme (0,75 mg/mL)] 
(Facteur de concentration volume lysat / volume du tampon de lyse  : 25). On ajoute un 
volume de Triton X-100 10 % au 1/100ième du volume (0,1% final) ; après homogénéisation 
les suspensions bactériennes sont ensuite placées 16h à -80°C (minimum 2h à -80°C si 
l’opération est effectuée le jour de la purification). Les culots bactériens sont décongelés à 
température ambiante sous agitation douce pendant 15-30 min, on ajoute du PMSF à une 
concentration finale de 1mM. Toutes les étapes suivantes s’effectuent à 4°C ou dans la glace 
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pour prévenir toute dégradation de la protéine. Les acides nucléiques sont dégradés par 
sonication (5x30s microtip limite 4, 60% duty cycle avec pause de 30s entre chaque pulse, 1 
min pour le dernier). Les bactéries entières et les débris sont ensuite éliminés par 
centrifugation à 45000xg, 60min à 4°C. Le lysat clarifié est ensuite filtré sur 0,20 µm 
(Millipore). 
V.E.2. Purification de la protéine mtFadD32 et de ses 
orthologues cgFadD32 et msFadD32 
L’élution de la protéine suivie par lecture de la DO à 280nm, est effectuée en utilisant 
deux méthodes différentes : « Imidazole » ou « pH ». 
Pour l'élution « Imidazole » le lysat clarifié est chargé sur la colonne de chromatographie 
d’affinité (0,5ml/min, temps variable suivant le volume). Des étapes de lavages à 10% (20 CV 
volume de colonne) et 20% (20 CV) de tampon B [Tris pH8 (50 mM), imidazole (300 mM), 
NaCl (300 mM), glycérol 10%, PMSF (0,2 mM)] sont menées afin d’éliminer des 
contaminants. La protéine FadD32(6His) est éluée à 50% de tampon B (20 CV), un dernier 
palier à 100% de tampon B (10 CV) est effectué, les fractions éluées contiennent également 
de la protéine FadD32, mais agrégée et non active. 
Pour le protocole d’élution « pH », une fois le lysat chargé, la colonne d'affinité est lavée 
successivement par des tampons de pH décroissant, contenant tous NaCl (500mM), glycérol 
10%, PMSF (0,2mM): Tampon A1 [Tris pH8 (50 mM)]; Tampon A2 [NaH2PO4 pH7,3 
(20mM)]; Tampon A3 [acétate de sodium pH6 (20mM)] et 20% de Tampon B3 [acétate de 
sodium pH4 (20 mM)]. La protéine FadD32(6his) est éluée avec 60% de Tampon B3.  
Les fractions correspondant au pic FadD32 sont analysées sur gel SDS-PAGE 12% (Laemmli, 
1970), celles contenant majoritairement FadD32 sont réunies combinées et chargées sur une 
colonne de chromatographie de gel filtration (Superdex 200) préalablement équilibrée avec le 
Tampon A’’ [Tris pH8 (50 mM), NaCl (500mM), PMSF (0,2mM)]. La protéine FadD32 est 
éluée avec un gradient isocratique de Tampon A’’, le pic de FadD32 est à un volume d’élution 
de 71 ml. Les fractions sont analysées sur Gel SDS-PAGE et par Western blot, les fractions 
contenant la protéine purifiée sont réunies et concentrées par ultrafiltration tangentielle sur 
Vivaspin (2ml 10kDa, Sartorius) et stockée à -20°C dans glycérol 50%. Le protocole optimisé 
est présenté en Annexe II 
V.F. Régénération de la colonne His-trap 
Après chaque purification, la colonne His-trap est régénérée en suivant un protocole 
adapté de « Instruction manuel 71-5027-68 GE Healthcare ». La colonne est lavée avec 10 
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CV d’eau milli Q 1ml/min, puis « déchargée » en nickel à l’aide du tampon « stripping » 
contenant de l’EDTA, 10 CV à 0.4ml/min. La colonne est ensuite lavée avec de l’eau milli Q, 
puis « rechargée » en nickel avec une solution de NiSO4 1CV à 0,1ml/min. La colonne est 
ensuite une nouvelle fois lavée avec de l’eau milli Q, puis conservée dans un tampon 20% 
éthanol à 4°C. 
VI. Analyse des protéines 
VI.A. Dosage des protéines 
VI.A.1. Dosage colorimétrique Biorad 
Ce dosage colorimétrique est adapté aux protéines solubles, il dérive de la méthode de 
Bradford (Bradford, 1976). La quantité de protéine est déterminée à l’aide d’une courbe 
étalon réalisée avec des quantités de BSA connues (Albumine de sérum bovin). 
VI.A.2. Dosage Spectrophotométrique à 280nm 
Le dosage spectrophotométrique est utilisé lorsque la protéine d’intérêt est pure. La 
concentration est déterminée à l’aide de la loi de Beer-Lambert : A280=ε ℓ [C] , # A est 
l’absorbance ou densité optique à une longueur d'onde λ (sans unité), ε est le coefficient 
d'extinction molaire, exprimée en L.mol−1.cm−1 ; ℓ est la longueur du trajet optique dans la 
solution traversée, elle correspond à l'épaisseur de la cuve utilisée (en cm) ; [C] est la 
concentration molaire de la solution (en mol.L−1). Le coefficient d’extension molaire 
théorique (ε) à 280 nm est calculé à partir de la séquence primaire en acides aminés (Gill and 
von Hippel, 1989). 
VI.B. Gel de polyacrylamide 
VI.B.1. SDS-PAGE 
Les gels polyacrylamide à 12% en conditions dénaturantes sont réalisés d’après le 
protocole de Laemmli puis colorés au bleu de Coomassie (Laemmli, 1970). 
VI.B.2. UREE-PAGE 
Les gels urée-PAGE (15% polyacrylamide gel et urée à 2,5 M) sont réalisés d’après les 
protocoles publiés (Kremer et al., 2000) ; (Post-Beittenmiller et al., 1991) ; (Rock et al., 1981) 
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VI.C. Western blot 
Les protéines sont séparées par électrophorèse sur gel SDS-PAGE (12%) (cf. § 
VI.B.I). Le gel, la membrane de nitrocellulose (coupée aux dimensions du gel) et 2 papiers 
Whatman sont équilibrés dans le tampon de transfert (tampon Towbin : 20 ml Tampon Tris 
25mM 10X ; 40ml de méthanol ; 140ml H2O milli Q) pendant 15 min. Les protéines sont 
transférées par méthode « semi-sec » sur membrane de nitrocellulose, en utilisant le Transblot 
SD semi Dry transfert Cell de Biorad. Après transfert, la membrane est incubée avec le 
tampon de blocage (TBS (Tris-buffered saline : 25 mM Tris, 150 mM NaCl, 2 mM KCl, pH 
7,4) + 5%(p/v) de lait écrémé en poudre) pendant 1h, 4°C, sous agitation douce. La membrane 
est ensuite incubée avec les anticorps primaires de souris anti-poly-histidine (Sigma) dilués 
dans le tampon de blocage au 1:2000 à 4°C pendant une nuit. La membrane est ensuite lavée 
3 fois pendant 10 min sous agitation douce avec le tampon de lavage (TBS contenant 0.5% de 
Tween20), puis incubée avec des anticorps secondaires de chèvre anti-IgG de souris 
conjugués à la phosphatase alcaline (Sigma, 1:10000). Les membranes sont lavées avec du 
Tampon de lavage. Les protéines sont visualisées en utilisant le kit BCIP (5-Bromo-4-chloro-
3-indolyl-phosphate) / NBT (Nitro Blue tetrazolium) (Promega) dans le tampon de révélation 
[pH 9,5 (tampon de révélation) : 6,05g de Tris-Base (100mM final) ; 2,92g de NaCl (100mM 
final) ; 0,51g de MgCl2 (5mM final) ; 500ml H2OmQ, pH ajusté à 9,5], pour la détection 
colorimétrique de l'activité de la phosphatase alcaline. Le signal est arrêté par addition de 
tampon d’arrêt (TBS contenant 20mM EDTA), puis la membrane est séchée sur papier 
Whatman (à l’abri de la lumière). 
VII. Etude enzymatique des protéines FadD 
VII.A. Principe de l’essai enzymatique 
VII.A.1. Détermination de l’activité FAAL en chromatographie 
sur couche mince 
L'activité enzymatique des FAAL et des FACL est déterminée par suivi de la formation 
d’acyl-AMP à partir d’acide gras marqué au 14C et d’ATP. Le mélange réactionnel est analysé 
par CCM, et les produits acyl-AMP marqués sont détectés par autoradiographie (Trivedi et 
al., 2004). Le mélange réactionnel « FAAL » standard comprend Tris-HCl (pH 7) 100mM, [1-
14C] acide gras (20-100 mM), ATP (2mM), MgCl2 (8mM) et 0,2-3,6 µM de protéine dans un 
volume de réaction de 15 µl. Pour la détermination de l'activité FACL, 2mM de CoA sont 
ajoutés au mélange. La réaction est initiée par l'ajout de l'enzyme, incubée pendant 10 min à 
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Figure 40 :
 
Principe de l’essai enzymatique utilisant les substrats marqués au carbone 14
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Matériel & Méthodes 
30°C, et terminée par addition de 2µl d'acide acétique 42,5% (5% final). La totalité du volume 
réactionnel (17µl) est analysé par CCM sur plaque de silice G60. Les produits radiomarqués 
sont séparés en utilisant le solvant butan-1-ol, acide acétique, eau (80:25:40 v/v/v) à 
température ambiante. Ils sont détectés à l’aide du phosphorimager (Typhoon Trio GE 
Healthcare) après exposition de la CCM à un écran phosphore Fujifilm (pendant 3 jours). Une 
gamme étalon de substrats témoins radiomarqué co-exposée avec la TLC a permis de 
quantifier le produit synthétisé en utilisant le logiciel Image Quant (version 5.1, Molecular 
Dynamics). Le principe de l’essai est résumé dans la Figure 40. 
VII.A.2. Détermination de l’activité ACP ligase 
Pour la détermination de l'activité ACP ligase, l’essai reprend les mêmes caractéristiques 
que l’essai utilisé pour suivre l’activité FAAL (VII.A.1), seul le mode de séparation du 
produit diffère. Le mélange réactionnel (15 µl) contient [1-14C]C14 acide gras (100µM), DTT 
(2mM), MgCl2 (10mM), ATP (5mM) dans le tampon Tris-HCl (pH7) à 100mM et l'ACP ou 
AcpM à 15-25 µM. La réaction est initiée avec l'addition de l'enzyme, incubée pendant 2 h à 
30°C et terminée par l’ajout de 2µl de tampon de charge. Les produits acyl-ACP et acyl-
AcpM sont analysés par gel urée-PAGE (cf. VI.B.2). Le gel est séché et exposé à un écran 
phosphore Fujifilm pour détecter les produits marqués au 14C. 
VII.A.3. Détermination de l’activité paraHydroxy-benzoyle 
AMP ligase 
L'activité p-Hydroxybenzoyl-AMP (pHB-AMP) ligase est déterminée en suivant la 
formation du pHB-AMP à partir de pHB marqué au [1-14C] et d’ATP. Le produit pHB-AMP 
(marqué) est séparé du substrat par CCM et détecté par autoradiographie (Ferreras et al., 
2008). Le mélange réactionnel comprend : 75mM MES [pH 6,5], 0,5mM MgCl2, 1mM 
TCEP, 50µM [14C]-pHBA, 2mM ATP et 2 µg de protéines. Les réactions sont initiées par 
l'ajout de l'enzyme, incubés pendant 2 h à 30°C et arrêtées dans la glace. La formation du 
produit est analysée par CCM sur plaques de gel de silice (G60). La séparation des produits 
est effectués à l’aide de du mélange acétate d'éthyle/isopropanol/acide acétique/eau 
(70:20:25:40, v/v). La CCM est exposés à un écran phosphore Fujifilm qui a ensuite été 
scanné au phosphorimager (Typhoon trio de GE Healthcare). 
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VII.B. Détermination des paramètres cinétiques KM, VMAX et 
kcat 
Pour la détermination des paramètres cinétiques apparents de mtFadD32, les hypothèses 
de la loi de Michaëlis & Menten sont validées, une vitesse réactionnelle linéaire pendant le 
temps de mesure et une vitesse proportionnelle à la concentration en enzyme. Les constantes 
cinétiques sont déterminées en faisant varier la concentration d'un substrat tout en maintenant 
constante celle des autres substrats ou cofacteurs. Les concentrations en substrat ont 
généralement variées entre 0,2 à 5-10 fois la valeur du KM. Les paramètres cinétiques sont 
déterminés par régression non linéaire basée sur l’équation de Michaëlis-Menten (V=VMAX 
*[S]/(KM+[S])) avec le logiciel GraphPad Prism d’après la méthode des moindres carrés. 
VII.C. Détermination de l’IC50 pour l’AMPC12 
L’IC50 correspond à la concentration en inhibiteur provoquant l’inhibition de 50% de 
l’activité d’une enzyme. L’IC50 pour l’AMPC12 est déterminée en mesurant la quantité de 
substrat formé en présence d’une concentration fixe en substrat ([1-14C]C14) proche du KM et 
d’une concentration variable en inhibiteur (gamme de IC50 /10 à 100*IC50). Les valeurs 
d’IC50 sont calculées avec le programme GraphPad Prism. 
VII.D. Détermination de la spécificité de substrats des 
protéines 
VII.D.1. Spécificité de Substrat : substrats radiomarqués du C4-
C18 
La spécificité de substrats est étudiée en présence d’acide gras de différentes longueurs de 
chaînes (C4-C18). La mesure de l’activité FAAL/FACL est réalisée à une faible concentration 
en substrat (20µM) afin de limiter les problèmes de solubilité des substrats hydrophobes. 
VII.D.2. Spécificité de substrat : compétition de substrat 
La spécificité de substrat de la protéine FadD32 pour les substrats acides gras supérieur au 
C18 est évaluée à l'aide d’un essai fondé sur une inhibition enzymatique compétitive par l'ajout 
de substrat acide gras non marqué. Le principe de l’essai est basé sur la variation des 
paramètres cinétiques KM & Vmax pour le substrat de référence, l’acide [1-14]C16, en présence 
de compétiteur froid (acide C16 à C24). Le KM de l’enzyme pour le C16 reste inchangé et le 
VmaxC16 diminue d’autant que le compétiteur est meilleur, le C16 froid est utilisé comme 
contrôle. Les compétiteurs sont ajoutés à l’essai à une concentration fixe de 10 µM. 
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VII.E. Essais FadD32 en tandem avec la protéine Pks13 
Les essais en tandem entre FadD32 et Pks13, utilisés pour tester le chargement de la 
chaîne acyle de l'acyl-AMP (généré par FadD32) sur la protéine Pks13 sont réalisés avec le 
même mélange réactionnel (voir VII.A.1, excepté pour le tampon Tris qui est remplacé par le 
tampon 100mM HEPES [pH 7]). Les produits et substrat sont séparés sur gel 12% SDS-
PAGE (cf. VI.B.1). Le gel est séché et exposé pendant 3 jours à un écran phosphore Fujifilm 
avant détection des produits marqués au phosphorimager (Typhoon trio de GE Healthcare). 
VII.F. Quantification de l’activité FAAL/FACL 
Nous avons utilisés deux méthodes de quantification de l’activité FAAL/FACL : 
1. Une gamme étalon de substrats acide gras marqué au 14C est réalisée et co-exposée 
avec la TLC pour permettre la quantification du produit synthétisé en utilisant le 
logiciel Image Quant (version 5.1, Molecular Dynamics). 
2. Le calcul du taux d’incorporation, (rapport de la radioactivité du produit synthétisé 
sur la radioactivité totale de la piste exprimé en pourcentage) en utilisant le logiciel 
Image Quant (version 5.1, Molecular Dynamics). 
VIII. Test d’inhibition de la croissance bactérienne : Le 
« Test MTT » 
La sensibilité des souches de M. smegmatis, C. glutamicum, E. coli  et M. tuberculosis 
H37Rv à l’AMPC12 est évaluée en déterminant l’effet d’une gamme croissante d’inhibiteur 
sur la croissance des bactéries. Nous avons utilisé un microdosage colorimétrique basé sur la 
réduction du bromure de 3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényltétrazolium (MTT, Sigma-
Aldrich) en formazan par les cellules métaboliquement actives (Hansen et al., 1989) ; 
(Gomez-Flores et al., 1995) ; (Sankar et al., 2008). Des dilutions sériées de l'inhibiteur sont 
réalisées dans 100 μl du milieu de culture utilisé (LB ou 7H9) et déposé dans une plaque de 
96 puits. Pour chaque puits, un inoculum de 100µl de culture de la souche étudiée en milieu 
LB (ou 7H9) préalablement dilué à une DO600 de 0,02 est déposé. Les plaques sont incubées 
pendant 24h (six jours à 37°C pour M. tuberculosis). Le réactif MTT est ajouté (50µl d’une 
solution stock à 1mg/ml), puis les plaques sont de nouveau incubées pendant 24h. Avant la 
lecture de l’absorbance à 570nm, le tampon de solubilisation [diméthylformamide: SDS 20% 
(p/v), 1:2] est ajouté à chaque puits. Des cultures traitées à l’éthambutol sont utilisées comme 
témoins positifs. 
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IX. Mise au point des essais en spectrophotométrie 
L’activité acyl-AMP ligase des enzymes est mesurée à partir du phosphate inorganique 
(PPi) produit. Le phosphate inorganique (Pi) libéré en présence d’une pyrophosphatase est 
mesuré en utilisant un test spectrophotométrique commercial (Enzchek Phosphate Assay Kit, 
Molecular Probes) ou PiColorLock (Innova Biosciences). 
IX.A. Le kit : PiColorLock 
La réaction standard adapté du « ColorlockALS Protocol » proposé par le fournisseur est 
optimisé (initiateur de la réaction, concentration en ATP et en enzyme): acide tétradécanoïque 
(C14) (Fluka) préparé dans à 50µM l’EtOH, Tris pH7 (50mM), ATP (1mM), MgCl2 (8mM), 
Pyrophosphatase 50,6mU/ml, H2OmQ. La réaction est initiée par ajout de l’enzyme 
mtFadD32 à une concentration variable entre 0,1 et 3µM, la plaque 96 puits est incubée 
pendant 10min à 30°C. La réaction est arrêtée avec l’ajout du PiColorLock ALS mix. 
« L’ALS mix » est préparé pendant l’incubation de la réaction FAAL, avec 10ml de ALS + 
100µl d’accélérateur et est ajouté à un rapport 1:4 par rapport au volume réactionnel (200µl 
pour 50µl de réaction) ; après cinq minutes le « stabilisateur » est ajouté (20µl) (10% du 
volume de l’ALS mix ajouté). Au bout de 30 min de développement du signal, l’absorbance à 
DO637 est mesurée. En parallèle des réactions, une gamme étalon de Pi est également réalisée 
afin de quantifier la quantité de Pi libéré au cours de la réaction. 
IX.B. Le kit : Enzcheck Phosphate assay 
Adapté du protocole du fournisseur et de (Morgan-Kiss and Cronan, 2004) 
La réaction standard est préparée dans une cuve en quartz de 1ml et contient : Tris-HCl 
pH8 (20mM), MgCl2 (1mM), ATP (0,4mM), CoA (0,4mM), l’acide dodécanoïque (1mM), le 
2-amino-6mercapto-7-méthyl-purine ribose (MESG) à (0,2M), la Purine Nucléoside 
Phosphorylase (PNP) (1U) et la pyrophosphatase inorganique (0,1U). La cinétique 
enzymatique est suivie à l’aide d’un spectrophotomètre thermostaté (UVIKON-923). Avant 
chaque test, l’appareil est calibré avec une solution contenant Tris pH8 (20mM), MESG 
(0,2M). L’ensemble des réactifs (sans l’enzyme) est équilibré lors d’une incubation de 15min 
à 25°C qui permet de définir une ligne de base. La réaction est démarrée par l’ajout de 
l’enzyme, et la cinétique est mesurée pendant 15 min à 25°C. En parallèle des réactions une 
gamme étalon de PPi + pyrophosphatase inorganique est également réalisée afin de quantifier 
la quantité de Pi libéré au cours de la réaction. 
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X. Préparation des extraits acellulaires et essais de 
biosynthèse des acides mycoliques 
X.A. Préparation d’un extrait acellulaire de M. smegmatis 
Les cultures M. smegmatis sont récoltées en phase exponentielle de croissance après 48 
heures d’incubation à 37°C et centrifugées à 16000xg (Beckman Coulter Avanti Centrifuge J-
20 XP) pendant 15 minutes, à 4°C. Les culots sont lavés avec un tampon phosphate de 
potassium [10 mM pH 7] et centrifugés à 16000xg pendant 15 minutes, à 4°C (Beckman 
Coulter Avanti Centrifuge J-20 XP). Les culots de cellules humides sont pesés avant d’être 
repris dans 4 ml de tampon de broyage (tampon phosphate de potassium 50mM, pH 7, 3mM 
β-mercaptoéthanol) pour 10 g de cellules humides. Les bactéries ont ensuite été cassées par 2 
passages successifs au « désintégrateur » de cellules (Constant systems LTD cell disrupter) à 
0,8 kbar. Le produit de « désintégration » est centrifugé à 3000xg pendant 15min, à 4°C. La 
couche crémeuse au dessus du surnageant (fluffy layer) est récupérée, puis resuspendue et 
homogénéisée dans 1 ml de tampon de broyage à l’aide d’une seringue (taille de l’aiguille 0,7 
mm x 30 mm). 
X.B. Biosynthèse des acides mycoliques en extrait 
acellulaire 
La biosynthèse des acides mycoliques en système acellulaire est réalisé dans les 
conditions suivante : le mélange réactionnel est préparé dans un volume de 1,5 ml contenant 
du tampon phosphate de potassium pH 7 à 100mM, MgCl2 3mM, HKCO3 7mM, glucose 
7mM, ATP 3mM, CoA 0,7mM et de l’extrait brut à la concentration finale de 1,5mg/ml de 
protéines (dosage Biorad voir VI.A.1.). Après une incubation de 15min à 37°C, sous agitation 
à 200 rpm, on ajoute 50µM d’acétate de sodium radiomarqué [1-14C] (activité spécifique 
56,60 mCi/mmol, Perkin Elmer). La réaction est stoppée par addition d’un mélange de KOH 
(40% p/v) et de méthoxyéthanol (1:7 v/v) et incubée à 110°C pendant trois heures. La 
saponification permet de libérer les acides gras (dont les acides mycoliques) engagés par des 
liaisons esters dans des structures complexes. 
X.C. Extraction et analyse des acides gras 
Après saponification, le mélange est acidifié par ajout de 2 ml de H2SO4 (20% p/v) afin de 
protonner les acides gras (insolubles dans la phase aqueuse) qui sont ensuite extraits par du 
diéthyléther. Les lavages successifs à l’eau de la phase éthérée effectués jusqu’à neutralité 
permettent d’éliminer les sels et les traces d’acétate radiomarqué. Après méthylation au 
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diazométhane, les esters de méthyle obtenus sont analysés en chromatographie sur couche 
mince (CCM) de gel de silice (G60). Les composés sont séparés dans le dichlorométhane. La 
couche mince est ensuite exposée pendant 3 jours à un écran phosphore Fujifilm avant 
détection des produits marqués au phosphorimager (Typhoon trio de GE Healthcare). 
XI. Synthèse chimique 
Cette partie a été réalisée avec Henri Montrozier 
XI.A. Synthèse chimique de l’acide cis-13-octadécénoïque 
(ou (Z)-octadéc-13-énoïque) 
Adapté de (Besra et al., 1993) 
La synthèse comporte 5 étapes (Figure 41). Elle est réalisée à partir du 12-Bromo-
dodécane-1-ol qui, après protection de la fonction alcool par le dihydropyrane en 12-Bromo-
1-tétrahydropyranoloxydodécane est condensé avec le 1-hexyne en présence de butyle 
lithium. Le 1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-yne résultant est réduit par hydrogénation (H2) 
en présence de catalyseur de Lindlar en 1-tétrahydropyranoloxyoctadec-cis-13-ene, qui, après 
déprotection et oxydation par le pyridinium dichromate, donne l’acide cis-13-octadécénoïque. 
12-Bromo-1-tétrahydropyranoloxydodécane  
A une solution de 530mg (2 mmoles) de 12-Bromo-dodécan-1-ol et de 40mg (0,2 
mmoles) de pyridinium-p-toluènesulfonate dans 5 à 8 ml de CH2Cl2 anhydre (préalablement 
stocké sur tamis moléculaire) sont ajoutés, sous courant d’azote, 205 mg (2,44 mmoles soit 
189 μl) de 3,4-dihydro-2H-pyrane. Le mélange est laissé sous agitation à température 
ambiante une nuit. Après 2 lavages par 5ml d’une solution saturée de CO3HNa le mélange est 
lavé avec 5ml d’eau distillée (2 fois). La phase organique préalablement séchée sur sulfate de 
sodium anhydre est amenée à sec à l’évaporateur rotatif. Le dérivé 12-Bromo-1-
tétrahydropyranoloxydodécane est purifié par chromatographie sur florisil (élutions par un 
mélange éther de pétrole/éther suivant un gradient par palier de 0 à 5% d’éther) et caractérisé 
en GC/MS. Données du spectre de masse: présence des deux ions moléculaires (dû aux deux 
isotopes du Brome, 78 et 80) à m/z 347, 349 et ceux du groupement tétrahydropyranoloxy- à 
m/z 85, 101 et 115. 
1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-yne 
Les rapports molaires suivants ont été utilisés : pour 1 mmole de 12-Bromo-1-
tétrahydropyranoloxydodécane, 10mmoles d’Hexyne, 5mmoles de HMPA et 3mmoles Butyl-
Li.) 
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Pour 486 mg de dérivé bromé (1,4 mmoles) : à 0°C sous agitation et sous argon, en 
présence de 1500 μl d’hexyne (14 mmoles) et de 1350 μl d’HMPA (HexaMéthyl Phosphore 
triAmide, 7 mmoles) dans 4 ml d’éther anhydre (stocké sur copeaux de Na), sont ajoutés 
2,5ml de Butyl-Li (solution 1,6M dans hexane). Le mélange est laissé sous agitation pendant 
une heure. A ce mélange, en enceinte fermée sous argon, et préalablement refroidi dans un 
bain carboglace/acétone, sont ajoutés les 486 mg de dérivé Br-1-
tétrahydropyranoloxydodécane repris dans 1 à 2 ml d’éther anhydre. Le mélange réactionnel 
est ensuite ramené à la température ambiante et laissé sous agitation une nuit. Le produit de 
condensation, à savoir le 1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-yne, est extrait à l’éther du 
milieu repris par 5 à 10 ml d’une solution saturée de NH4Cl ; la phase organique est 
successivement lavée par une solution saturée en NaCl, séchée sur sulfate de Na anhydre et 
amenée à sec. Le 1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-yne est purifié par chromatographie sur 
florisil (élutions par CH2Cl2/CH3OH suivant un gradient par palier de 0 à 10% de CH3OH). 
Données du spectre de masse: présence de l’ion moléculaire à M+=350, des ions fragments en 
α de la triple liaison à m/z 293 et 81 et de ceux du groupement tétrahydropyranoloxy- à m/z  
85, 101 et 115. 
(Z)-1- tétrahydropyranoloxyoctadéc -13-ène 
L’hydrogénation catalytique du dérivé 1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-yne (386 mg 
soit 1,1 mmoles) en son homologue le cis-13- octadécène est réalisée, en milieu éther anhydre 
(5 à 8ml) en présence de catalyseur de Lindlar (25mg), en enceinte fermée, sous agitation à 
température ambiante, et sous atmosphère d’H2 (à la pression atmosphérique). La réaction est 
stoppée après consommation de l’équivalent de 26 à 30 ml d’H2 (soit un volume > à celui 
théorique de 24,7ml). Le milieu est filtré sur microcolonne d’acide silicique (1cm de Haut) et 
le produit de réduction, après évaporation du solvant, est purifié par chromatographie sur 
florisil (élutions par CH2Cl2/ CH3OH suivant un gradient par palier de 0 à 10% de CH3OH). 
Le spectre de masse du (Z)-1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-ene présente essentiellement 
l’ion moléculaire à m/z 352, soit M+2uma relativement au dérivé acétylénique précurseur 
ainsi que les ions caractéristiques du groupement tétrahydropyranoloxy- à m/z 85 et 101. 
(Z)-octadéc-13-ene-1-ol 
Les 330 mg (0,93 mmole) de (Z)-1-tétrahydropyranoloxyoctadec-13-ene, en solution dans 
5 ml d’un mélange CH3OH/toluène (2:1), sont traités, sous agitation à température ambiante 
et sous N2 (ou Argon), par 23 mg de pyridinium-p-toluènesulfonate (0,10 mmole) pendant  72 
heures. L’octadecène-1-ol résultant est obtenu du milieu réactionnel après successivement : 
évaporation du solvant (mélange CH3OH/toluène), reprise du résidu par l’éther, lavage de la 
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phase éther par des solutions aqueuses saturées de CO3HNa et NaCl. L’octadecène-1-ol est 
ensuite purifié par chromatographie sur florisil (élutions par un mélange CH2Cl2/ CH3OH 
suivant un gradient par palier de 0 à 10% de CH3OH). L’octadecène-1-ol est caractérisé en 
tant que dérivé triméthylsilyl (TMS) en GC/MS : le spectre de masse présente l’ion 
moléculaire à m/z M+ 340, les ions M-15 (CH3) et M-90 (OTMS) caractéristiques des dérivés 
TMS respectivement à m/z 325 et 250. 
Acide (Z)-octadéc-13-énoïque 
A une solution de pyridinium-dichromate  (4,47 g soit 11,9 mmoles) dans 26 ml d’un 
mélange de DMF/CH2Cl2 (15:11) (Diméthylformamide/Dichlorométhane) sont ajoutés les 
268 mg d’octadéc-13-ene-1-ol  (soit 1 mmole) en solution dans 3 ml de CH2Cl2. Le mélange 
(sous N2) est laissé sous agitation à température ambiante durant 1 jour 1/2 à 2 jours. Le 
milieu réactionnel repris par 50 ml d’eau distillé est extrait 2 fois par 20 ml d’éther. Les 
phases éther rassemblées sont ensuite lavées par 2 fois 10 ml de solution de KOH (1 N), 
opération qui permet l’élimination des neutres dans la phase éther; la phase aqueuse issue de 
ce traitement est amenée à pH acide (addition de SO4H2 2N)  est extraite à nouveau par deux 
fois à l’éther.  
L’acide (Z)-octadéc-13-énoïque ainsi obtenu est purifié en tant qu’ester de méthyle  par 
une chromatographie sur florisil (élution par CH2Cl2) suivie d’une saponification (KOH 0,5N 
CH3OH/H2O (95:5) pendant 2h à 80°C). Il est caractérisé en tant qu’ester de méthyle en 
GC/MS par la présence de l’ion moléculaire à m/z 296 et en tant qu’acide en spectroscopie IR 
et par RMN du 1H. Un essai de purification par chromatographie sur florisil en tant qu’acide 
(élutions par un mélange CH2Cl2/CH3OH suivant un gradient par palier de 0 à 10% de 
CH3OH) n’a pas permis d’éliminer un produit de polarité voisine de celle de l’acide mis en 
évidence sur CCM (comparativement entre forme ester et acide) et repérable sur le spectre 
RMN par un multiplet autour de 3,5 ppm. 
Données de RMN  (500MHz) : δ 5,32 (2H t) protons éthyléniques –CH=CH- ; δ  2,31 
(2H, m) méthylène α-CH2-COOH : δ 1,99 (4H, m) -CH2 –CH=CH-CH2- ; δ 1,59 (2H, m ) 
méthylène β -CH2-CH2-COOH ; δ  1,30 (20 H, m) chaîne aliphatique -(CH2)n- et δ 0,87 ( 3H, 
t) CH3 terminal. 
La position de la double liaison est vérifiée par spectrométrie de masse du dérivé 
pyrrolidide de l’acide cis-13-octadécénoïque (obtenu à partir de l’ester de méthyle d’une 
fraction de l’acide) (Andersson and Holman, 1974). Le spectre de masse présente la séquence 
des ions fragments du côté du groupement pyrrolidide C12-C13 à m/z 252 et 264 (soit une 
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différence de 12uma au lieu de 14uma pour un méthylène) permettant de positionner la 
double liaison en C13-C14. 
XI.B. Synthèse chimique des Dodécyl-, Hexadécyl-, 
octodécyl- et Eicosyl-AMP 
Adapté de (Machida et al., 1997) 
La synthèse est réalisée par condensation des différents alkyl-bromure (dodécyl-, 
hexadécyl-, octodécyl- et eicosyl-) avec l’adénosine-monophosphate sous sa forme de sel de 
tétrabutylamonium dans un rapport molaire Alkyl-Br/AMP de 5:1. La réaction est réalisée 
dans des conditions anhydres en solution dans du DiMéthyl-Acétamide (DMA) à 80°C 
pendant 4 heures.  
La forme sel de tétrabutylamine de l’AMP est obtenue par la mise en solution en phase 
aqueuse (mole à mole) d’AMP et de chlorhydrate de tétrabutylamine. Le mélange est amené à 
sec par lyophilisation. La solubilisation dans le DMA peut nécessiter un chauffage préalable à 
80°C (température à laquelle la réaction de synthèse est effectuée) avant l’addition de l’alkyl-
Br. La synthèse peut aussi être effectuée en utilisant la tributylamine à la place de 
tétrabutylamine, la forme saline est ici obtenue par addition à une solution d’HCl 1N d’AMP 
sous forme de sel de Na de tétrabutylamine jusqu’à neutralité. La solution de sel de 
tributylamine est lyophilisée comme décrit précédemment pour la forme saline de 
tétrabutylamine. 
Le milieu réactionnel est ensuite extrait par 2 volumes d’éther de pétrole (élimination de 
l’excès d’alkyl-Br) et la phase DMA restante par 2 volumes d’un mélange Hexane/Acétone 
(1:1, v/v) avec précipitation des dérivés d’alkyl-AMP. Lors du traitement du milieu 
réactionnel, l’obtention de dérivés Alkyl-AMP par précipitation peut nécessiter l’addition 
d’eau à la solution de diméthylacétamide. 
Les dérivés d’alkyl-AMP bruts sont ensuite récupérés par centrifugation (lavés 
éventuellement par le même mélange hexane/acétone) et purifiés par chromatographie 
« flash » sur SiO2 (élution par un mélange CHCl3/CH3OH, 7:3 v/v) ; le suivi de la purification 
étant effectué par CCM (solvant de migration CHCl3/CH3OH, 7:3 v/v, des proportions 1:1 v/v 
ont aussi été utilisées). 
La caractérisation des Alkyl-AMP résulte d’analyses en spectrométrie de masse MALDI et en 
spectroscopie RMN du 1H. 
• En spectrométrie de masse MALDI en mode positif, on observe les ions pseudo 
moléculaires (M+H+), (M+Na+) et (M-H++2Na+) respectivement pour le C12-AMP  à 
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m/z 516, 538 et 560 ; pour le C16-AMP  à m/z 572, 594 et 616 et pour le C20-AMP  à 
m/z 628, 650 et 672. 
 
• En spectroscopie RMN (fait uniquement pour le Dodécyl-AMP, solvant DMSO-d6) : 
présence des résonances des 1H du cycle adénine : à 8,39 (s, 1H) et 8,22 ppm (s, 1H) ; 
des 1H  du ribose : H’1 ,H’2, H’3, H’4, H’5, respectivement à 5,96 ppm (d, 1H, j=4.3), 
4,62 ppm (t, 1H, j=5,2), 4,22 ppm (t, 1H, j=4,62), 4,11 ppm (m, 1H), et 4.05 ppm (m, 
2H) ; des CH2 en α et β du groupement phosphate : respectivement à 3,84 ppm (m, 
2H, jCH2,P=6,7) et 1,53 ppm (m, 2H)  et celles des (CH2) aliphatiques à 1,23 ppm (m, 
12H) et du CH3 terminal à 0.87ppm (t, 3H, j=7,1)  (ces différentes attributions 
résultent de l’analyse d’un spectre COSY 1H/1H). 
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ANNEXE I : Protocole de purification en chromatographie d’affinité 
(HisTrap HP) 
 
1. Purification sur HisTrap HP 1mL, système AKTA (Ge Healthcare) 
- Lavage du système avec H2Omρ filtrée 0.45 µm 
- Préparer et filtrer (sur 0,45 µm) les tampons, conserver à 4°C. 
Tampon A :  Tris 50 mM pH8.0 
NaCl 300 mM 
PMSF 0,2 mM 
Tampon B : Tris 50mM pH8.0 
NaCl 300 mM 
PMSF 0,2 mM 
500 mM imidazole 
- Equilibrer le système et la colonne avec 20CV de 2%B (10 mM Imidazole), 1 mL/min. 
- Méthode d’élution utilisée (débit d’élution entre 0.5-1mL/min) : 
- Injection via P-960 (entre 1 et 0,5ml/min suivant la pression) 
- 2% B (10 mM Imidazole)  15 CV  pas de collection 
- 4% B (20 mM Imidazole)  20 CV  1 mL/fraction (20 fr) 
- 50% B (250 mM Imidazole)  10 CV  0.5 mL/fraction (20 fr) 
- 2% B (10 mM Imidazole)  10(5+5) CV pas de collection 
- Analyser les fractions éluées par gel SDS-PAGE, (cf gel § VI.B). 
- Réunir les fractions contenant la protéine d’intérêt 
2. Changement de tampon sur colonne de dessalage : PD10 
- Equilibrer 1 colonnes PD10 avec 25ml de TpA : Tris 50 mM pH8,0 (NaCl 300 mM, 
PMSF 0,2 mM). 
- Injecter 2,5ml du « pool » des fractions sur la colonne PD10, puis éluer avec 3.5ml de 
Tampon A.  
- Concentrer sur Vivaspin  
- Doser la protéine (voir Matériel & Méthode § VI.A) 
- Ajouter un volume de glycérol 100% (pureté 99%) afin d’être à 50% final et conserver la 
protéine à -20°C  
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ANNEXE II : Protocole de purification de FadD32 en chromatographie 
d’affinité (HisTrap HP) et Gel Filtration S200 prep 
 
Préparation de l’extrait acellulaire de FadD32 
• Décongeler les culots bactériens à température ambiante. 
• Reprendre le culot bactérien dans le Tampon de lyse Imidazole [Tris 50mM pH8,0 NaCl 
300mM, Imidazole 30mM, PMSF 1mM + Lysozyme (0,75 mg/mL)] ou Tampon de lyse 
pH [Tris 50mM pH8.0 NaCl 500mM, PMSF 1mM + Lysozyme (0,75 mg/mL)] (Facteur de 
concentration v/v :25) 
• Ajouter Triton X-100 à 0.1% final 
• Congeler à –80°C (au moins 2h) 
• Décongeler la suspension 
• Dégradations acides nucléiques. 
• Sonication 5x30s microtip limite 4, 60% duty cycle avec pause de 30s entre chaque 
pulse 
• Centrifugation 20 000g, 30min à 4°C. (rotor Beckman: JA 25.50) 
• Filtrer le surnageant sur filtre millipore 0.20 µm 
Purification sur HisTrap HP 1mL, système AKTA (Pharmacia) ELUTION 
« Imidazole » 
• Lavage du système AKTA avec H2Omρ filtrée 0.45 µm, conserver à 4°C 
• Préparer et filtrer sur filtre Millipore 0.45 µm les tampons, conserver à 4°C. 
Tampon A :  Tris 50 mM pH8.0 
NaCl 500 mM 
Glycérol 10% 
PMSF 0,2 mM 
Tampon B : Tris 50mM pH8.0 
NaCl 500 mM 
Glycérol 10% 
PMSF 0,2 mM 
Imidazole 300 mM 
• Equilibrer la colonne et le système dans le tampon Tampon A + 10%B (Imidazole 
30mM), débit max 1 mL/min. 
• Méthode : 
• Injection via P-960  
• 10% B (Imidazole 30 mM)  20 CV  1 mL/fraction (20 fr) 
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• 20% B (60 mM Imidazole)  20 CV  1 mL/fraction (20 fr) 
• Pause  
• Inversion de la colonne  
• 50% B (150 mM Imidazole)  20 CV  0.5 mL/fraction (20 fr) 
• 100% B (300 mM Imidazole) 10 CV  0.5 mL/fraction (20 fr) 
• 10% B (10 mM Imidazole)  10 CV  pas de collecte 
• Analyse des fractions par gel SDS-PAGE 12% (cf gel § VI.B) 
• Fractions contenant FadD32 sont réunies 
Purification sur HisTrap HP 1mL, système AKTA (Pharmacia) ELUTION « pH » 
• Lavage du système AKTA avec H2Omρ filtrée 0.45 µm 
• Préparer et filtrer 0.45 µm les tampons, garder à 4°C. 
Tampon A1 : Tris 50 mM NaCl 500 mM Glycérol 10% pH : 8.0   
Tampon A2 : Na Phosphate 20 mM NaCl 500 mM, Glycérol 10%, pH : 7.3  
Tampon A3 : Na Acetate 20 mM NaCl 500mM Glycérol 10% pH : 6.0 
Tampon B3 : Na Acetate 20 mM NaCl 500mM Glycérol 10% pH : 4.0 
• Méthode : 
• Injection via P-960  
• Lavage Tampon A1     20CV 
• Tampon A2      20 CV 
• Tampon A3       20 CV 
• Palier tampon A3-B3  20%B3  20CV 
• Inversion de la colonne avant la fin du palier 20%B3) 
• Ajout de 100µl de tampon TRIS 1M pH 9 dans les fractions correspondant au pic 
de la protéine FadD32 
• Palier tampon A3-B3  60%B3  20CV 
• Ré-équilibration A3     10CV 
• Analyse SDS-PAGE (cf gel § VI.B) 
• Pool des fractions FadD32 
Purification en chromatographie Gel filtration Superdex S200 prep 
• Préparer et filtrer 0.45 µm les tampons, à garder à 4°C : 
Tampon A" :  Tris 50 mM pH8,0 
   NaCl 500 mM 
   PMSF 0,2 mM 
• Equilibrer le système et la colonne dans le Tampon A’’ 
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• Elution avec un gradient isocratique, débit 0.25ml/min 
• Analyse SDS-PAGE (cf gel § VI.B) 
• Rassembler les fractions selon leur dégrée de pureté  
• Concentrer (Vivaspin 2ml 10000 Da) 
• Dosage de protéines (cf Dosage protéine § VI.A) 
• Ajouter un volume de glycérol 100% (pureté 99%) afin d’être à 50% final, avant 
conservation à -20°C 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
 
Alahari, A., Alibaud, L., Trivelli, X., Gupta, R., Lamichhane, G., Reynolds, R. C., Bishai, W. 
R., Guerardel, Y., and Kremer, L. (2009). Mycolic acid methyltransferase, MmaA4, is 
necessary for thiacetazone susceptibility in Mycobacterium tuberculosis. Mol Microbiol 71, 
1263-1277. 
 
Andersson, B. A., and Holman, R. T. (1974). Pyrrolidides for mass spectrometric 
determination of the position of the double bond in monounsaturated fatty acids. Lipids 9, 
185-190. 
 
Arioli, V., Berti, M., Carniti, G., Randisi, E., Rossi, E., and Scotti, R. (1981). Antibacterial 
activity of DL 473, a new semisynthetic rifamycin derivative. J Antibiot (Tokyo) 34, 1026-
1032. 
 
Arora, P., Goyal, A., Natarajan, V. T., Rajakumara, E., Verma, P., Gupta, R., Yousuf, M., 
Trivedi, O. A., Mohanty, D., Tyagi, A., Sankaranarayanan, R., and Gokhale, R. S. (2009). 
Mechanistic and functional insights into fatty acid activation in Mycobacterium tuberculosis. 
Nat Chem Biol. 
 
Asselineau, C., and Asselineau, J. (1966). Stéréochimie de l'acide corynomycolique. Bull. 
Soc. Chim. France 6, 1992-1999. 
 
Asselineau, C., Tocanne, G., and Tocanne, J. F. (1970). Stéréochimie des acides mycoliques. 
Bull. Soc. Chim. France 4, 1455-1459. 
 
Asselineau, J., and Lederer, E. (1950). Structure of the mycolic acids of Mycobacteria. Nature 
166, 782-784. 
 
Astarie-Dequeker, C., Le Guyader, L., Malaga, W., Seaphanh, F. K., Chalut, C., Lopez, A., 
and Guilhot, C. (2009). Phthiocerol dimycocerosates of M. tuberculosis participate in 
 - 111 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
macrophage invasion by inducing changes in the organization of plasma membrane lipids. 
PLoS Pathog 5, e1000289. 
 
Azad, A. K., Sirakova, T. D., Rogers, L. M., and Kolattukudy, P. E. (1996). Targeted 
replacement of the mycocerosic acid synthase gene in Mycobacterium bovis BCG produces a 
mutant that lacks mycosides. Proc Natl Acad Sci U S A 93, 4787-4792. 
 
Banerjee, A., Dubnau, E., Quemard, A., Balasubramanian, V., Um, K. S., Wilson, T., Collins, 
D., de Lisle, G., and Jacobs, W. R., Jr. (1994). inhA, a gene encoding a target for isoniazid 
and ethionamide in Mycobacterium tuberculosis. Science 263, 227-230. 
 
Barksdale, L., and Kim, K. S. (1977). Mycobacterium. Bacteriol Rev 41, 217-372. 
 
Barry, C. E., 3rd, Lee, R. E., Mdluli, K., Sampson, A. E., Schroeder, B. G., Slayden, R. A., 
and Yuan, Y. (1998). Mycolic acids: structure, biosynthesis and physiological functions. Prog 
Lipid Res 37, 143-179. 
 
Bar-Tana, J., Rose, G., and Shapiro, B. (1971). The purification and properties of microsomal 
palmitoyl-coenzyme A synthetase. Biochem J 122, 353-362. 
 
Bar-Tana, J., and Rose, G. (1973). Rat liver microsomal palmitoyl-coenzyme A synthetase. 
Structural properties. Biochem J 131, 443-449. 
 
Belanger, A. E., Besra, G. S., Ford, M. E., Mikusov , K., Belisle, J. T., Brennan, P. J., and 
Inamine, J. I. (1996). The embAB genes of Mycobacterium avium encode an 
arabinosyl transferase involved in cell wall arabinan biosynthesis that is the target for the 
antimycobacterial drug ethambutol. Proc Natl Acad Sci USA 93, 11919-11924. 
 
Belisle, J. T., Vissa, V. D., Sievert, T., Takayama, K., Brennan, P. J., and Besra, G. S. (1997). 
Role of the major antigen of Mycobacterium tuberculosis in cell wall biogenesis. Science 276, 
1420-1422. 
 
 - 112 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Bemer-Melchior, P., Bryskier, A., and Drugeon, H. B. (2000). Comparison of the in vitro 
activities of rifapentine and rifampicin against Mycobacterium tuberculosis complex. J 
Antimicrob Chemother 46, 571-576. 
 
Benadie, Y., Deysel, M., Siko, D. G., Roberts, V. V., Van Wyngaardt, S., Thanyani, S. T., 
Sekanka, G., Ten Bokum, A. M., Collett, L. A., Grooten, J., Baird, M. S., and Verschoor, J. 
A. (2008). Cholesteroid nature of free mycolic acids from M. tuberculosis. Chem Phys Lipids 
152, 95-103. 
 
Berg, P. (1956). Acyl adenylates; an enzymatic mechanism of acetate activation. J Biol Chem 
222, 991-1013. 
 
Besra, G. S., Minnikin, D. E., Wheeler, P. R., and Ratledge, C. (1993). Synthesis of methyl 
(Z)-tetracos-5-enoate and both enantiomers of ethyl (E)-6-methyltetracos-4-enoate: possible 
intermediates in the biosynthesis of mycolic acids in mycobacteria. Chem Phys Lipids 66, 23-
34. 
 
Bhatt, A., Fujiwara, N., Bhatt, K., Gurcha, S. S., Kremer, L., Chen, B., Chan, J., Porcelli, S. 
A., Kobayashi, K., Besra, G. S., and Jacobs, W. R., Jr. (2007). Deletion of kasB in 
Mycobacterium tuberculosis causes loss of acid-fastness and subclinical latent tuberculosis in 
immunocompetent mice. Proc Natl Acad Sci U S A 104, 5157-5162. 
 
Black, P. N., DiRusso, C. C., Metzger, A. K., and Heimert, T. L. (1992). Cloning, sequencing, 
and expression of the fadD gene of Escherichia coli encoding acyl coenzyme A synthetase. J 
Biol Chem 267, 25513-25520. 
 
Black, P. N., and DiRusso, C. C. (2003). Transmembrane movement of exogenous long-chain 
fatty acids: proteins, enzymes, and vectorial esterification. Microbiol Mol Biol Rev 67, 454-
472, table of contents. 
 
Bloch, K. (1977). Control mechanisms for fatty acid synthesis in Mycobacterium smegmatis. 
Adv. Enzymol. 45, 1-84. 
 
 - 113 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Boissier, F., Bardou, F., Guillet, V., Uttenweiler-Joseph, S., Daffe, M., Quemard, A., and 
Mourey, L. (2006). Further insight into S-adenosylmethionine-dependent methyltransferases: 
structural characterization of Hma, an enzyme essential for the biosynthesis of oxygenated 
mycolic acids in Mycobacterium tuberculosis. J Biol Chem 281, 4434-4445. 
 
Bradford, M. M. (1976). A rapid and sensitive method for the quantitation of microgram 
quantities of protein utilizing the principle of protein-dye binding. Anal. Biochem. 72, 248-
254. 
 
Brennan, P. J., and Nikaido, H. (1995). The envelope of Mycobacteria. Annu Rev Biochem 
64, 29-63. 
 
Brewer, T. F. (2000). Preventing tuberculosis with bacillus Calmette-Guerin vaccine: a meta-
analysis of the literature. Clin Infect Dis 31 Suppl 3, S64-67. 
 
Britton, W. J., and Triccas, J. A. (2008). The Constituents of the Cell Envelope and Their 
Impact on the Host Immune System. In The Mycobacterial Cell Envelope, Daffé, M. and 
Reyrat, J. M., ed. (Washington DC: ASM Press), pp. 249-270. 
 
Burman, W. J., Gallicano, K., and Peloquin, C. (2001). Comparative pharmacokinetics and 
pharmacodynamics of the rifamycin antibacterials. Clin Pharmacokinet 40, 327-341. 
 
Camacho, L. R., Constant, P., Raynaud, C., Laneelle, M. A., Triccas, J. A., Gicquel, B., 
Daffe, M., and Guilhot, C. (2001). Analysis of the phthiocerol dimycocerosate locus of 
Mycobacterium tuberculosis. Evidence that this lipid is involved in the cell wall permeability 
barrier. J Biol Chem 276, 19845-19854. 
 
Campbell, J. W., Morgan-Kiss, R. M., and Cronan, J. E., Jr. (2003). A new Escherichia coli 
metabolic competency: growth on fatty acids by a novel anaerobic beta-oxidation pathway. 
Mol Microbiol 47, 793-805. 
 
Caviglia, J. M., Li, L. O., Wang, S., DiRusso, C. C., Coleman, R. A., and Lewin, T. M. 
(2004). Rat long chain acyl-CoA synthetase 5, but not 1, 2, 3, or 4, complements Escherichia 
coli fadD. J Biol Chem 279, 11163-11169. 
 - 114 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
Chalut, C., Botella, L., de Sousa-D'Auria, C., Houssin, C., and Guilhot, C. (2006). The 
nonredundant roles of two 4'-phosphopantetheinyl transferases in vital processes of 
Mycobacteria. Proc Natl Acad Sci U S A 103, 8511-8516. 
 
Chun, J., Blackall, L. L., Kang, S. O., Hah, Y. C., and Goodfellow, M. (1997). A proposal to 
reclassify Nocardia pinensis Blackall et al. as Skermania piniformis gen. nov., comb. nov. Int 
J Syst Bacteriol 47, 127-131. 
 
Colditz, G. A., Brewer, T. F., Berkey, C. S., Wilson, M. E., Burdick, E., Fineberg, H. V., and 
Mosteller, F. (1994). Efficacy of BCG vaccine in the prevention of tuberculosis. Meta-
analysis of the published literature. Jama 271, 698-702. 
 
Cole, S. T., Brosch, R., Parkhill, J., Garnier, T., Churcher, C., Harris, D., Gordon, S. V., 
Eiglmeier, K., Gas, S., Barry, C. E., Tekaia, F., Badcock, K., Basham, D., Brown, D., 
Chillingworth, T., Connor, R., Davies, R., Devlin, K., Feltwell, T., Gentles, S., Hamlin, N., 
Holroyd, S., Hornsby, T., Jagels, K., and Barrell, B. G. (1998). Deciphering the biology of 
Mycobacterium tuberculosis from the complete genome sequence. Nature 393, 537-544. 
 
Constant, P., Perez, E., Malaga, W., Laneelle, M., Saurel, O., Daffe, M., and Guilhot, C. 
(2002a). Role of the pks15/1 gene in the biosynthesis of phenolglycolipids in the 
Mycobacterium tuberculosis complex. J. Biol. chem. 277, 38148-38158. 
 
Constant, P., Perez, E., Malaga, W., Laneelle, M. A., Saurel, O., Daffe, M., and Guilhot, C. 
(2002b). Role of the pks15/1 gene in the biosynthesis of phenolglycolipids in the 
Mycobacterium tuberculosis complex. Evidence that all strains synthesize glycosylated p-
hydroxybenzoic methyl esters and that strains devoid of phenolglycolipids harbor a frameshift 
mutation in the pks15/1 gene. J Biol Chem 277, 38148-38158. 
 
Conti, E., Franks, N. P., and Brick, P. (1996). Crystal structure of firefly luciferase throws 
light on a superfamily of adenylate-forming enzymes. Structure 4, 287-298. 
 
 - 115 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Conti, E., Stachelhaus, T., Marahiel, M. A., and Brick, P. (1997). Structural basis for the 
activation of phenylalanine in the non-ribosomal biosynthesis of gramicidin S. Embo J 16, 
4174-4183. 
 
Cox, J., Chen, B., McNeil, M., and Jacobs JR, W. (1999). Complex lipid determines tissu-
specific replication of Mycobacterium tuberculosis in mice. Nature 402, 79-83. 
 
Cricchio, R., Arioli, V., and Lancini, G. C. (1975). Hydrazones of 3-formylrifamycin SV. I - 
Hydrazones with N-amino-N'-substituted piperazines: synthesis, antibacterial activity and 
other biological properties. Farmaco Sci 30, 607-619. 
 
Cronan, J. E., Jr., and Subrahmanyam, S. (1998). FadR, transcriptional co-ordination of 
metabolic expediency. Mol Microbiol 29, 937-943. 
 
Daffé, M., Lacave, C., Laneelle, M. A., and Laneelle, G. (1987). Structure of the major 
triglycosyl phenol-phthiocerol of Mycobacterium tuberculosis (strain Canetti). Eur J Biochem 
167, 155-160. 
 
Daffé, M., and Laneelle, M. A. (1988). Distribution of phthiocerol diester, phenolic 
mycosides and related compounds in mycobacteria. J Gen Microbiol 134, 2049-2055. 
 
Daffé, M., Brennan, P. J., and McNeil, M. (1990). Predominant structural features of the cell 
wall arabinogalactan of Mycobacterium tuberculosis as revealed through characterization of 
oligoglycosyl alditol fragments by gas chromatography/mass spectrometry and by 1H and 
13C NMR analyses. J Biol Chem 265, 6734-6743. 
 
Daffé, M., McNeil, M., and Brennan, P. J. (1991). Novel type-specific lipooligosaccharides 
from Mycobacterium tuberculosis. Biochemistry 30, 378-388. 
 
Daffé, M., and Draper, P. (1998). The envelope layers of mycobacteria with reference to their 
pathogenicity. Adv Microb Physiol 39, 131-203. 
 
Daffé, M., and Etienne, G. (1999). The capsule of Mycobacterium tuberculosis and its 
implications for pathogenicity. Tuberc. Lung Dis. 79, 153-169. 
 - 116 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
Daffé, M. (2008). The Global Architecture of the Mycobacterial Cell Envelope. In The 
Mycobacterial Cell Envelope, Daffé, M. and Reyrat, J. M., ed. (Washington DC: ASM Press), 
pp. 3-11. 
 
Dam, T., Danelishvili, L., Wu, M., and Bermudez, L. E. (2006). The fadD2 gene is required 
for efficient Mycobacterium avium invasion of mucosal epithelial cells. J Infect Dis 193, 
1135-1142. 
 
Dao, D. N., Sweeney, K., Hsu, T., Gurcha, S. S., Nascimento, I. P., Roshevsky, D., Besra, G. 
S., Chan, J., Porcelli, S. A., and Jacobs, W. R. (2008). Mycolic acid modification by the 
mmaA4 gene of M. tuberculosis modulates IL-12 production. PLoS Pathog 4, e1000081. 
 
De Briel, D., Couderc, F., Riegel, P., Jehl, F., and Minck, R. (1992). High-performance liquid 
chromatography of corynomycolic acids as a tool in identification of Corynebacterium species 
and related organisms. J Clin Microbiol 30, 1407-1417. 
 
Diacovich, L., Peiru, S., Kurth, D., Rodriguez, E., Podesta, F., Khosla, C., and Gramajo, H. 
(2002). Kinetic and structural analysis of a new group of Acyl-CoA carboxylases found in 
Streptomyces coelicolor A3(2). J Biol Chem 277, 31228-31236. 
 
Diacovich, L., Mitchell, D. L., Pham, H., Gago, G., Melgar, M. M., Khosla, C., Gramajo, H., 
and Tsai, S. C. (2004). Crystal structure of the beta-subunit of acyl-CoA carboxylase: 
structure-based engineering of substrate specificity. Biochemistry 43, 14027-14036. 
 
Dickinson, J. M., and Mitchison, D. A. (1987). In vitro properties of rifapentine (MDL473) 
relevant to its use in intermittent chemotherapy of tuberculosis. Tubercle 68, 113-118. 
 
Distler, A. M., Kerner, J., and Hoppel, C. L. (2007). Post-translational modifications of rat 
liver mitochondrial outer membrane proteins identified by mass spectrometry. Biochim 
Biophys Acta 1774, 628-636. 
 
 - 117 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Dubnau, E., Marrakchi, H., Smith, I., Daffe, M., and Quemard, A. (1998). Mutations in the 
cmaB gene are responsible for the absence of methoxymycolic acid in Mycobacterium bovis 
BCG Pasteur. Mol Microbiol 29, 1526-1528. 
 
Dubnau, E., Chan, J., Raynaud, C., Mohan, V. P., Laneelle, M. A., Yu, K., Quemard, A., 
Smith, I., and Daffe, M. (2000). Oxygenated mycolic acids are necessary for virulence of 
Mycobacterium tuberculosis in mice. Mol Microbiol 36, 630-637. 
 
Etienne, G., Malaga, W., Laval, F., Lemassu, A., Guilhot, C., and Daffe, M. (2009). 
Identification of the polyketide synthase involved in the biosynthesis of the surface-exposed 
lipooligosaccharides in mycobacteria. J Bacteriol 191, 2613-2621. 
 
Faergeman, N. J., and Knudsen, J. (1997). Role of long-chain fatty acyl-CoA esters in the 
regulation of metabolism and in cell signalling. Biochem J 323 ( Pt 1), 1-12. 
 
Faller, M., Niederweis, M., and Schulz, G. E. (2004). The structure of a mycobacterial outer-
membrane channel. Science 303, 1189-1192. 
 
Fernandes, N. D., and Kolattukudy, P. E. (1996). Cloning, sequencing and characterization of 
a fatty acid synthase-encoding gene from Mycobacterium tuberculosis var. bovis BCG. Gene 
170, 95-99. 
 
Ferrer, M., Chernikova, T. N., Yakimov, M. M., Golyshin, P. N., and Timmis, K. N. (2003). 
Chaperonins govern growth of Escherichia coli at low temperatures. Nat Biotechnol 21, 1266-
1267. 
 
Ferreras, J. A., Ryu, J. S., Di Lello, F., Tan, D. S., and Quadri, L. E. (2005). Small-molecule 
inhibition of siderophore biosynthesis in Mycobacterium tuberculosis and Yersinia pestis. Nat 
Chem Biol 1, 29-32. 
 
Ferreras, J. A., Stirrett, K. L., Lu, X., Ryu, J. S., Soll, C. E., Tan, D. S., and Quadri, L. E. 
(2008). Mycobacterial phenolic glycolipid virulence factor biosynthesis: mechanism and 
small-molecule inhibition of polyketide chain initiation. Chem Biol 15, 51-61. 
 
 - 118 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Fitzmaurice, A. M., and Kolattukudy, P. E. (1998). An acyl-CoA synthase (acoas) gene 
adjacent to the mycocerosic acid synthase (mas) locus is necessary for mycocerosyl lipid 
synthesis in Mycobacterium tuberculosis var. bovis BCG. J Biol Chem 273, 8033-8039. 
 
Fontan, P., Aris, V., Ghanny, S., Soteropoulos, P., and Smith, I. (2008). Global transcriptional 
profile of Mycobacterium tuberculosis during THP-1 human macrophage infection. Infect 
Immun 76, 717-725. 
 
Frothingham, R., Meeker, O. C. W. A., Talbot, E. A., George, J. W., and Kreuzer, K. N. 
(1996). Identification, cloning, and expression of the Escherichia coli pyrazinamidase and 
nicotinamidase gene, pncA. Antimicrob Agents Chemother 40, 1426-1431. 
 
Gagliardi, M. C., Lemassu, A., Teloni, R., Mariotti, S., Sargentini, V., Pardini, M., Daffe, M., 
and Nisini, R. (2007). Cell wall-associated alpha-glucan is instrumental for Mycobacterium 
tuberculosis to block CD1 molecule expression and disable the function of dendritic cell 
derived from infected monocyte. Cell Microbiol 9, 2081-2092. 
 
Gande, R., Gibson, K. J., Brown, A. K., Krumbach, K., Dover, L. G., Sahm, H., Shioyama, S., 
Oikawa, T., Besra, G. S., and Eggeling, L. (2004). Acyl-CoA carboxylases (accD2 and 
accD3), together with a unique polyketide synthase (Cg-pks), are key to mycolic acid 
biosynthesis in Corynebacterineae such as Corynebacterium glutamicum and Mycobacterium 
tuberculosis. J Biol Chem 279, 44847-44857. 
 
Gao, L. Y., Laval, F., Lawson, E. H., Groger, R. K., Woodruff, A., Morisaki, J. H., Cox, J. S., 
Daffe, M., and Brown, E. J. (2003). Requirement for kasB in Mycobacterium mycolic acid 
biosynthesis, cell wall impermeability and intracellular survival: implications for therapy. Mol 
Microbiol 49, 1547-1563. 
 
Gastambide-Odier, M., and Lederer, E. (1960). Biosynthesis of corynomycolic acid from 2 
molecules of palmitic acid. Biochem Z 333, 285-295. 
 
Geurtsen, J., Chedammi, S., Mesters, J., Cot, M., Driessen, N. N., Sambou, T., Kakutani, R., 
Ummels, R., Maaskant, J., Takata, H., Baba, O., Terashima, T., Bovin, N., Vandenbroucke-
Grauls, C. M., Nigou, J., Puzo, G., Lemassu, A., Daffe, M., and Appelmelk, B. J. (2009). 
 - 119 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Identification of mycobacterial alpha-glucan as a novel ligand for DC-SIGN: involvement of 
mycobacterial capsular polysaccharides in host immune modulation. J Immunol 183, 5221-
5231. 
 
Gill, S. C., and von Hippel, P. H. (1989). Calculation of protein extinction coefficients from 
amino acid sequence data [published erratum appears in Anal Biochem 1990 Sep;189(2):283]. 
Anal Biochem 182, 319-326. 
 
Gillespie, S. H. (2002). Evolution of drug resistance in Mycobacterium tuberculosis: clinical 
and molecular perspective. Antimicrob Agents Chemother 46, 267-274. 
 
Glickman, M. S., Cox, J. S., and Jacobs, W. R., Jr. (2000). A novel mycolic acid 
cyclopropane synthetase is required for cording, persistence, and virulence of Mycobacterium 
tuberculosis. Mol Cell 5, 717-727. 
 
Glickman, M. S., Cahill, S. M., and Jacobs, W. R., Jr. (2001). The Mycobacterium 
tuberculosis cmaA2 gene encodes a mycolic acid trans-cyclopropane synthetase. J Biol Chem 
276, 2228-2233. 
 
Glickman, M. S. (2003). The mmaA2 gene of Mycobacterium tuberculosis encodes the distal 
cyclopropane synthase of the alpha-mycolic acid. J Biol Chem 278, 7844-7849. 
 
Gokhale, R. S., Saxena, P., Chopra, T., and Mohanty, D. (2007). Versatile polyketide 
enzymatic machinery for the biosynthesis of complex mycobacterial lipids. Nat Prod Rep 24, 
267-277. 
 
Gomez-Flores, R., Gupta, S., Tamez-Guerra, R., and Mehta, R. T. (1995). Determination of 
MICs for Mycobacterium avium-M. intracellulare complex in liquid medium by a 
colorimetric method. J Clin Microbiol 33, 1842-1846. 
 
Goren, M. B., Brokl, O., and Schaefer, W. B. (1974). Lipids of putative relevance to virulence 
in Mycobacterium tuberculosis: phthiocerol dimycocerosate and the attenuation indicator 
lipid. Infect Immun 9, 150-158. 
 
 - 120 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Goren, M. B., and Brennan, P. J. (1979). Mycobacterial lipids : chemistry and biological 
activities. In Tuberculosis, Youmans, G. P., ed. (Philadelphia: The W. B. Saunders Co.), pp. 
63-193. 
 
Grayson, N. A., and Westkaemper, R. B. (1988). Stable analogs of acyl adenylates. Inhibition 
of acetyl- and acyl-CoA synthetase by adenosine 5'-alkylphosphates. Life Sci 43, 437-444. 
 
Gulick, A. M., Starai, V. J., Horswill, A. R., Homick, K. M., and Escalante-Semerena, J. C. 
(2003). The 1.75 A crystal structure of acetyl-CoA synthetase bound to adenosine-5'-
propylphosphate and coenzyme A. Biochemistry 42, 2866-2873. 
 
Guranowski, A., Gunther Sillero, M. A., and Sillero, A. (1994). Adenosine 5'-tetraphosphate 
and adenosine 5'-pentaphosphate are synthesized by yeast acetyl coenzyme A synthetase. J 
Bacteriol 176, 2986-2990. 
 
Gurvitz, A., Hiltunen, J. K., and Kastaniotis, A. J. (2009). Heterologous expression of 
mycobacterial proteins in Saccharomyces cerevisiae reveals two physiologically functional 3-
hydroxyacyl-thioester dehydratases, HtdX and HtdY, in addition to HadABC and HtdZ. J 
Bacteriol 191, 2683-2690. 
 
Hall, A. M., Smith, A. J., and Bernlohr, D. A. (2003). Characterization of the Acyl-CoA 
synthetase activity of purified murine fatty acid transport protein 1. J Biol Chem 278, 43008-
43013. 
 
Hall, A. M., Wiczer, B. M., Herrmann, T., Stremmel, W., and Bernlohr, D. A. (2005). 
Enzymatic properties of purified murine fatty acid transport protein 4 and analysis of acyl-
CoA synthetase activities in tissues from FATP4 null mice. J Biol Chem 280, 11948-11954. 
 
Hallows, W. C., Lee, S., and Denu, J. M. (2006). Sirtuins deacetylate and activate mammalian 
acetyl-CoA synthetases. Proc Natl Acad Sci U S A 103, 10230-10235. 
 
Hansen, M. B., Nielsen, S. E., and Berg, K. (1989). Re-examination and further development 
of a precise and rapid dye method for measuring cell growth/cell kill. J Immunol Methods 
119, 203-210. 
 - 121 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
He, W., Soll, C. E., Chavadi, S. S., Zhang, G., Warren, J. D., and Quadri, L. E. (2009). 
Cooperation between a coenzyme A-independent stand-alone initiation module and an 
iterative type I polyketide synthase during synthesis of mycobacterial phenolic glycolipids. J 
Am Chem Soc 131, 16744-16750. 
 
Henry, M. F., and Cronan, J. E., Jr. (1992). A new mechanism of transcriptional regulation: 
release of an activator triggered by small molecule binding. Cell 70, 671-679. 
 
Hisanaga, Y., Ago, H., Nakagawa, N., Hamada, K., Ida, K., Yamamoto, M., Hori, T., Arii, Y., 
Sugahara, M., Kuramitsu, S., Yokoyama, S., and Miyano, M. (2004). Structural basis of the 
substrate-specific two-step catalysis of long chain fatty acyl-CoA synthetase dimer. J Biol 
Chem 279, 31717-31726. 
 
Hoffmann, C., Leis, A., Niederweis, M., Plitzko, J. M., and Engelhardt, H. (2008). Disclosure 
of the mycobacterial outer membrane: cryo-electron tomography and vitreous sections reveal 
the lipid bilayer structure. Proc Natl Acad Sci U S A 105, 3963-3967. 
 
Hopwood, D. A., and Sherman, D. H. (1990). Molecular genetics of polyketides and its 
comparison to fatty acid biosynthesis. Annu Rev Genet 24, 37-66. 
 
Huang, C. C., Smith, C. V., Glickman, M. S., Jacobs, W. R., Jr., and Sacchettini, J. C. (2002). 
Crystal structures of mycolic acid cyclopropane synthases from Mycobacterium tuberculosis. 
J Biol Chem 277, 11559-11569. 
 
Hutchings, G. J., Banks, B. E., Mruzek, M., Ridd, J. H., and Vernon, C. A. (1981). 
Mechanisms of hydrolysis of adenosine 5'-triphosphate, adenosine 5'-diphosphate, and 
inorganic pyrophosphate in aqueous perchloric acid. Biochemistry 20, 5809-5816. 
 
Ingram-Smith, C., Woods, B. I., and Smith, K. S. (2006). Characterization of the acyl 
substrate binding pocket of acetyl-CoA synthetase. Biochemistry 45, 11482-11490. 
 
Jackson, M., and Brennan, P. J. (2009). Polymethylated polysaccharides from Mycobacterium 
species revisited. J Biol Chem 284, 1949-1953. 
 - 122 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
Jarlier, V., and Nikaïdo, H. (1994). Mycobacterial cell wall : structure and role in natural 
resistance to antibiotics. FEMS Microbiol. Lett. 123, 11-18. 
 
Jiang, Y., Chan, C. H., and Cronan, J. E. (2006). The soluble acyl-acyl carrier protein 
synthetase of Vibrio harveyi B392 is a member of the medium chain acyl-CoA synthetase 
family. Biochemistry 45, 10008-10019. 
 
Jogl, G., and Tong, L. (2004). Crystal structure of yeast acetyl-coenzyme A synthetase in 
complex with AMP. Biochemistry 43, 1425-1431. 
 
Johnsson, K., and Shultz, P. G. (1994). Mechanistic studies of the oxidation of isoniazid by 
the catalase peroxidase from Mycobacterium tuberculosis. J. Am. Chem. Soc. 116, 7425-
7426. 
 
Kalinowski, J., Bathe, B., Bartels, D., Bischoff, N., Bott, M., Burkovski, A., Dusch, N., 
Eggeling, L., Eikmanns, B. J., Gaigalat, L., Goesmann, A., Hartmann, M., Huthmacher, K., 
Kramer, R., Linke, B., McHardy, A. C., Meyer, F., Mockel, B., Pfefferle, W., Puhler, A., Rey, 
D. A., Ruckert, C., Rupp, O., Sahm, H., Wendisch, V. F., Wiegrabe, I., and Tauch, A. (2003). 
The complete Corynebacterium glutamicum ATCC 13032 genome sequence and its impact on 
the production of L-aspartate-derived amino acids and vitamins. J Biotechnol 104, 5-25. 
 
Kameda, K., and Nunn, W. D. (1981). Purification and characterization of acyl coenzyme A 
synthetase from Escherichia coli. J Biol Chem 256, 5702-5707. 
 
Kaufmann, S. H., and McMichael, A. J. (2005). Annulling a dangerous liaison: vaccination 
strategies against AIDS and tuberculosis. Nat Med 11, S33-44. 
 
Khare, G., Gupta, V., Gupta, R. K., Gupta, R., Bhat, R., and Tyagi, A. K. (2009). Dissecting 
the role of critical residues and substrate preference of a Fatty Acyl-CoA Synthetase 
(FadD13) of Mycobacterium tuberculosis. PLoS One 4, e8387. 
 
 - 123 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Knoll, L. J., Schall, O. F., Suzuki, I., Gokel, G. W., and Gordon, J. I. (1995). Comparison of 
the reactivity of tetradecenoic acids, a triacsin, and unsaturated oximes with four purified 
Saccharomyces cerevisiae fatty acid activation proteins. J Biol Chem 270, 20090-20097. 
 
Kolattukudy, P. E., Fernandes, N. D., Azad, A. K., Fitzmaurice, A. M., and Sirakova, T. D. 
(1997). Biochemistry and molecular genetics of cell-wall lipid biosynthesis in mycobacteria. 
Mol Microbiol 24, 263-270. 
 
Konz, D., and Marahiel, M. A. (1999). How do peptide synthetases generate structural 
diversity? Chem Biol 6, R39-48. 
 
Kremer, L., Baulard, A. R., and Besra, G. S. (2000). Genetics of mycolic acid biosynthesis. In 
Molecular genetics of mycobacteria, Hatfull, G. F. and Jacobs, W. R., ed. (Washington D.C.: 
ASM Press), pp. 173-190. 
 
Kremer, L., Dover, L. G., Carrere, S., Nampoothiri, K. M., Lesjean, S., Brown, A. K., 
Brennan, P. J., Minnikin, D. E., Locht, C., and Besra, G. S. (2002). Mycolic acid biosynthesis 
and enzymic characterization of the beta-ketoacyl-ACP synthase A-condensing enzyme from 
Mycobacterium tuberculosis. Biochem J 364, 423-430. 
 
Laemmli, U. K. (1970). Cleavage of structural proteins during the assembly of the head of 
bacteriophage T4. Nature 227, 680-685. 
 
Larkin, M. A., Blackshields, G., Brown, N. P., Chenna, R., McGettigan, P. A., McWilliam, 
H., Valentin, F., Wallace, I. M., Wilm, A., Lopez, R., Thompson, J. D., Gibson, T. J., and 
Higgins, D. G. (2007). Clustal W and Clustal X version 2.0. Bioinformatics 23, 2947-2948. 
 
Laval, F., Haites, R., Movahedzadeh, F., Lemassu, A., Wong, C. Y., Stoker, N., Billman-
Jacobe, H., and Daffe, M. (2008). Investigating the function of the putative mycolic acid 
methyltransferase UmaA: divergence between the Mycobacterium smegmatis and 
Mycobacterium tuberculosis proteins. J Biol Chem 283, 1419-1427. 
 
 - 124 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Lea-Smith, D. J., Pyke, J. S., Tull, D., McConville, M. J., Coppel, R. L., and Crellin, P. K. 
(2007). The reductase that catalyzes mycolic motif synthesis is required for efficient 
attachment of mycolic acids to arabinogalactan. J Biol Chem 282, 11000-11008. 
 
Lederer, E., Adam, A., Ciorbaru, R., Petit, J. F., and Wietzerbin, J. (1975). Cell walls of 
Mycobacteria and related organisms; chemistry and immunostimulant properties. Mol Cell 
Biochem 7, 87-104. 
 
Lin, M. Y., and Ottenhoff, T. H. (2008). Not to wake a sleeping giant: new insights into host-
pathogen interactions identify new targets for vaccination against latent Mycobacterium 
tuberculosis infection. Biol Chem 389, 497-511. 
 
Linne, U., Schwarzer, D., Schroeder, G. N., and Marahiel, M. A. (2004). Mutational analysis 
of a type II thioesterase associated with nonribosomal peptide synthesis. Eur J Biochem 271, 
1536-1545. 
 
Linne, U., Schafer, A., Stubbs, M. T., and Marahiel, M. A. (2007). Aminoacyl-coenzyme A 
synthesis catalyzed by adenylation domains. FEBS Lett 581, 905-910. 
 
Liu, J., Barry, C. E., 3rd, Besra, G. S., and Nikaido, H. (1996). Mycolic acid structure 
determines the fluidity of the mycobacterial cell wall. J Biol Chem 271, 29545-29551. 
 
Lynett, J., and Stokes, R. W. (2007). Selection of transposon mutants of Mycobacterium 
tuberculosis with increased macrophage infectivity identifies fadD23 to be involved in 
sulfolipid production and association with macrophages. Microbiology 153, 3133-3140. 
 
Machida, K., Tanaka, T., Shibata, K., and Taniguchi, M. (1997). Inhibitory effects of 
nucleoside 5'-alkylphosphates on sexual agglutination in Saccharomyces cerevisiae. FEMS 
Microbiol Lett 147, 17-22. 
 
Mahfoud, M., Sukumaran, S., Hulsmann, P., Grieger, K., and Niederweis, M. (2006). 
Topology of the porin MspA in the outer membrane of Mycobacterium smegmatis. J Biol 
Chem 281, 5908-5915. 
 
 - 125 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Makarov, V., Manina, G., Mikusova, K., Mollmann, U., Ryabova, O., Saint-Joanis, B., Dhar, 
N., Pasca, M. R., Buroni, S., Lucarelli, A. P., Milano, A., De Rossi, E., Belanova, M., 
Bobovska, A., Dianiskova, P., Kordulakova, J., Sala, C., Fullam, E., Schneider, P., 
McKinney, J. D., Brodin, P., Christophe, T., Waddell, S., Butcher, P., Albrethsen, J., 
Rosenkrands, I., Brosch, R., Nandi, V., Bharath, S., Gaonkar, S., Shandil, R. K., 
Balasubramanian, V., Balganesh, T., Tyagi, S., Grosset, J., Riccardi, G., and Cole, S. T. 
(2009). Benzothiazinones kill Mycobacterium tuberculosis by blocking arabinan synthesis. 
Science 324, 801-804. 
 
Marahiel, M. A., Stachelhaus, T., and Mootz, H. D. (1997). Modular Peptide Synthetases 
Involved in Nonribosomal Peptide Synthesis. Chem Rev 97, 2651-2674. 
 
Marrakchi, H., Bardou, F., Laneelle , M., and Daffé, M. (2008). A Comprehensive Overview 
of Mycolic Acid Structure and Biosynthesis. In The Mycobacterial Cell Envelope, Daffé, M. 
and Reyrat, J. M., ed. (Washington DC: ASM Press), pp. 41-62. 
 
May, J. J., Kessler, N., Marahiel, M. A., and Stubbs, M. T. (2002). Crystal structure of DhbE, 
an archetype for aryl acid activating domains of modular nonribosomal peptide synthetases. 
Proc Natl Acad Sci U S A 99, 12120-12125. 
 
May, J. J., Finking, R., Wiegeshoff, F., Weber, T. T., Bandur, N., Koert, U., and Marahiel, M. 
A. (2005). Inhibition of the D-alanine:D-alanyl carrier protein ligase from Bacillus subtilis 
increases the bacterium's susceptibility to antibiotics that target the cell wall. Febs J 272, 
2993-3003. 
 
McNeil, M., Daffe, M., and Brennan, P. J. (1990). Evidence for the nature of the link between 
the arabinogalactan and peptidoglycan of mycobacterial cell walls. J Biol Chem 265, 18200-
18206. 
 
McNeil, M., Daffe, M., and Brennan, P. J. (1991). Location of the mycolyl ester substituents 
in the cell walls of Mycobacteria. J Biol Chem 266, 13217-13223. 
 
 - 126 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Minnikin, D. E. (1982). Lipids : complex lipids, their chemistry, biosynthesis and roles. In 
The Biology of the Mycobacteria, vol. 1, Ratledge, C. and Stanford, J., ed. (London: 
Academic Press Inc.), pp. 95-184. 
 
Molle, V., Brown, A. K., Besra, G. S., Cozzone, A. J., and Kremer, L. (2006). The 
condensing activities of the Mycobacterium tuberculosis type II fatty acid synthase are 
differentially regulated by phosphorylation. J Biol Chem 281, 30094-30103. 
 
Morgan-Kiss, R. M., and Cronan, J. E. (2004). The Escherichia coli fadK (ydiD) gene 
encodes an anerobically regulated short chain acyl-CoA synthetase. J Biol Chem 279, 37324-
37333. 
 
Morsczeck, C., Berger, S., and Plum, G. (2001). The macrophage-induced gene (mig) of 
Mycobacterium avium encodes a medium-chain acyl-coenzyme A synthetase. Biochim 
Biophys Acta 1521, 59-65. 
 
Nakayama, K., and Tanaka, T. (2001). Evaluation of adenosine 5'-hexadecylphosphate as an 
inhibitor of acyl-CoA synthetase isozyme functional for phospholipid reconstitution in the 
yeast Saccharomyces cerevisiae. J Biosci Bioeng 92, 475-477. 
 
Needleman, S. B., and Wunsch, C. D. (1970). A general method applicable to the search for 
similarities in the amino acid sequence of two proteins. J Mol Biol 48, 443-453. 
 
Nishiuchi, Y., Baba, T., Hotta, H. H., and Yano, I. (1999). Mycolic acid analysis in Nocardia 
species. The mycolic acid compositions of Nocardia asteroides, N. farcinica, and N. nova. J 
Microbiol Methods 37, 111-122. 
 
Nunn, W. D. (1986). A molecular view of fatty acid catabolism in Escherichia coli. Microbiol 
Rev 50, 179-192. 
 
Oba, Y., Ojika, M., and Inouye, S. (2003). Firefly luciferase is a bifunctional enzyme: ATP-
dependent monooxygenase and a long chain fatty acyl-CoA synthetase. FEBS Lett 540, 251-
254. 
 
 - 127 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Odriozola, J. M., Ramos, J. A., and Bloch, K. (1977). Fatty acid synthetase activity in 
Mycobacterium smegmatis. Characterization of the acyl carrier protein-dependent elongating 
system. Biochim Biophys Acta 488, 207-217. 
 
Oh, T. J., Daniel, J., Kim, H. J., Sirakova, T. D., and Kolattukudy, P. E. (2006). Identification 
and characterization of Rv3281 as a novel subunit of a biotin-dependent acyl-CoA 
Carboxylase in Mycobacterium tuberculosis H37Rv. J Biol Chem 281, 3899-3908. 
 
Papaioannou, N., Cheon, H. S., Lian, Y., and Kishi, Y. (2007). Product-regulation 
mechanisms for fatty acid biosynthesis catalyzed by Mycobacterium smegmatis FAS I. 
Chembiochem 8, 1775-1780. 
 
Petit, J. F., Adam, A., Wietzerbin-Falszpan, J., Lederer, E., and Ghuysen, J. M. (1969). 
Chemical structure of the cell wall of Mycobacterium smegmatis. I. Isolation and partial 
characterization of the peptidoglycan. Biochem Biophys Res Commun 35, 478-485. 
 
Petit, J. F., Wietzerbin, J., Das, B. C., and Lederer, E. (1975). Chemical structure of the cell 
wall of Mycobacterium tuberculosis var. bovis, strain BCG. Z Immunitatsforsch Exp Klin 
Immunol 149, 118-125. 
 
Peyron, P., Vaubourgeix, J., Poquet, Y., Levillain, F., Botanch, C., Bardou, F., Daffe, M., 
Emile, J. F., Marchou, B., Cardona, P. J., de Chastellier, C., and Altare, F. (2008). Foamy 
macrophages from tuberculous patients' granulomas constitute a nutrient-rich reservoir for M. 
tuberculosis persistence. PLoS Pathog 4, e1000204. 
 
Phetsuksiri, B., Jackson, M., Scherman, H., McNeil, M., Besra, G. S., Baulard, A. R., 
Slayden, R. A., DeBarber, A. E., Barry, C. E., 3rd, Baird, M. S., Crick, D. C., and Brennan, P. 
J. (2003). Unique mechanism of action of the thiourea drug isoxyl on Mycobacterium 
tuberculosis. J Biol Chem 278, 53123-53130. 
 
Plum, G., and Clark-Curtiss, J. E. (1994). Induction of Mycobacterium avium gene expression 
following phagocytosis by human macrophages. Infect Immun 62, 476-483. 
 
 - 128 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Portevin, D., De Sousa-D'Auria, C., Houssin, C., Grimaldi, C., Chami, M., Daffe, M., and 
Guilhot, C. (2004). A polyketide synthase catalyzes the last condensation step of mycolic acid 
biosynthesis in Mycobacteria and related organisms. Proc Natl Acad Sci U S A 101, 314-319. 
 
Portevin, D., de Sousa-D'Auria, C., Montrozier, H., Houssin, C., Stella, A., Laneelle, M. A., 
Bardou, F., Guilhot, C., and Daffe, M. (2005). The acyl-AMP ligase FadD32 and AccD4-
containing acyl-CoA carboxylase are required for the synthesis of mycolic acids and essential 
for mycobacterial growth: identification of the carboxylation product and determination of the 
acyl-CoA carboxylase components. J Biol Chem 280, 8862-8874. 
 
Post-Beittenmiller, D., Jaworski, J. G., and Ohlrogge, J. B. (1991). In vivo pools of free and 
acylated acyl carrier proteins in spinach. Evidence for sites of regulation of fatty acid 
biosynthesis. J Biol Chem 266, 1858-1865. 
 
Prome, J. C., Walker, R. W., and Lacave, C. (1974). Condensation of two molecules of 
palmitic acid in Corynebacterium diphtheriae : formation of a beta-keto ester of trehalose. C. 
R. Acad. Sci. Paris C 278, 1065-1068. 
 
Puech, V., Bayan, N., Salim, K., Leblon, G., and Daffe, M. (2000). Characterization of the in 
vivo acceptors of the mycoloyl residues transferred by the corynebacterial PS1 and the related 
mycobacterial antigens 85. Mol Microbiol 35, 1026-1041. 
 
Puech, V., Guilhot, C., Perez, E., Tropis, M., Armitige, L. Y., Gicquel, B., and Daffe, M. 
(2002). Evidence for a partial redundancy of the fibronectin-binding proteins for the transfer 
of mycoloyl residues onto the cell wall arabinogalactan termini of Mycobacterium 
tuberculosis. Mol Microbiol. 44, 1109-1122. 
 
Pym, A. S., Brodin, P., Majlessi, L., Brosch, R., Demangel, C., Williams, A., Griffiths, K. E., 
Marchal, G., Leclerc, C., and Cole, S. T. (2003). Recombinant BCG exporting ESAT-6 
confers enhanced protection against tuberculosis. Nat Med 9, 533-539. 
 
Quemard, A., Sacchettini, J. C., Dessen, A., Vilcheze, C., Bittman, R., Jacobs, W. R., Jr., and 
Blanchard, J. S. (1995). Enzymatic characterization of the target for isoniazid in 
Mycobacterium tuberculosis. Biochemistry 34, 8235-8241. 
 - 129 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
 
Qureshi, N., Sathyamoorthy, N., and Takayama, K. (1984). Biosynthesis of C30 to C56 fatty 
acids by an extract of Mycobacterium tuberculosis H37Ra. J. Bacteriol. 157, 46-52. 
 
Rao, V., Gao, F., Chen, B., Jacobs, W. R., Jr., and Glickman, M. S. (2006). Trans-
cyclopropanation of mycolic acids on trehalose dimycolate suppresses Mycobacterium 
tuberculosis -induced inflammation and virulence. J Clin Invest 116, 1660-1667. 
 
Rastogi, N., and David, H. L. (1988). Mechanisms of pathogenicity in mycobacteria. 
Biochimie 70, 1101-1120. 
 
Reger, A. S., Carney, J. M., and Gulick, A. M. (2007). Biochemical and crystallographic 
analysis of substrate binding and conformational changes in acetyl-CoA synthetase. 
Biochemistry 46, 6536-6546. 
 
Reger, A. S., Wu, R., Dunaway-Mariano, D., and Gulick, A. M. (2008). Structural 
characterization of a 140 degrees domain movement in the two-step reaction catalyzed by 4-
chlorobenzoate:CoA ligase. Biochemistry 47, 8016-8025. 
 
Rindi, L., Fattorini, L., Bonanni, D., Iona, E., Freer, G., Tan, D., Deho, G., Orefici, G., and 
Garzelli, C. (2002). Involvement of the fadD33 gene in the growth of Mycobacterium 
tuberculosis in the liver of BALB/c mice. Microbiology 148, 3873-3880. 
 
Ritz, N., Hanekom, W. A., Robins-Browne, R., Britton, W. J., and Curtis, N. (2008). 
Influence of BCG vaccine strain on the immune response and protection against tuberculosis. 
FEMS Microbiol Rev 32, 821-841. 
 
Rock, C. O., Cronan, J. E., Jr., and Armitage, I. M. (1981). Molecular properties of acyl 
carrier protein derivatives. J Biol Chem 256, 2669-2674. 
 
Rose, I. A., Grunberg-Manago, M., Korey, S. R., and Ochoa, S. (1954). Enzymatic 
phosphorylation of acetate. J Biol Chem 211, 737-756. 
 
 - 130 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Rousseau, C., Winter, N., Pivert, E., Bordat, Y., Neyrolles, O., Ave, P., Huerre, M., Gicquel, 
B., and Jackson, M. (2004). Production of phthiocerol dimycocerosates protects 
Mycobacterium tuberculosis from the cidal activity of reactive nitrogen intermediates 
produced by macrophages and modulates the early immune response to infection. Cell 
Microbiol 6, 277-287. 
 
Rozwarski, D. A., Grant, G. A., Barton, D. H., Jacobs, W. R., Jr., and Sacchettini, J. C. 
(1998). Modification of the NADH of the isoniazid target (InhA) from Mycobacterium 
tuberculosis. Science 279, 98-102. 
 
Sacchettini, J. C., Rubin, E. J., and Freundlich, J. S. (2008). Drugs versus bugs: in pursuit of 
the persistent predator Mycobacterium tuberculosis. Nat Rev Microbiol 6, 41-52. 
 
Sacco, E., Suarez Covarrubias, A., O'Hare, H. M., Carroll , P., Eynard, N., Jones, T. A., 
Parish, T., Daffé, M., Bäckbro, K., and Quémard, A. (2007). The missing piece of the type II 
fatty acid synthase system from Mycobacterium tuberculosis. PNAS 104, 14628-14633. 
 
Sankar, M. M., Gopinath, K., Singla, R., and Singh, S. (2008). In-vitro antimycobacterial drug 
susceptibility testing of non-tubercular mycobacteria by tetrazolium microplate assay. Ann 
Clin Microbiol Antimicrob 7, 15. 
 
Schaeffer, M. L., Agnihotri, G., Kallender, H., Brennan, P. J., and Lonsdale, J. T. (2001). 
Expression, purification, and characterization of the Mycobacterium tuberculosis acyl carrier 
protein, AcpM. Biochim Biophys Acta 1532, 67-78. 
 
Schmoock, G., Pfennig, F., Jewiarz, J., Schlumbohm, W., Laubinger, W., Schauwecker, F., 
and Keller, U. (2005). Functional cross-talk between fatty acid synthesis and nonribosomal 
peptide synthesis in quinoxaline antibiotic-producing streptomycetes. J Biol Chem 280, 4339-
4349. 
 
Schwer, B., Bunkenborg, J., Verdin, R. O., Andersen, J. S., and Verdin, E. (2006). Reversible 
lysine acetylation controls the activity of the mitochondrial enzyme acetyl-CoA synthetase 2. 
Proc Natl Acad Sci U S A 103, 10224-10229. 
 
 - 131 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Shinnick, T. M., and Good, R. C. (1994). Mycobacterial taxonomy. Eur J Clin Microbiol 
Infect Dis 13, 884-901. 
 
Shiraishi, T., Tezuka, K., and Uda, Y. (1994). Selective inhibition of lignoceroyl-CoA 
synthetase by adenosine 5'-alkylphosphates. FEBS Lett 352, 353-355. 
 
Sieuwerts, A. M., Klijn, J. G., Peters, H. A., and Foekens, J. A. (1995). The MTT tetrazolium 
salt assay scrutinized: how to use this assay reliably to measure metabolic activity of cell 
cultures in vitro for the assessment of growth characteristics, IC50-values and cell survival. 
Eur J Clin Chem Clin Biochem 33, 813-823. 
 
Singh, A., Jain, S., Gupta, S., Das, T., and Tyagi, A. K. (2003). mymA operon of 
Mycobacterium tuberculosis: its regulation and importance in the cell envelope. FEMS 
Microbiol Lett 227, 53-63. 
 
Singh, A., Gupta, R., Vishwakarma, R. A., Narayanan, P. R., Paramasivan, C. N., 
Ramanathan, V. D., and Tyagi, A. K. (2005). Requirement of the mymA operon for 
appropriate cell wall ultrastructure and persistence of Mycobacterium tuberculosis in the 
spleens of guinea pigs. J Bacteriol 187, 4173-4186. 
 
Slayden, R. A., and Barry, C. E., 3rd (2002). The role of KasA and KasB in the biosynthesis 
of meromycolic acids and isoniazid resistance in Mycobacterium tuberculosis. Tuberculosis 
(Edinb) 82, 149-160. 
 
Smith, T. F., and Waterman, M. S. (1981). Identification of common molecular subsequences. 
J Mol Biol 147, 195-197. 
 
Snapper, S. B., Melton, R. E., Mustafa, S., Kieser, T., and Jacobs Jr., W. R. (1990). Isolation 
and characterization of efficient transformation mutants of Mycobacterium smegmatis. Mol 
Microbiol 4, 1911-1919. 
 
Stachelhaus, T., and Marahiel, M. A. (1995). Modular structure of peptide synthetases 
revealed by dissection of the multifunctional enzyme GrsA. J Biol Chem 270, 6163-6169. 
 
 - 132 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Stachelhaus, T., Mootz, H. D., and Marahiel, M. A. (1999). The specificity-conferring code of 
adenylation domains in nonribosomal peptide synthetases. Chem Biol 6, 493-505. 
 
Starai, V. J., Celic, I., Cole, R. N., Boeke, J. D., and Escalante-Semerena, J. C. (2002). Sir2-
dependent activation of acetyl-CoA synthetase by deacetylation of active lysine. Science 298, 
2390-2392. 
 
Studier, F. W. (2005). Protein production by auto-induction in high density shaking cultures. 
Protein Expr Purif 41, 207-234. 
 
Takao, Ito, and Tamida (1987). Agric. Biol. Chem. 51, 145-152. 
 
Takayama, K., and Kilburn, J. O. (1989). Inhibition of synthesis of arabinogalactan by 
ethambutol in Mycobacterium smegmatis. Antimicrob Agents Chemother 33, 1493-1499. 
 
Takayama, K., Wang, C., and Besra, G. S. (2005). Pathway to synthesis and processing of 
mycolic acids in Mycobacterium tuberculosis. Clin Microbiol Rev 18, 81-101. 
 
Thom, M., Howard, C., Villarreal-Ramos, B., Mead, E., Vordermeier, M., and Hope, J. 
(2008). Consequence of prior exposure to environmental mycobacteria on BCG vaccination 
and diagnosis of tuberculosis infection. Tuberculosis (Edinb) 88, 324-334. 
 
Tong, L. (2005). Acetyl-coenzyme A carboxylase: crucial metabolic enzyme and attractive 
target for drug discovery. Cell Mol Life Sci 62, 1784-1803. 
 
Trivedi, O. A., Arora, P., Sridharan, V., Tickoo, R., Mohanty, D., and Gokhale, R. S. (2004). 
Enzymic activation and transfer of fatty acids as acyl-adenylates in mycobacteria. Nature 428, 
441-445. 
 
Trunz, B. B., Fine, P., and Dye, C. (2006). Effect of BCG vaccination on childhood 
tuberculous meningitis and miliary tuberculosis worldwide: a meta-analysis and assessment of 
cost-effectiveness. Lancet 367, 1173-1180. 
 
 - 133 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Van der Geize, R., Yam, K., Heuser, T., Wilbrink, M. H., Hara, H., Anderton, M. C., Sim, E., 
Dijkhuizen, L., Davies, J. E., Mohn, W. W., and Eltis, L. D. (2007). A gene cluster encoding 
cholesterol catabolism in a soil actinomycete provides insight into Mycobacterium 
tuberculosis survival in macrophages. Proc Natl Acad Sci U S A 104, 1947-1952. 
 
Veyron-Churlet, R., Guerrini, O., Mourey, L., Daffe, M., and Zerbib, D. (2004). Protein-
protein interactions within the Fatty Acid Synthase-II system of Mycobacterium tuberculosis 
are essential for mycobacterial viability. Mol Microbiol 54, 1161-1172. 
 
Veyron-Churlet, R., Bigot, S., Guerrini, O., Verdoux, S., Malaga, W., Daffe, M., and Zerbib, 
D. (2005). The biosynthesis of mycolic acids in Mycobacterium tuberculosis relies on 
multiple specialized elongation complexes interconnected by specific protein-protein 
interactions. J Mol Biol 353, 847-858. 
 
Villeneuve, M., Kawai, M., Kanashima, H., Watanabe, M., Minnikin, D. E., and Nakahara, H. 
(2005). Temperature dependence of the Langmuir monolayer packing of mycolic acids from 
Mycobacterium tuberculosis. Biochim Biophys Acta 1715, 71-80. 
 
Villeneuve, M., Kawai, M., Watanabe, M., Aoyagi, Y., Hitotsuyanagi, Y., Takeya, K., Gouda, 
H., Hirono, S., Minnikin, D. E., and Nakahara, H. (2007). Conformational behavior of 
oxygenated mycobacterial mycolic acids from Mycobacterium bovis BCG. Biochim Biophys 
Acta 1768, 1717-1726. 
 
Waddell, S. J., Chung, G. A., Gibson, K. J., Everett, M. J., Minnikin, D. E., Besra, G. S., and 
Butcher, P. D. (2005). Inactivation of polyketide synthase and related genes results in the loss 
of complex lipids in Mycobacterium tuberculosis H37Rv. Lett Appl Microbiol 40, 201-206. 
 
Wagner, D., and Young, L. S. (2004). Nontuberculous mycobacterial infections: a clinical 
review. Infection 32, 257-270. 
 
Walker, R. W., Promé, J. C., and Lacave, C. (1973). Biosynthesis of mycolic acids. Formation 
of a C32-β-ketoester from palmitic acid in a cell-free system of Corynebacterium diphteriae. 
Biochem. Biophys. Acta 326, 52-62. 
 
 - 134 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Walker, V., Selby, G., and Wacogne, I. (2006). Does neonatal BCG vaccination protect 
against tuberculous meningitis? Arch Dis Child 91, 789-791. 
 
Wayne, L. G., and Sohaskey, C. D. (2001). Nonreplicating persistence of mycobacterium 
tuberculosis. Annu Rev Microbiol 55, 139-163. 
 
Webb, M. R. (1992). A continuous spectrophotometric assay for inorganic phosphate and for 
measuring phosphate release kinetics in biological systems. Proc Natl Acad Sci U S A 89, 
4884-4887. 
 
Weber, T., and Marahiel, M. A. (2001). Exploring the domain structure of modular 
nonribosomal peptide synthetases. Structure 9, R3-9. 
 
Yuan, Y., and Barry, C. E. (1996). A common mechanism for the biosynthesis of methoxy 
and cyclopropyl mycolic acids in Mycobacterium tuberculosis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 
93, 12828-12833. 
 
Yuan, Y., Zhu, Y., Crane, D. D., and Barry, C. E., 3rd (1998). The effect of oxygenated 
mycolic acid composition on cell wall function and macrophage growth in Mycobacterium 
tuberculosis. Mol Microbiol 29, 1449-1458. 
 
Zabinski, R. F., and Blanchard, J. S. (1997). The requirement for manganese and oxygen in 
the isoniazid-dependent inactivation of Mycobacterium tuberculosis enoyl reductase. J. Am. 
Chem. Soc. 119, 2331-2332. 
 
Zhang, Y. M., Marrakchi, H., White, S. W., and Rock, C. O. (2003). The application of 
computational methods to explore the diversity and structure of bacterial fatty acid synthase. J 
Lipid Res 44, 1-10. 
 
Ziegler, K., Buder, R., Winter, J., and Fuchs, G. (1989). Activation of Aromatic-Acids and 
Aerobic 2-Aminobenzoate Metabolism in a Denitrifying Pseudomonas Strain. Archives of 
Microbiology 151, 171-176. 
 
 - 135 - 
 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 
Zimhony, O., Cox, J. S., Welch, J. T., Vilcheze, C., and Jacobs, W. R., Jr. (2000). 
Pyrazinamide inhibits the eukaryotic-like fatty acid synthetase I (FASI) of Mycobacterium 
tuberculosis. Nat Med 6, 1043-1047. 
 
Zuber, B., Chami, M., Houssin, C., Dubochet, J., Griffiths, G., and Daffe, M. (2008). Direct 
visualization of the outer membrane of mycobacteria and corynebacteria in their native state. J 
Bacteriol 190, 5672-5680. 
 
 - 136 - 
 
Auteur : Mathieu LEGER 
 
Titre : Caractérisation enzymatique de la protéine FadD32 de M. tuberculosis, impliquée dans la 
biosynthèse des acides mycoliques et cible potentielle d’antituberculeux, ainsi que d’autres enzymes 
paralogues. 
 
Directeurs de thèse : Mamadou DAFFE et Hedia MARRAKCHI  
 
 
Résumé : La recrudescence de la tuberculose, favorisée par l’épidémie de VIH et associée à l‘apparition de 
souches résistantes aux antibiotiques, souligne la nécessité de déterminer les mécanismes moléculaires de sa 
pathogénicité et de développer de nouveaux antibiotiques. Le génome de Mycobacterium tuberculosis, 
l’agent étiologique de la tuberculose recèle un grand nombre de gènes impliqués dans le métabolisme 
lipidique, dont les gènes fadD qui codent pour des acyl-CoA synthétase putatives. Nous avons réalisé la 
caractérisation enzymatique de protéines FadD impliquées dans la biosynthèse des constituants de 
l’enveloppe du bacille tuberculeux, et plus particulièrement dans celle des acides mycoliques. Ces acides 
gras à longues chaînes, alpha-ramifiés et beta-hydroxylés sont des composés majeurs et spécifiques de 
l’enveloppe des Corynebacterinae. Ils sont essentiels à la survie des mycobactéries. Ainsi, les enzymes 
intervenant dans la voie de biosynthèse des acides représentent des cibles potentielles d’antituberculeux. 
Parmi ces protéines, l’enzyme FadD32, impliquée dans l’étape clé de condensation “mycolique” entre deux 
acides gras, est essentielle à la croissance des mycobactéries. La caractérisation enzymatique de FadD32 a 
permis de mettre en évidence son activité acyl-ACP Ligase et le mécanisme réactionnel particulier de 
l’étape de condensation avec sa protéine partenaire la condensase Pks13. Un inhibiteur, analogue de 
substrat, de FadD32 a été testé avec succès sur l’enzyme, mais également sur la biosynthèse mycolique et la 
croissance bactérienne. Nous avons développé un essai enzymatique de FadD32 adaptable au criblage à 
haut débit. Cet essai servira in fine, à tester la chimiothèque d’inhibiteurs d’un partenaire industriel. 
 
Abstract : The resurgence of tuberculosis, facilitated by the HIV epidemic and associated with the 
emergence of antibiotic-resistant strains, stresses the need to determine the molecular mechanisms of 
pathogenicity and to develop new antibiotics. The genome of Mycobacterium tuberculosis, the causative 
agent of tuberculosis, contains a large number of genes involved in lipid metabolism, including genes 
coding for putative fadD acyl-CoA synthetases. We performed the enzymatic characterization of fadD 
proteins involved in the biosynthesis of the tubercle bacillus envelope constituents, especially the mycolic 
acids. These long-chain fatty acids, alpha-branch and beta-hydroxy are major and specific compounds of 
the Corynebacterinae envelope. They are essential to the survival of mycobacteria. Thus, enzymes 
involved in the biosynthesis of these acids represent potential targets for TB drug development. Among 
these proteins, the enzyme FadD32, involved in the key stage of "mycolic" condensation between two 
fatty acids, is essential to the growth of mycobacteria. The enzymatic characterization of FadD32 helped 
to highlight the reaction mechanism of its acyl-ACP Ligase activity and particularly the condensation step 
with its partner protein the condensase Pks13. An inhibitor, substrate analog of FadD32 was successfully 
tested on the enzyme, but also on mycolic biosynthesis and bacterial growth. We have developed an 
enzymatic test FadD32 adaptable to high throughput screening. This assay will ultimately serve to test the 
inhibitors chemical library of an industrial partner. 
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